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ABSTRACT 

 

In peripheral nerve trunks, axons are ensheathed by myelinating or non-myelinating Schwann 

cells or Remak cells. Myelinated axons are organized in a series of distinct subdomains or 

internodes, each internode composed of one myelinated Schwann cell exhibits a striking 

longitudinal (from node to node) and radially (from the axon to the basal lamina) polarity 

that is essential for nerve impulse propagation. Remak cells enfold Remak fibers which have 

been associated with pain perception and grouped unmyelinated small-caliber nociceptor c-

fiber axons. Aquaporins (AQPs) are membrane proteins acting as water channels, which are 

widely distributed in mammals, plants and lower organisms. To date, 13 different subtypes 

of mammalian AQPs have been identified with differing tissue distributions that appear 

related to their functional roles in water transporting. In the peripheral nervous system, AQPs 

have been reported in both peripheral neurons and glial cells. In this work, we first described 

the localization of AQP1 in the rat sciatic nerve. AQP1 is present in both Remak and myelin 

Schwann cells. In myelinated cells AQP1 is localized in non-compact myelin, enriched in 

the Schmidt-Lanterman incisures and paranodal regions (Segura-Anaya et al., 2015). After 

nerve crush injury the level of AQP1 expression of both mRNA and protein remains constant 

at all times studied. However, immunohistochemistry reveals that AQP1 is only present in 

Remak cells a day after crush injury and is not present after 3 days. We then studied the 

localization of AQP1 in mouse and guinea pig, showing that is only present in Remak cells, 

showing a different localization among species. The expression of AQP1 in Remak cells 

supports the involvement of AQP1 in pain perception. We then performed RT-PCR of nine 

AQP isoforms (AQP1-9) from rat and mouse sciatic nerve showed that in rat only five AQPs 

are present (AQP1, AQP4, AQP5, AQP7 and AQP9), whereas in mouse all AQPs except 

AQP8 are expressed. Therefore, these two closely related rodents show different AQP1 

localization and have different AQPs expression patterns in the sciatic nerve, possibly due to 

a difference in the regulation of these AQPs. RT-PCR of AQPs in rat after nerve crush injury, 

showed that AQP1, AQP4 and AQP7 expression remains constant at all times studied, while 

AQP2, AQP5 and AQP9 is upregulated after injury. The up-regulation of AQP2, AQP5 and 

AQP9 after nerve injury suggests a possible role for these AQPs in promoting regeneration 

injury (Segura-Anaya et al., 2021). We also developed a technique, in which teased sciatic 
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nerves were simultaneous staining by Bielschowsky’s silver staining method (BSSM) and 

immunofluorescence of the same section. This approach allows to get more information 

about the complexity of peripheral nerves, it would be very useful to study the morphology 

of the axon and the polarized domains of myelinated axons (Segura-Anaya et al., 2018). 
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RESUMEN  

En los nervios periféricos, los axones se encuentran envueltos por células de Schwann que 

forman mielina y que no forman mielina o células Remak. Los axones mielinizados se 

organizan en diferentes subdominios o internodos y cada internodo formado por una célula 

de Schwann que forma mielina muestra una polaridad longitudinal (de nodo a nodo) y una 

radial (del axón a la lámina basal) esenciales para la propagación del impulso nervioso. Las 

células Remak envuelven axones de fibras C nociceptivas de pequeño calibre no mielinizados 

que se han asociado con la percepción del dolor. En este trabajo se analizaron distintos 

aspectos relacionados con las acuaporinas (AQPs) en el nervio ciático normal y lesionado  en 

rata y ratón. Las AQPs son una familia de proteínas de membrana que forman canales de 

agua y se encuentran ampliamente distribuidas en mamíferos, plantas y organismos 

inferiores. Se han identificado 13 isoformas de AQPs en mamíferos, las cuales tienen una 

diferente distribución entre los tejidos, con múltiples papeles fisiológicos. En el SNP se ha 

descrito la expresión de las AQPs tanto en neuronas como en células gliales. En este trabajo, 

se describió la localización precisa de AQP1 en el nervio ciático de la rata, ubicándola tanto 

en las células de Schwann que forman mielina como en células Remak. En las células 

mielinizadas AQP1 se localiza en la mielina no compacta, principalmente en las incisuras de 

Schmidt-Lanterman y la región paranodal del nodo de Ranvier (Segura-Anaya et al., 2015). 

Después de una lesión por compresión del nervio ciático se observó que el nivel de expresión 

de AQP1, tanto de ARNm como de proteína, permanece constante en todos los tiempos 

estudiados después de la lesión. Sin embargo, la inmunohistoquímica muestra que AQP1 en 

las fibras lesionadas se localiza solo en células Remak un día después de la lesión y no se 

encuentra a los 3 días. Posteriormente se encontró que en el ratón y el cuyo AQP1 únicamente 

se localiza en células Remak, lo que muestra una distribución diferente con respecto a la rata. 

La expresión de AQP1 en células Remak apoya su participación en la percepción del dolor. 

La presencia de otras isoformas de AQP (1-9) en el nervio ciático de rata y ratón se detectó 

mediante RT-PCR. Los resultados muestran que en rata se expresan cinco AQPs (AQP1, 

AQP4, AQP5, AQP7 y AQP9), mientras que en ratón se expresan todas las AQPs estudiadas, 

excepto AQP8. Por lo tanto, estos dos roedores estrechamente relacionados presentan 

diferencias tanto en la localización de AQP1 como en los patrones de expresión de las 

isoformas de AQPs en el nervio ciático, posiblemente debido a diferencias en su regulación. 
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En la rata, después de una lesión por compresión del nervio la expresión de AQP1, AQP4 y 

AQP7 permanece constante en todos los tiempos estudiados, mientras que AQP2, AQP5 y 

AQP9 aumentan su expresión después de la lesión; esta regulación a la alza sugiere que 

posiblemente estas AQPs tengan un papel en la regeneración del nervio ciático (Segura-

Anaya et al., 2021). En fibras de nervio ciático se desarrolló una técnica que consiste en el 

marcaje simultaneo del método de tinción de plata de Bielschowsky para axones y la 

inmunofluorescencia en la misma preparación, esta técnica nos permite tener una mayor 

información sobre la complejidad de los nervios periféricos, ya que permite estudiar la 

morfología completa del axón y localizar con precisión ciertos dominios celulares que se 

adquieren durante el proceso de mielinización (Segura-Anaya et al., 2018).  
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I. ANTECEDENTES 

 

1.1 Sistema Nervioso Periférico  

El sistema nervioso (SN) constituye uno de los sistemas más complejos del organismo. Desde 

el punto vista anatómico está dividido en sistema nervioso central (SNC), constituido por el 

encéfalo y la médula espinal, y el sistema nervioso periférico (SNP) que está formado por 

los nervios periféricos que se expanden por todo el cuerpo, formando una arborización 

compleja parecida a la que se encuentra en los vasos sanguíneos (Zacchigna et al., 2008). Los 

nervios que emergen del SNC se dividen en 2 categorías: nervios craneales y nervios 

espinales. Varias ramas se originan a partir de estos nervios y las terminales nerviosas llegan 

a todos las partes del cuerpo.   

 

El nervio periférico (NP) se compone de fibras nerviosas que consisten en el axón 

(prolongaciones de las neuronas) y las células gliales que acompañan su trayectoria desde su 

segmento inicial hasta las proximidades de las terminales nerviosas. Se han utilizado varios 

esquemas de clasificación de las fibras nerviosas basadas en parámetros como la velocidad 

de conducción, función, diámetro de la fibra entre otros atributos (Geuna et al., 2009). 

Anatómicamente, la asociación que tienen con las células de Schwann (CS), principal glía 

del SNP, permite distinguir dos subgrupos de fibras nerviosas: fibras mielinizadas y no 

mielinizadas (Figura 1). Todos los axones de gran calibre están rodeados por una estructura 

laminar, la mielina, que es una extensión de la membrana plasmática de las CS. A nivel 

estructural, la mielina se observa como líneas oscuras (electrodensas) y claras (translúcidas) 

alternadas que se disponen en espiral alrededor del axón. La mielina permite la rápida 

propagación del potencial de acción (Nave y Werner, 2014); además es responsable del color 

blanco brillante de los nervios tanto en el SNP como en el SNC (Geuna et al., 2009). Estos 

axones mielinizados, son axones motores que surgen de las motoneuronas en la asta ventral 

de la médula espinal o el tronco del encéfalo y proporcionan inervación a los músculos 

esqueléticos y los axones sensoriales que surgen como procesos periféricos de los axones de 

las neuronas del ganglio de la raíz dorsal (GRD). Las fibras no mielinizadas agrupan axones 

de menor calibre rodeados por una célula de Schwann que no forma mielina también 

conocida como célula Remak (Jessen y Mirsky, 2010). Estos axones sensoriales no 
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mielinizados se asocian con funciones mecanorreceptoras y nociceptivas de umbral alto, 

transmiten señales sensoriales, relacionadas con el dolor, hacia los GRD (Griffin y 

Thompson, 2008; English, 2021). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 1. Axones rodeados por las células de Schwann. Micrografía electrónica de un axón 

mielinizado y varios axones no mielinizados rodeados por una célula de Schwann que no forma mielina o 

célula Remak. La ampliación muestra la estructura laminar de la vaina de mielina 

(https://www.sciencephoto.com/media/996079/view/myelin-sheath-em). 
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1.1.1 Estructura del nervio periférico  

 

La estructura del NP es única, difiere dramáticamente del cerebro, la médula espinal o el 

nervio óptico (Zochodne, 2008). Los nervios periféricos (NPs) poseen una gran elasticidad, 

propagan los potenciales de acción largas distancias y soportan los estiramientos asociados 

con movimientos de las extremidades y la compresión mecánica de las actividades diarias. 

Para resistir el estrés mecánico, los NPs contienen grandes cantidades de tejido conectivo 

denso, distribuido en tres capas: endoneuro, perineuro y epineuro (Figura 2) (Jessen et al., 

2015; Belin et al., 2017). En el endoneuro, los axones se agrupan en fascículos y están 

protegidos estructuralmente por una matriz extracelular vascularizada rica en colágeno, 

ligada a la lámina basal que envuelve a los axones. El ambiente endoneural contiene 

fibroblastos, vasos sanguíneos y la presencia de algunos macrófagos y está rodeado por el 

perineuro que protege las fibras nerviosas de células y moléculas indeseables (Jess et al., 

2015). Además, cada axón se encuentra asociado individualmente con una vaina de mielina. 

Ésta además de promover la conducción del impulso nervioso y proteger al axón del estrés 

mecánico, facilita el intercambio de metabolitos entre la región vascular y el axón. 

Finalmente, se encuentra el epineuro, que es la capa gruesa más externa formada de colágeno 

que rodea y une a los fascículos nerviosos en un solo haz; por esta capa transcurren los vasos 

sanguíneos que irrigan a los nervios (Kandel et al., 2012). 
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Figura 2. Diagrama de la estructura del nervio periférico. El nervio posee tres componentes: el 

epineuro es la capa más externa que recubre todo el nervio periférico. El perineuro es un tubo celular que 

rodea un fascículo de fibras nerviosas, dentro del perineuro las unidades axón-célula de Schwann 

individuales se encuentran embebidas en un matriz rica en colágeno llamada endoneuro que además de 

las células de Schwann contiene: fibroblastos, células endoteliales y células del sistema inmune (Adaptada 

de Gerber et al., 2021). 

 

1.2 Células de Schwann 

Las células de Schwann (CS), descritas desde 1939 por Theodor Schwann, constituyen la 

principal glía del SNP. Rodean todos los axones del nervio y pueden ser de dos tipos: las 

células de Schwann que forman mielina (CSFM) y las que no forman mielina o células 

Remak (Jessen y Mirsky, 2005). Si bien se considera que ambas CS proporcionan un soporte 

metabólico a los axones, solo las CSFM tienen un papel clave en la conducción del impulso 

nervioso (Jessen y Mirsky, 2019). La mielina proporciona un aislamiento eléctrico y 

envoltura de baja capacitancia para los axones de gran calibre que trae como consecuencia la 

“conducción saltatoria” del impulso nervioso entre los nodo de Ranvier y  puede alcanzar 

una velocidad de conducción de hasta 120 m/s (Jessen y Mirsky, 2005; Nave, 2010; Menorca 

et al., 2013). En los axones amielínicos la velocidad de conducción es más lenta, 1m/s o 2m/s, 

debido a que el impulso nervioso se transmite por circuitos locales de corrientes iónicas a lo 

largo de la membrana axonal (Morrel et al., 1989).  

 

Ambos tipos de células gliales expresan algunos marcadores en común como la proteína 

S100, un marcador clásico de CS (Jessen y Mirsky, 2005), pero al mismo tiempo poseen 

diferencias morfológicas, moleculares y estructurales, ya que cada una de ellas expresa 

proteínas específicas que las caracterizan (Jessen y Mirsky, 2015). Las células Remak 

expresan muchos marcadores que también se encuentran en el desarrollo como la molécula 

de adhesión celular neural (NCAM), el receptor para neurotrofina p75 (p75NTR), la proteína 

ácida fibrilar glial (GFAP) y L1 NCAM. Mientras las CSFM expresan un gran rango de 

moléculas que se relacionan con la síntesis, mantenimiento y estructura de la mielina, 

incluyen el factor de transcripción pro-mielina Erg2 (Krox20), altos niveles de enzimas que 

controlan la síntesis de colesterol, proteínas estructurales como la proteína P cero (P0), 

proteína básica de mielina (MBP), y proteínas asociadas a la membrana como la glicoproteína 
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de asociación a la mielina (MAG), proteína periférica de mielina 22kd (PMP22) y periaxina 

(Jessen y Mirsky, 2019).  

 

1.2.1 Desarrollo de las células de Schwann  

 

Las CS tienen un origen embrionario ectodérmico a partir de las células de la cresta neural 

que posteriormente se desarrollan en precursores de las CS; éstas pueden dar lugar a 

melanocitos, fibroblastos endoneurales y neuronas además de la CS (Jessen y Misrky, 2005).  

 

Los precursores de las CS presentan una morfología fusiforme característica y procesos 

extensos que contactan y forman uniones con los procesos de las células precursoras 

adyacentes. De esta forma rodean grandes grupos de axones, la mayoría de un tamaño similar 

(Jessen y Mirsky, 2004). Los precursores de las CS se desarrollan en CS inmaduras y 

envuelven a un conjunto de axones, dirigidos por el regulador molecular neuregulina-1 

(NRG-1), que participa en casi todos los aspectos de la biología de las CS (Michailov et al., 

2004). Los precursores realizan la selección radial de los axones, un proceso fisiológico lento 

que comienza en el periodo embrionario y continúa en el desarrollo postnatal, hasta el día 10 

posterior al nacimiento en el SNP de la rata, similar a lo que ocurre en humanos (Feltri et al., 

2016). El inicio de la selección radial ocurre después de que la CS ha comenzado la 

producción de lámina basal cuya función es iniciar la asimetría celular y establecer un eje de 

polaridad glial, imprescindible en la espiralización de la membrana al mielinizar al axón 

(Simons y Trotter, 2007).  

 

El fenotipo adoptado por las CS, es estrictamente dependiente de las señales axonales y el 

ambiente celular; un factor crítico que determina el destino de la CS inmadura es el diámetro 

del axón envuelto por dicha CS: si los axones poseen un diámetro menor o igual a 1 micra 

las CS se diferencian en células Remak que envuelven a uno o varios axones, incluidos 

muchos axones sensoriales. Por el contrario, si el axón es de un diámetro mayor o igual a 1 

micra las CS adoptan un fenotipo pro-mielinizante que activa un programa molecular para 

sintetizar grandes cantidades de mielina y rodea axones de neuronas motoras y algunos de 

tipo sensorial, el número de vueltas de mielina es proporcional al diámetro del axón (Jessen 
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y Mirsky, 2019) (Figura 3). El determinante de esta diferenciación es la cantidad de 

Neuregulina 1 tipo III (NRG1-III) expresada en la superficie del axón y no el diámetro axonal 

per se. Esta proteína funciona como una señal de sobrevivencia y proliferación para los 

precursores de las CS y ajusta el número de CS en función del número de axones que serán 

mielinizados (Simons y Trotter, 2007).  

 

 

 

 

Figura 3. Desarrollo de las células de Schwann en rata. El diagrama muestra las transiciones de las 

células de Schwann en el desarrollo y después de una lesión. En el desarrollo (flechas negras continuas) 

ocurre: la formación de los precursores de las células de Schwann a partir de células de la cresta neural, la 

transición precursor-célula de Schwann y la formación de células de Schwann que forman y no forman 

mielina madura. Esta transición puede adoptar un fenotipo de reparación cuando se pierde el contacto 

axonal (flechas rojas) y se restablece en los nervios en regeneración (flechas punteadas) (Adaptada de 

Jessen y Mirsky, 2016). 

 

A pesar del notable proceso de diferenciación que sufren las CS en el desarrollo postnatal se 

observa que poseen alta plasticidad celular. Si las células de Schwann maduras pierden el 

contacto axonal, por alguna lesión, las CS pueden adoptar un fenotipo de reparación, parecido 

al de las células inmaduras, y son capaces de proliferar y servir como sustrato para el 

crecimiento del axón y su remielinización (Boerboom et al., 2017; Jessen y Mirsky, 2019). 
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1.2.2 Características anatómicas de los axones mielinizados 

 

Las fibras mielinizadas están constituidas por el axón y las células gliales especializadas, 

oligodendrocitos en el SNC y CSFM en el SNP, que envuelven al axón formando la vaina de 

mielina. A diferencia de los oligodendrocitos que extienden procesos celulares para 

mielinizar varios axones simultáneamente (60:1), las CSFM mielinizan un solo segmento 

axonal en una relación 1:1, lo que permite que a lo largo de un axón se puedan encontrar 

miles de CSFM formando cada una un internodo (Salzer, 2015). Estos segmentos de mielina 

o internodos tienen una longitud promedio de 1mm en fibras largas (Hess y Young, 1957) y 

están recubiertos con lámina basal (matriz extracelular). El núcleo de las CSFM se puede 

identificar fácilmente ya que se localiza a la mitad de un internodo, por fuera de la vaina de 

mielina.  

 

Según el grado de compactación, la mielina se puede dividir en dos regiones estructural y 

funcionalmente distintas: mielina compacta y mielina no compacta (Figura 4B). La mielina 

compacta cuya función es el aislamiento, inhibe el intercambio de iones durante la 

conducción nerviosa. La mielina se caracteriza por un alto contenido de lípidos (70%) que 

incluyen galactocerebrósidos, esfingomielina y particularmente colesterol. Una proporción 

menor se compone de proteínas, principalmente la glicoproteína P0 que es la más abundante 

en el SNP y no está presente en el SNC, corresponde al 50% de las proteínas de mielina y es 

esencial para la compactación de la mielina; también está la proteína básica de mielina (MBP) 

(5-18%) que se ubica en la cara citosólica de la membrana glial, y la proteína periférica de 

mielina (PMP22) (5%) (Jessen y Mirsky, 2010; Salzer y Zalc, 2016). En un corte 

longitudinal de la mielina y el axón se puede identificar la estructura de los axones 

mielinizados en el SNP. Al desenrollar un internodo se observa la forma trapezoide de la 

CSFM (Figura 4A).  

 

La mielina no compacta comprende una red continua de compartimentos citosólicos no 

compactados como se observa en la superficie más externa, el compartimento abaxonal, que 

establece contacto con la lámina basal y el compartimento adaxonal, en la parte interna, que 

se encuentra adyacente al axón. Ambos compartimentos están conectados mediante canales 



 8 

citoplasmáticos conocidos como incisuras de Schmidt-Lanterman (ISL) y las asas 

paranodales en los nodos de Ranvier (el borde lateral de la vaina de mielina) (Arroyo y 

Scherer 2000). El axón, rodeado por la vaina de mielina, posee una membrana llamada 

axolema; en su interior se encuentra el citoplasma del axón, denominado axoplasma, el cual 

contiene los organelos celulares: mitocondrias, polirribosomas y varias estructuras 

filamentosas, como microfilamentos, neurofilamentos y microtúbulos (Zochodne, 2008). En 

la mielina no compacta se expresan moléculas como actina, uniones adherentes (E-caderina), 

uniones comunicantes (conexina 32, Cx32), uniones estrechas (claudinas) o MAG, (Trapp, 

1990; Scherer y Arroyo, 2002), entre otras.  
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Figura 4. Organización de un axón mielinizado. A) Esquema de una CSFM extendida rodeada por la 

lámina basal (ilustrada en color gris), la cual está en contacto directo con la membrana abaxonal y las 

microvellosidades de la CS. La membrana abaxonal contiene el núcleo de la célula de Schwann y se divide 

por aposiciones periódicas que se forman entre la membrana abaxonal y la capa exterior de la mielina 

compacta. Al interior de la CSFM, la membrana adaxonal establece contacto con la membrana del axón. 

Entre la membrana adaxonal y la abaxonal se localiza la mielina compacta que es interrumpida por las 

incisuras de Schmidt-Lanterman (ISL), espacios citoplasmáticos entre los cuales se observan uniones 

adherentes, comunicantes y estrechas. Adyacente a la célula extendida se muestra una CSFM envolviendo 

una porción del axón (formando un internodo) que permite la conducción del impulso nervioso. B). 

También se muestran las proteínas presentes en la mielina compacta y la mielina no compacta. La mielina 

compacta contiene P0, MBP y PMP22; la mielina no compacta contiene E-caderina, MAG, DM20, Cx32 

y claudina (Adaptada de Scherer y Arroyo, 2002). 

 

1.2.3 Incisuras de Schmidt-Lanterman y Bandas de Cajal 

 

Las incisuras de Schmidt-Lanterman (ISL) son porciones de citoplasma orientadas tanto 

longitudinalmente como transversalmente, que interrumpen la apariencia densa de la mielina 

compacta. Estas fueron descritas por Ramón y Cajal (1928) como segmentos cónicos 

infundibulares de longitud variable que se extienden desde el citoplasma de las CS al axón 

(Figura 5). Las ISL son propias de las regiones internodales siendo más abundantes en la 

región cercana al núcleo. La función de las incisuras está en debate, pero se ha sugerido que 

estas regiones de mielina no-compacta actúan como canales para el transporte de sustancias 

metabólicas (Martini, 2005); también se ha sugerido que tienen alguna función en el 

mantenimiento y metabolismo de la mielina, así como en el crecimiento longitudinal de la 

vaina de mielina (Arroyo y Scherer, 2007). El número total de incisuras varía de acuerdo con 

diferentes factores: se incrementa con el grosor de la mielina, la longitud internodal y la edad 

(Hiscoe, 1947; Ghabriel y Allt, 1979). También en respuesta a una lesión, se observa un 

incremento en el número de ISL en los internodos que han sufrido remielinización (Berger y 

Gupta, 2006). Se ha descrito una gran variedad de moléculas que se localizan en las incisuras 

que incluyen: actina, espectrina, MAG (Trapp et al., 1989), las uniones gap (Balice-Gordon 

et al., 1998; Meier et al., 2004), E-cadherina (Tricaud et al., 2005), los receptores de inositol 

1,4,5 trifosfato (Martínez-Gómez y Dent, 2007; Toews et al., 2007), proteínas ERM (ezrina, 
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radixina, y moesina) (Scherer et al., 2001; Trapp et al., 1999) entre otras, sugiriendo la 

importancia de estas moléculas para la estabilización y la función de la mielina. 

 

Figura 5. Región internodal interrumpida por 

la presencia de las incisuras de Schmidt-

Lanterman. El panel A es una reconstrucción de 

una imagen con el microscopio confocal de dos 

fibras que resaltan el marcaje de las proteínas 

ERM presentes en las incisuras con un patrón en 

espiral. El panel B es un dibujo realizado por 

Ramón y Cajal (1928) que muestra a las incisuras 

como elementos infundibulares que se extienden 

a lo largo del citoplasma de las células de 

Schwann (Scherer y Arroyo, 2002). 

 

 

Otras estructuras morfológicas descritas en la región internodal, son las bandas de Cajal 

(Santiago Ramón y Cajal, 1928), que se forman por la interrupción del citoplasma externo 

de la CS con aposiciones periódicas entre la membrana abaxonal y la envoltura externa de la 

mielina. Estos canales citoplasmáticos contienen L-periaxina, la proteína relacionada a 

distrofina 2 (DRP2), distroglicano (PDG); además están enriquecidas con proteínas del 

citoesqueleto y son importantes para la elongación del internodo durante el crecimiento de 

los nervios periféricos (Court et al., 2004); proporcionan un conducto para el transporte de 

ARN y proteínas originadas en el soma hacia la región paranodal (Susuki et al., 2011, Salzer, 

2015). 

 

1.2.4 Organización polarizada de la CS 

 

El proceso de mielinización establece una relación estrecha entre una CSFM y el axón, 

generando una estructura altamente compartimentalizada organizada en dominios 

membranales discretos, cada uno con un arreglo único de proteínas. De tal modo que las 

CSFM son células altamente polarizadas, morfológica y molecularmente; presentan una 
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polaridad longitudinal determinada por la región nodal y una polaridad radial que va desde 

el axón (membrana adaxonal) hasta la lámina basal (membrana abaxonal) (Salzer, 2015). 

  

1.2.4.1 Polaridad longitudinal  

 

La polaridad longitudinal se centra alrededor de los nodos de Ranvier (Pereira et al., 2012; 

Salzer, 2017); está constituido por las regiones nodal, paranodal y juxtaparanodal (Figura 6). 

Esta organización es crítica para la conducción saltatoria del impulso nervioso y se establece 

por la presencia de complejos multiproteicos de moléculas de adhesión celular (CAM), 

canales iónicos y moléculas adaptadoras de citoesqueleto o estructurales (Salzer et al., 2008; 

Eshed-Eisenbach y Peles, 2013).  

 

Los nodos de Ranvier, descubiertos por el anatomista y patólogo francés Louis-Antoine 

Ranvier (1835-1922), son espacios que miden aproximadamente 1m entre cada internodo 

que se repiten a lo largo de una fibra nerviosa individual, en esta región el axón queda 

expuesto al espacio extracelular (Salzer et al., 2008). El diámetro del axón a la altura del 

nodo difiere con respecto a las regiones paranodales e internodales, presenta una leve 

constricción que permite su identificación en secciones longitudinales; es en esta región del 

axón donde se acumulan una mayor cantidad de mitocondrias, vesículas y neurofilamentos 

(Zochodne, 2008). 

 

El axolema en los nodos de Ranvier posee una alta cantidad de canales de Na+ dependientes 

de voltaje (principalmente Nav1.6) cuya función principal es la despolarización de la fibra 

nerviosa, permitiendo la conducción del impulso nervioso (Caldwell et al., 2000). También 

se concentran en esta región varias proteínas, como la molécula de adhesión celular-neural 

(NrCAM), la neurofascina de 186 kDa (NF186) (Davis et al., 1996) o ankirinaG que 

interacciona con los componentes de la CSFM y del citoesqueleto (Melendez-Vasquez et al., 

2005). Además, los nodos hacen contacto con las asas paranodales, la lámina basal (continua 

aún en esta región) (Arroyo y Scherer, 2007) y las microvellosidades que se proyectan de dos 

CSFM contiguas, y se encargan de vincular el citoplasma abaxonal de las CS con el axolema 
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nodal. Las microvellosidades están enriquecidas con el complejo de señalización ERM 

(ezrina, radixina, y moesina) (Salzer et al., 2008). 

 

 

 

Figura 6. Composición molecular de la región nodal. Diagrama e imágenes de microscopía electrónica 

que muestran la polaridad longitudinal de un axón mielinizado. Cada uno de estos dominios se caracteriza 

por la expresión de proteínas específicas: la región nodal contiene canales de Na+ activados por voltaje, 

en la región paranodal la mielina está fuertemente unida al axón por un complejo formado por 

neurofascina-155 (NF155), contactina 1 (Cntn1), la proteína asociada a contactina (Caspr1), y la región 

juxtaparanodal donde se encuentran la mayoría de los canales de K+ activados por voltaje que se separan 

de los paranodos por un complejo formado por la proteína la proteína asociada a contactina 2 (Caspr2) y 

contactina-2 (Cntn2) (Adaptada de Simons et al., 2014). 
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La región paranodal es contigua a la región nodal y está estructurada por asas de mielina, que 

forman las uniones paranodales axo-gliales que permiten que ocurra la mayor aproximación 

entre el axolema y la CSFM. Las uniones paranodales también son conocidas como uniones 

tipo septo, haciendo alusión a las uniones septadas observadas en invertebrados (Rosenbluth, 

2009). En el axolema de la región nodal se localiza contactina (Cntn) y las proteínas 

asociadas a contactina (Caspr), dos moléculas de reconocimiento celular que se unen 

mediante sus dominios extracelulares a proteínas como la neurofascina de 155 kDa (NF155) 

que se expresan en las asas paranodales de las CSFM (Scherer y Arroyo, 2002; Salzer et al., 

2008). La región paranodal tiene como objetivo fijar la mielina al axón e impedir la difusión 

lateral de los canales iónicos nodales (Poliak y Peles, 2003). Por último, la región 

juxtaparanodal se ubica debajo de la mielina compacta, adyacente a la región paranodal, es 

rica en los canales de K+ tipo “shaker”: Kv1.1 y 1.2 distribuidos con un gradiente de 

concentración que va en sentido decreciente desde el paranodo hasta el internodo. Esta región 

incluye un complejo formado por la glicoproteína transitoria 1 (Tag-1), que se localiza en la 

superficie glial, y Caspr2 en el lado axonal, ambas proteínas ayudan a mantener la estructura 

del dominio y permiten la localización de los canales de K+ en sitios específicos (Traka et 

al., 2003). Los canales de K+ actúan como un amortiguador de la reentrada del potencial de 

acción, al mantener el potencial de reposo del internodo y actuando activamente en el 

establecimiento del potencial de membrana después de la conducción del impulso nervioso 

(Poliak y Peles, 2003).  

 

1.2.4.2 Polaridad radial 

 

La vaina de mielina envuelve el axón en forma espiralada a través de múltiples capas de 

membrana plasmática; esta organización permite numerosas interacciones entre las 

moléculas presentes en la membrana externa (abaxonal) y la lámina basa, la membrana 

interna (adaxonal) con el axolema, estableciendo una polaridad radial que se puede observar 

a través de un corte transversal de un axón mielinizado (Figura 7) (Salzer, 2003; Poliak y 

Peles, 2003). 
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La región internodal es el sitio de interacción más extenso entre el axón y la CSFM 

comprende aproximadamente el 99% de la longitud de la región mielinizada. A lo largo del 

internodo, la membrana adaxonal se encuentra separada del axolema por un espacio de 

15nm denominado espacio periaxonal (Salzer et al., 2003) y la membrana abaxonal que 

interacciona con la lámina basal. En el exterior, la lámina basal se encuentra constituida 

principalmente por colágeno tipo IV, proteoglicanos (heparán sulfato) y lamininas (Bunge et 

al., 1990). Las lamininas son trímeros que interaccionan con los receptores ubicados en las 

CSFM, tanto integrinas 64 como distroglicano que son importantes en la mielinización 

(Figura 7) (Einheber et al., 1993).  

 

 

 

Figura 7. Polaridad radial de la CSFM. Diagrama de un corte transversal de un axón mielinizado. Se 

observan las múltiples capas de mielina que rodean al axón y la polaridad radial de la CS. La membrana 

abaxonal contacta con la lámina basal a través de interacciones moleculares entre laminina y distroglicano. 

Al interior, en el espacio periaxonal ocurren interacciones moleculares entre la membrana adaxonal de la 

CSFM y el axolema, por otro lado, las incisuras de Schmidt-Lanterman, que expresan Cx32 formando 

uniones GAP, contactan radialmente la membrana abaxonal y adaxonal en la CSFM (Adaptado de Scherer 

y Arroyo, 2002; Salzer, 2015). 
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1.3 Degeneración Walleriana  

 

Cuando se produce daño en los nervios periféricos, debido a la transección (corte parcial o 

total del nervio) o a la compresión del nervio, los axones y la mielina asociada a ellos se 

degeneran (degeneración Walleriana) (Stoll et al., 2002). La degeneración Walleriana (DW), 

descrita por primera vez por Augustus Waller (1850), es el proceso de degeneración rápida 

y progresiva que sufre la porción distal de un axón cuando es separado del soma neuronal. 

Esta respuesta del sistema nervioso es atribuida principalmente a la ruptura y degradación 

tanto de los axones lesionados como de las capas de mielina debido, principalmente, a una 

lesión traumática, aunque también se puede presentar la degeneración axonal en algunas 

enfermedades neurodegenerativas (esclerosis lateral amiotrófica, enfermedad de Alzheimer 

y Parkinson (Coleman y Perry, 2002).  

 

Después de una lesión, los axones tanto del SNC como del SNP se degeneran; sin embargo, 

en este último, los axones poseen un sorprendente potencial de regeneración que les permiten 

crecer y formar nuevas conexiones. Para lograrlo, el nervio pasa por tres procesos principales: 

la DW, la regeneración axonal y la reinervación con el órgano blanco que le permite formar 

nuevas conexiones. El fracaso en cualquiera de estos procesos puede contribuir a un resultado 

poco funcional (Menorca et al., 2013).  

 

La lesión axonal provoca una cascada de eventos que incluyen, degeneración axonal, 

desmielinización, desdiferenciación y proliferación de las CS, reclutamiento de macrófagos 

circundantes, reorganización del espacio endoneural, así como la elevación de neurotrofinas 

y la producción de citocinas. Estos eventos celulares y moleculares que ocurren en la porción 

distal del nervio lesionado en el SNP inducen el desarrollo de un microambiente que estimula 

la regeneración del axón (Dubový, 2011). 

 

 

 

 

 



 16 

1.3.1 Clasificación de la lesión en el nervio periférico 

 

El tiempo y el éxito de la reparación del nervio dependen del tipo y la extensión de la lesión 

en el nervio. Se ha desarrollado un sistema de clasificación, clínicamente útil, que permite 

correlacionar los cambios microscópicos que ocurren cuando los axones del nervio se 

desconectan parcial o totalmente del cuerpo neuronal. Esta clasificación divide las lesiones 

en tres categorías: neuropraxia, axonotmesis y neurotmesis (Figura 7) (Seddon et al., 1943) 

la cual ha facilitado el desarrollo de modelos experimentales para estudiarlas.  

 

 

 

 

Figura 8. Clasificación de Seddon para las lesiones del nervio periférico. Diagrama que muestra los 

tres tipos de daño que puede sufrir un nervio después de una lesión por transección o compresión. 1) 

Neuropraxia, que solo altera la vaina de mielina; 2) Axonotmesis, que altera al axón y la vaina de mielina, 

pero mantiene la estructura de la lámina basal; 3) Neurotmesis en la que se altera toda la fibra mielinizada 

incluida la lámina basal (Adaptada de Belin et al., 2017) 
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La neuropraxia es el tipo de lesión menos severa que sufre el nervio debido a una ligera 

compresión mecánica o isquemia, en la cual se mantiene la integridad del axón y el tejido 

conectivo, siendo la vaina de mielina la principal afectada. Esta lesión es transitoria, afecta 

la propagación del impulso nervioso a través del segmento afectado, pero es completamente 

reversible (Belin et al., 2017).  

 

La axonotmesis es una lesión severa producida por el aplastamiento o compresión del nervio 

que provoca tanto la interrupción axonal como el daño en la vaina de mielina, pero preserva 

la continuidad de la lámina basal y del tejido conectivo. En la porción distal con respecto al 

sitio de la lesión, los axones y la mielina se degeneran (Jessen y Mirsky, 2016). Sin embargo, 

las posibilidades de recuperación en esta lesión son muy buenas. Después de cierto tiempo 

se inicia una regeneración axonal y una paulatina remielinización, debido al entorno celular 

que proporciona señales moleculares que permiten que el axón se regenere y facilitan la 

adecuada reinervación hacia su blanco y su recuperación funcional. En el modelo murino, la 

regeneración axonal después de una lesión por aplastamiento es casi completa (Dubový, 

2011), de tal modo que alrededor de las 4 a 6 semanas después de la lesión, el nervio, fibras 

sensoriales y motoras recuperan su función.  

 

Finalmente, la neurotmesis es una lesión dramática en la cual los axones, el tejido conectivo 

y la lámina basal están desconectados del soma. Este tipo de lesión se presenta cuando se 

corta el nervio, como ocurre en un traumatismo mecánico. Se observa que el proceso de 

regeneración es ineficiente ya que la continuidad entre la región proximal y el blanco se 

pierde, y es menos probable que los axones encuentren el camino para recuperar la conexión, 

lo que compromete la restauración adecuada de la función. Desafortunadamente, en humanos 

la mayoría de las lesiones de nervio ciático involucran la transección del tejido y menos 

frecuente el tipo de lesión por compresión que conlleva una forma más sencilla de reparación 

(Belin et al., 2017).  
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1.3.2 Eventos de la degeneración Walleriana   

 

La robusta capacidad regenerativa del SNP está determinada, en parte, por los eventos 

moleculares y celulares que ocurren en el segmento distal del nervio respecto al sitio de la 

lesión antes de que ocurra la regeneración de las fibras nerviosas (Figura 9).  

 

El primer signo observable en la región distal es el ensanchamiento o edema en la membrana 

del axón que ocurre entre las 8 y las 24h después de la lesión (Petterson y Tengvar, 1986; 

Vargas y Barres, 2007). Esta etapa se acompaña por el movimiento de Ca2+ que ocurre 

después de la lesión al nervio (Krause et al., 1994). Dado que los axones se desconectan del 

cuerpo celular se presenta un aumento en la concentración de Ca2+ intracelular (14-24 h) que 

promueve la actividad de calpaínas que degrada proteínas del citoesqueleto y causa la 

subsecuente desintegración de la membrana del axón (Dubový, 2011; Lim et al., 2017) y su 

degeneración en pequeños fragmentos. Como consecuencia, se presenta la pérdida de la 

continuidad axonal y del impulso nervioso así como cambios en las CS, mielina, macrófagos 

y otras células sanguíneas.  

 

El curso temporal de la fragmentación axonal depende de la especie, la distancia de la lesión 

desde el soma de la neurona y el diámetro del axón. La degeneración axonal en ratas inicia 

24h después de la lesión, mientras que en primates y humanos puede retrasarse por varios 

días en primates y humanos (Vargas y Barres, 2007). Estas diferencias entre especies se 

atribuyen a la longitud y el calibre del axón, ya que los axones de menor calibre se degeneran 

mucho más rápido que los axones más largos o de mayor calibre (Lubinska, 1977).  

 

Con la pérdida del contacto axonal, la mielina se fragmenta en pequeños segmentos de forma 

ovoide. Morfológicamente, la fragmentación de la mielina ocurre cerca de las ISL, de tal 

manera que los ovoides de mielina se encuentran delimitados por estas regiones de 

citoplasma que interrumpen la mielina (Ghabriel y Allt, 1979). En este punto, el citoplasma 

abaxonal y las bandas de Cajal son prácticamente imperceptibles debido a la presencia de los 

ovoides (Park et al., 2019). Poco después de que la mielina compacta comienza a 

desintegrarse, el citoplasma de la CSFM se dilata y se localizan ovoides de tamaños 
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heterogéneos, entre ellos mielinosomas que son fragmentos de mielina que se desprenden de 

los ovoides. Esta secuencia de procesos se considera como evidencia morfológica de la 

destrucción activa de la mielina durante la DW (Park et al., 2019) (Figura 9B).  

 

 

Figura 9. Cambios en el nervio periférico después de una lesión: degeneración y regeneración. (A) 

Axón mielinizado no lesionado. (B) En respuesta a una lesión, el axón y su envoltura de mielina se  

degeneran en la parte distal con respecto a la lesión. Los macrófagos invaden la región distal, penetran la 

lámina basal, y fagocitan la mielina en degeneración. (C) En la parte proximal, se forma el cono de 

crecimiento, el axón comienza a regenerarse dentro de las bandas de Bungner que corresponden a CS en 

proliferación, las cuales contribuyen a la regeneración axonal y la eventual remielinización. (D) Nervio 

periférico reparado y remielinizado, los internodos regenerados son más pequeños (Adaptado de 

Arslantunali et al., 2014) 
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El desarrollo de los ovoides facilita la degradación de la mielina para la regeneración axonal 

ya que la eliminación de la mielina es importante para promover un ambiente favorable para 

la regeneración. En el SNP existen mecanismos tanto intrínsecos como extrínsecos para 

removerla. La eliminación de los ovoides de mielina es orquestada primero por las propias 

CS (Jessen y Mirsky, 2016) a través de un proceso denominado mielinofagia, y después por 

macrófagos que se infiltran al sitio de la lesión, a los 3-4 días, y concluyen el proceso de 

fagocitosis (Gaudet et al., 2011).  

 

1.3.3 Papel de las células de Schwann en la degeneración Walleriana 

 

La regeneración de los nervios lesionados depende de la inusual plasticidad de las CSFM y 

las células Remak así como su habilidad para adoptar una nueva identidad durante el proceso 

de reparación. Es decir, un cambio en el fenotipo hacia un tipo celular especializado para 

promover la sobrevivencia de las neuronas, la regeneración axonal, la fagocitosis de la 

mielina y para guiar el crecimiento de los axones hacia su blanco (Jessen y Mirsky, 2016).  

 

La plasticidad de las CS, que se observa en la región distal respecto a la lesión, les permite 

adaptarse mediante la proliferación y la conversión en células que promueven la regeneración 

y que se conocen como CS de reparación. Después de la degeneración axonal, las CSFM y 

las células Remak comienzan a proliferar, y se incrementan considerablemente en la porción 

distal, éstas revierten a un fenotipo parecido, pero no igual, al de las CS inmaduras debido a 

que han perdido el contacto axonal (Jessen y Mirsky, 2016). Los cambios que se inducen en 

la CS han sido caracterizados como desdiferenciación o activación porque en cierta medida 

la conversión de CSFM a un fenotipo de reparación implica tanto la pérdida 

(desdiferenciación) como la ganancia (activación) de ciertas funciones celulares (Jessen y 

Mirsky, 2015). De este modo, ambas CS sufren una reprogramación para adquirir un fenotipo 

especializado para la reparación del nervio, y expresan moléculas que caracterizan a las CS 

pre-mielinizantes tales como: L1 NCAM, receptor de neurotrofina p75, GFAP y muchas 

otras (Jessen y Mirsky, 2008; Jessen y Mirsky, 2016). Además, disminuyen la expresión de 

genes asociados con la mielinización (Krox20), con las enzimas para la síntesis de colesterol, 

proteínas estructurales (P0, MBP, PMP, MAG y periaxina) (Jessen y Mirsky, 2008); y 
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aumenta la expresión de diferentes factores de transcripción, entre ellos c-Jun un regulador 

clave de las CS de reparación (Arthur-Farraj et al., 2012) que promueve la expresión del 

programa de reparación, que incluye el aumento de factores tróficos para el crecimiento 

axonal, el mecanismo de degradación de la mielina y la formación de las bandas de Bungner 

(Jessen y Arthur-Farraj, 2019) (Figura 10). 

 

Entre los días 3-4 después de la lesión, en roedores, las CS de reparación proliferan, adoptan 

una morfología elongada bipolar, y se alinean en columnas dentro de la lámina basal 

formando las bandas de Bungner que proporcionan soporte estructural y sustrato para la 

regeneración de los axones (Stoll y Muller, 1999). Estas células de reparación secretan 

factores neurotróficos y proteínas de superficie que proporcionan sustento a las neuronas 

dañadas y guían el crecimiento de los axones hasta que establecen el contacto axonal (Gaudet 

et al., 2011). Se caracterizan por la expresión de-novo del factor de transcripción de 

oligodendrocitos (Olig1), sonic hedgehog (Shh), la expresión del factor neurotrófico 

derivado de las células gliales (GDNF), del factor neurotrófico derivado del cerebro (BDNF), 

así como de neurotrofina-3 (NT3), artemina, factor de crecimiento del nervio (NGF), factor 

de crecimiento vascular endotelial (VEGF), eritropoyetina, pleiotrofina, P75NTR, y N-

caderina (Jessen y Mirsky, 2016). También secretan citocinas como el factor de necrosis 

tumoral alfa (TNF), interleucinas 1 (Il-1), IL-6, y proteína quimiotáctica de monocitos (MCP-

1) las cuales median la infiltración de macrófagos y neutrófilos (5-14 días) del torrente 

sanguíneo al sitio de la lesión y permiten a las CS interactuar con las células del sistema 

inmune. Las citocinas como IL-6 y LIF además de atraer a los macrófagos actúan 

directamente sobre las neuronas para promover el crecimiento axonal (Bauer et al., 2007). 
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Figura 10. Señales que regulan la respuesta a la lesión de las células de Schwann y la remielinización. 

El diagrama indica los principales sistemas moleculares implicados en la generación de las células de 

reparación (a la izquierda de las flechas continuas) o mielinización/remielinización (a la derecha de las 

flechas discontinuas). También se muestran los precursores de las células de Schwann (Jessen y Arthur-

Farraj, 2019)  

 

Otra característica de las CS de reparación es la activación de un programa intrínseco que 

elimina la mielina, la mielinofagia, que se realiza en forma cooperativa entre las CS y los 

macrófagos. Primero las CS permiten que se degrade cerca del 50 % del total de la mielina 

en los primeros 3 a 7 días a través de la autofagia que libera la mielina de las CS a los 

lisosomas para su hidrólisis. Después los macrófagos infiltrados cooperan junto con las CS 

para remover los restos de mielina y de los axones durante la segunda fase de depuración de 

la mielina (Rotshenker, 2011), siendo además una fuente adicional de citocinas y 

participando en la producción de factores mitogénicos para las CS y fibroblastos, así como 

en promover la vascularización del nervio (Cattin el at., 2015). La combinación de estos 

eventos cumple un papel muy importante en la regeneración del nervio.  
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1.3.4 Regeneración del nervio  

 

La regeneración del nervio en lesiones severas comienza después de que la DW ha concluido, 

pero en lesiones menos graves, como la axonotmesis, el proceso de reparación y regeneración 

inicia casi inmediatamente después del daño (Burnett y Zager, 2004). Estudios 

ultraestructurales han mostrado que los axones del SNP en mamíferos comienzan a crecer 24 

horas después de que ocurre la lesión (Yang et al., 2016).  

 

La porción del axón de la parte proximal forma un cono de crecimiento que se extiende como 

filopodios hacia la región distal, orientados por la presencia de actina y miosina que se 

localizan dentro del cuerpo celular (Menorca et al., 2013). La movilidad del cono de 

crecimiento depende de la presencia de receptores de tirosina cinasa presentes en la 

membrana que responden a moléculas como semaforinas, efrinas, netrinas y colapsina-1 

(Goodman, 1996). También participan factores neurotróficos como NGF que son importantes 

en el proceso de reparación nerviosa (Dodd y Jessen, 1988). La tasa de crecimiento axonal 

es variable, en humanos se ha estimado que es de 1mm/d, sin embargo depende de la 

naturaleza y severidad de la lesión, la duración de la degeneración, las condiciones del tejido 

nervioso (Menorca et al., 2013). El envejecimiento también retarda la regeneración del axón 

(Burnett y Zager, 2004). 

 

El proceso de reparación que promueve el crecimiento axonal y su remielinización no es un 

proceso sincronizado en todas las fibras, siendo más bien una secuencia temporal de eventos 

que se sobrelapan con la desmielinización y cooperan para favorecer la reparación del tejido. 

El cono de crecimiento avanza hacia la porción distal en el interior de la lámina basal y se 

encuentra con los restos de mielina que se observan en la DW sin que éstos representen un 

impedimento, quizá porque los conos de crecimiento secretan al activador de plasminógeno 

que ayuda a disolver el material que bloquea su camino (Kryostesek y Seeds, 1981).  

 

La regeneración axonal no es sinónimo de la recuperación de la función, pues es necesario 

que ocurra un proceso de maduración que precede a la recuperación funcional para lograrlo. 

La remielinización se realiza de manera similar a la que ocurre en el desarrollo de las fibras 
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nerviosas; implica la participación de las CS que envuelven al axón formando una envoltura 

multilaminar alrededor de éste. Una vez que los axones se han regenerado, con base en el 

nivel de NRG1 tipo III en el axón y su unión a sus receptores afines ErbB2/ErbB3 en las CS, 

estas glías volverán a mielinizar a los axones en crecimiento en un periodo de 14 a 30 días 

en ratas (Bhatheja y Field, 2006). La mielina se restablece, pero con una estructura alterada;  

el número de lamelas de mielina decrece, y el número de internodos por unidad del tamaño 

de la fibra se incrementa. Una serie de pequeños internodos resultan cuando nuevos nodos 

de Ranvier se forman en regiones que previamente eran internodales y la densidad de los 

canales de Na+ es significativamente más elevada que la densidad inicial (Schröder, 1972). 

El diámetro del axón aumenta progresivamente hasta alcanzar dimensiones normales, pero 

depende del establecimiento de conexiones funcionales con el órgano blanco para lograrlo.  

 

1.4 Acuaporinas 

El agua es el componente predominante de todos los organismos vivos y por tal razón 

interviene en la regulación de la mayor parte de los procesos biológicos. Es conocida la 

elevada permeabilidad al agua de la mayoría de las membranas biológicas en respuesta a 

mínimas diferencias osmóticas que permiten que los compartimentos intra y extracelulares 

mantengan su isotonicidad, necesaria para la homeostasis intracelular (Sánchez, 2003). Por 

muchos años se asumió que el transporte de agua ocurría únicamente por un mecanismo de 

difusión simple, dado que el agua puede atravesar la membrana. Sin embargo, desde hace 

varias décadas se había reunido evidencia que apuntaba hacia un mecanismo adicional mucho 

más rápido para el transporte del agua a través de la membrana, descubriéndose unas 

moléculas proteicas que recibieron el nombre de acuaporinas (AQPs), las cuales permiten el 

paso de agua a través de la membrana con muy pocas restricciones (López-Domínguez y 

Pasantes, 2009). 

 

La identificación de las AQPs fue realizada por Agre y colaboradores en la década de 1990, 

quienes describieron por casualidad una nueva proteína en la membrana de los eritrocitos con 

un componente no glicosilado de 28 kDa y un componente glicosilado que migra como una 

banda difusa de 35-60 kDa (Denker et al., 1988), organizada en forma de tetrámeros, que fue 

llamada inicialmente CHIP28 (CHannel-like Integral Protein de 28 kDa), permeable 
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selectivamente al agua y que explicaba la elevada permeabilidad a ésta en las membranas en 

que estaba presente; posterior a su clonaje y secuenciación, esta proteína recibió el nombre 

de acuaporina 1 (AQP1) (Li et al., 2020). Por su importe descubrimiento sobre los “canales 

de agua” en la membrana celular, Peter Agre fue galardonado con el premio Nobel de 

Química en 2003.  

  

Las AQPs se encuentran ampliamente distribuidas en mamíferos, plantas y organismos 

inferiores (Carbrey y Agre, 2009) lo que demuestra que son importantes para el 

mantenimiento de la fisiología normal de los organismos. En mamíferos se han identificado 

hasta ahora 13 AQPs (de la 0 a la 12), que pueden clasificarse en subgrupos: acuaporinas 

clásicas u ortodoxas, acuagliceroporinas y las acuaporinas no-ortodoxas también llamadas S-

acuaporinas (Verkman, 2008). El primer subgrupo, las acuaporinas ortodoxas, permeables 

específicamente para agua incluye a la AQP0, AQP1, AQP2, AQP4, AQP5, AQP6 y AQP8; 

con excepción de AQP6, tales AQPs se muestran impermeables a solutos dotados de carga 

eléctrica e iones; el segundo grupo, las acuagliceroporinas, son canales permeables al agua y 

a pequeñas moléculas sin carga como amonio, urea y glicerol, y son las AQP3, AQP7, AQP9 

y AQP10, finalmente las S-acuaporinas, que difieren un poco en la estructura del resto de las 

acuaporinas, son AQP11 y AQP12, cuya función y estructura se encuentra en estudio, pero 

se ha observado que son canales que se encuentran dentro de la célula (Verkman, 2008; Li y 

Wang 2017). AQP11 se localiza en el retículo endoplásmico y es capaz de transportar agua 

y peróxido de hidrógeno (Bestetti et al., 2020).  

 

La permeabilidad de la AQP1 al agua es alta, llegando a transportar tres mil millones de 

moléculas de agua por segundo, y cifras cercanas para casi todas las demás (Zeidel ML et 

al., 1994) con una energía de activación baja (<5kcal/mol). Las AQPs son altamente 

selectivas al paso del agua impidiendo el paso de protones, y como se mencionó, sólo algunos 

subtipos de AQPs permiten el paso de moléculas pequeñas como la urea y el glicerol. El 

transporte de agua y solutos en las AQPs es bidireccional, determinado por el gradiente 

electroquímico del agua. Es decir, por la diferencia de presión osmótica e hidráulica, o por la 

diferencia de concentración de solutos entre el espacio intracelular y extracelular. La 

permeabilidad de cada canal y su abundancia en la membrana celular pueden ser regulados 
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por diferentes mecanismos también determinan la intensidad del transporte (Carbrey y Agre, 

2009). 

 

1.4.1 Estructura y selectividad de las acuaporinas  

 

La familia de AQPs presenta similitud estructural. El subtipo mejor caracterizado es la AQP1. 

Observaciones cristalográficas han mostrado que esta proteína se organiza en tetrámeros con 

cuatro monómeros idénticos que formar el canal de agua (Figura 11A). La unidad 

monomérica de cada AQP (~30 kDa), presenta seis dominios transmembranales de tipo α-

hélice (M1, M2, M4, M5, M6 y M8), dos medias hélices (M3 y M7) y 5 asas conectoras (a-

e), con sus segmentos amino y carboxilo terminal orientados hacia el citoplasma (Figura 11B, 

C). Esta organización permite la formación de un poro cuyo diámetro es de 2 nm de largo 

por 0.3 nm de ancho (Verkman et al., 2014). Esta dimensión limita el paso de la mayoría de 

las moléculas presentes en los fluidos biológicos y permite que la estructura sea similar a un 

reloj de arena.  

 

La selectividad al paso del agua es muy alta en las AQPs; la estructura del poro acuoso evita 

la disipación del gradiente electroquímico (Verkman et al., 2014) ya que impide que el agua 

protonada (H2O
+) sea capaz de atravesar la barrera formada por residuos de aminoácidos 

aromáticos y arginina (conocido como constricción ar/R), el cual está conservado en todos 

los miembros de la familia y ocupa una posición estratégica en el poro. La constricción ar/R 

es la región más estrecha del poro y tiene un diámetro de 2.8 Å en la AQP1 de humano y 

3.4 Å para las acuagliceroporinas (Fu et al., 2000; Sui et al., 2001).  

 

Existe una segunda barrera al paso de protones, formada por un fuerte dipolo en el centro del 

poro que posee la secuencia asparagina-prolina-alanina (NPA), ubicados en las asas b 

(citoplasmática) y c (extracelular), que reorienta las moléculas de agua eliminando las 

interacciones entre una molécula y la siguiente, lo cual elimina la posibilidad del transporte 

simultáneo de protones. La región NPA se encuentra muy conservada y es un motivo que 

caracteriza a las AQPs (Sui et al., 2001). La presencia de un residuo alternativo a His-180, 

como Gly, está asociado con un mayor diámetro del poro, como sucede en las 
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acuagliceroporinas, lo cual permite el paso de glicerol y otros solutos. Finalmente, la 

estructura atómica de la AQP1 se ha determinado con resolución de 3.8Å (Murata et al., 

2000). Esto ha permitido una correlación precisa entre aminoácidos específicos y la 

estructura 3D de la AQP1.  

 

 

 

 

Figura 11. Estructura de las acuaporinas. A. Arreglo tetramérico de la AQP1. B. Esquema de la 

topografía de la AQP1 en la membrana celular. C. Estructura del monómero de AQP1 que muestra los 

dominios -hélice (M1-M8) unidos por cinco asas conectoras (a-e). D. Representación de la AQP1 con 

los dos motivos NPA (asparagina-prolina-alanina) esenciales para la selectividad de la molécula 

(Adaptado de Verkman et al., 2014). 
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1.4.2 Regulación de las acuaporinas   

 

Las AQPs constituyen un grupo de las proteínas de membrana que se cuentan entre las mejor 

caracterizadas en términos de estructura. Esto ha permitido comprender la base estructural 

para el transporte y la selectividad, pero en términos de regulación todavía existe una gran 

interrogante pues a pesar de que mantienen una estructura conservada se regulan 

diferencialmente dependiendo del organismo y tejido en el que se expresan (King et al., 2004; 

Kreida et al., 2015). La permeabilidad de cada canal y su abundancia en la membrana celular 

determinan la intensidad del transporte, y como se mencionó, ambos parámetros pueden ser 

regulados (Carbrey y Agre, 2009). Las regiones importantes para la regulación se ubican, 

principalmente fuera del dominio transmembranal que comparten las AQPs, en las asas 

conectoras y en la región carboxilo terminal (Sjöhamn y Hedfalk, 2014). Esta regulación ya 

sea de corto o de largo plazo ocurre a través de diferentes mecanismos (Zelenina, 2010). El 

primero, es mediado por cambios conformacionales de la proteína que modifican la apertura 

del canal, o modificaciones postraduccionales a través de la fosforilación o desfosforilación 

de sitios cruciales en la AQP que cambia la capacidad para unirse a otras proteínas 

reguladoras o a proteínas del citoesqueleto que pueden controlar el transporte de las proteínas 

hacia la membrana, dirigir su degradación y, en el caso de la activación, si la AQP está abierta 

o cerrada (Nesverova y Törnroth-Horsefield, 2019). Como resultado de esta regulación 

dinámica, la localización subcelular de la AQPs puede cambiar en segundos o minutos lo que 

conduce a cambios inmediatos en la permeabilidad de la membrana (Zelenina, 2010). 

 

Con excepción de la AQP0, principal acuaporina del cristalino, que se regula por el pH y es 

dependiente de Ca2+ (Nemeth-Cahalan et al., 2013), el mecanismo regulador predominante 

de las AQPs de mamífero está mediado por la interacción con proteínas que afecta 

directamente el transporte o la translocación molecular de vesículas intracelulares hacia la 

membrana, como ocurre con la AQP2 en el túbulo colector del riñón. Este cambio involucra 

un mecanismo mediado por la hormona antidiurética que, tras la deshidratación, desencadena 

la redistribución de la AQP2 de vesículas intracelulares a la membrana apical (Frick et al., 

2014).  
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Otro mecanismo de regulación que responde rápidamente a los cambios en el ambiente 

extracelular en una escala de segundos se ha descrito con la AQP1, que se transloca a la 

membrana debido al aumento de Ca2+ intracelular y la fosforilación de dos residuos de 

treonina por la acción de la PKC (proteína cinasa C) (Conner et al., 2012). También se han 

descrito varias proteínas que interaccionan con las AQPs, que incluyen a la calmodulina 

(AQP0, AQP6), el regulador de la conductancia transmembrana de la fibrosis quística 

(CFTR) (AQP4, AQP9), sintrofina (AQP4), las proteínas de choque térmico HSC70, HSP70 

(AQP2), etc. Estos ejemplos destacan la complejidad de las interacciones proteína-proteína 

en las que participan las AQPs para su regulación (Roche y Törnroth-Horsefield, 2017). La 

regulación a largo plazo, es mediada por cambios en la expresión del ARNm, la síntesis de 

proteínas y su tasa de degradación. Estos factores pueden alterar, en horas o días, la 

abundancia de las proteínas y por lo tanto la permeabilidad de la membrana donde se localiza 

la AQP (Zelenina, 2010). Los microRNA (miRNA), son riboreguladores, y también se ha 

mostrado que participan en la regulación transcripcional del gen, se ha descrito que modulan 

la expresión de algunas AQPs (AQP1, AQP2 y AQP4) (Bijkerk et al., 2018; Sepramaniam 

et al., 2010). 

 

1.4.3 Acuaporinas en el sistema nervioso central 

 

Las AQPs están distribuidas ampliamente en los tejidos, con múltiples papeles fisiológicos 

(Verkman, 2002; Zelenina, 2005). Frecuentemente hay más de una AQP en los órganos 

típicamente diseñados para transportar grandes volúmenes de agua como el riñón. En las 

últimas dos décadas, los estudios sobre la expresión y función de las AQPs en el sistema 

nervioso se han enfocado al SNC (Papadopoulos y Verkman, 2013). En el cerebro la 

homeostasis del agua es de vital importancia fisiológica y clínica, ya que el 80% del peso del 

cerebro es agua (Badaut et al., 2014). El transporte de agua está vinculado a funciones como 

la producción y drenaje del líquido cefalorraquídeo, regulación del volumen celular y el 

control de las dimensiones del espacio extracelular. En un contexto fisiopatológico el 

transporte de agua juega un papel importante en el edema cerebral que puede conducir a una 

hernia cerebral o la muerte (Xu et al., 2017). 
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Hasta la fecha se han identificado nueve AQPs, AQP1, AQP3, AQP4, AQP5, AQP6, AQP7, 

AQP8, AQP9 y AQP11, en el cerebro y en la médula espinal (Albertani y Bianchi, 2010; Xu 

et al., 2017) (Figura 12). Sin embargo, solo se ha establecido el papel fisiológico de tres de 

ellas (AQP1, AQP4 y AQP9) que además de participar en el transporte de fluidos en el 

cerebro, tienen un papel importante en diferentes funciones celulares como la proliferación 

y la migración celular, la apoptosis, el edema cerebral, la fagocitosis y en la transducción de 

señales (Benga, 2009; Carbrey y Agre, 2009; Verkman, 2012).  

 

La AQP1 se expresa principalmente en el plexo coroideo donde contribuye a la producción 

del fluido cerebroespinal (Oshio et al., 2005). También se ha localizado en las neuronas del 

asta dorsal de la médula espinal, se considerada que participa en la señalización del dolor, y 

posiblemente tenga un papel en la remodelación y plasticidad axonal que es necesaria para 

los procesos sensoriales normales (Nesic et al., 2008). La AQP1 se sobreexpresa en algunos 

trastornos en el cerebro como: astrocitomas, tumores del plexo coroideo, lesión en la médula 

espinal y subependimomas (Xu et al., 2017).  

 

La AQP4, que es la forma predominante en el cerebro y la más estudiada, se expresa 

principalmente en los pies de los astrocitos, el espacio subaracnoideo y en estructuras del 

cerebro, como la médula espinal, el nervio óptico, la retina, los órganos periventriculares y 

en las células ependimarias que alinean los ventrículos y el cerebelo (Xu et al., 2017). La 

extensa distribución de la AQP4 en el cerebro sugiere su participación en la homeostasis del 

agua en este órgano, en la formación del edema cerebral, y en funciones como migración 

astroglial, transducción neuronal, neurogénesis, en los gliomas y en la neuroinflamación 

(Papadopoulos y Verkman, 2013; Zelenina, 2010).  

 

La AQP9, un canal permeable para agua, glicerol, urea y monocarboxilatos se expresa en 

diferentes regiones del cerebro: tanicitos del hipocampo, células ependimarias de los 

ventrículos (Elkjaer et al., 2000) y en las neuronas dopaminérgicas. También se localiza en 

los astrocitos y en la glía de Bergmann (Badaut et al., 2001). Su papel en el cerebro se asocia 

con el metabolismo de las neuronas, además de contribuir al mantenimiento de la 
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homeostasis del agua y la formación del edema cerebral, similar a la AQP4 (Potokar et al., 

2016).  

 

Actualmente se sabe muy poco sobre la función de las AQP3, AQP5, AQP8 y AQP11 en el 

cerebro. AQP3, 5 y 8 se han encontrado en astrocitos, la corteza piriforme, hipotálamo, globo 

pálido y el plexo coroideo (Yang et al., 2011; Koike et al., 2016); en los oligodendrocitos se 

ha detectado AQP8 (Yamamoto et al., 2001), en las células de Purkinje y las neuronas 

corticales se ha encontrado la expresión de AQP11 (Gorelick et al., 2006), pero se requiere 

mayor investigación para esclarecer el papel fisiológico de cada una de ellas en el cerebro.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 12. Distribución de las AQPs en el sistema nervioso central. Los astrocitos expresan AQP1, 

AQP3, AQP4, AQP5, AQP8 y AQP9. En el plexo coroideo se expresan AQP1, AQP5, AQP7 y AQP11. 

En la médula espinal se expresan AQP1, AQP4, AQP6 y AQP8s. AQP6 se expresa en el cerebelo y AQP11 

en las células de Purkinje. Los oligodendrocitos expresan AQP8 (Xu et al., 2017). 
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1.4.4 Acuaporinas en el sistema nervioso periférico 

 

La expresión y función de las AQPs en el SNP han sido menos estudiadas que en el SNC. 

Hasta el momento se han descrito tres AQPs: AQP1, AQP2 y AQP4 tanto en neuronas como 

en células gliales, y se ha demostrado que participan en procesos fisiológicos y 

fisiopatológicos (Ma et al., 2012; Gazerani, 2017). Estas tres AQPs se han asociado con la 

transmisión del dolor en neuronas del ganglio trigémino y del GRD que median la 

nocicepción (Gazeri, 2017). En general, la distribución de cada una de estas AQPs es similar 

entre especies. La AQP1 se expresa en las neuronas de los ganglios dorsales, neuronas y 

células gliales entéricas, terminaciones periodontales de Ruffini, neuronas del ganglio 

trigémino y neuronas sensoriales vomeronasales (Matsumoto et al., 2004; Ma et al., 2012; 

Papadopoulos y Verkman, 2013). También se ha reportado AQP1 en la glía del plexo 

nervioso pancreático y en la glía entérica del esófago humano (Gao et al., 2006). En el nervio 

ciático la AQP1 se ha mencionado en cortes de ratón (Oshio et al., 2006) y de humano (Gao 

et al., 2006); sin embargo, no se ha descrito su localización en el nervio. La localización 

precisa de AQP1 se realizó en 2015 como parte de esta tesis (Segura-Anaya et al., 2015).  

 

El papel fisiológico de las AQPs en el sistema nervioso se deriva principalmente del uso de 

ratones deficientes en diferentes isoformas de AQPs sujetos a diferentes condiciones 

patológicas, dado que hasta la fecha no existen inhibidores selectivos no-tóxicos para las 

AQPs (Papadopoulos y Verkman, 2013). En ratones deficientes en AQP1 se reduce la 

sensación de dolor en respuesta a estímulos térmicos y químicos (Oshio et al., 2006; Zhang 

y Verkman, 2010). El mecanismo molecular exacto que subyace a esta observación se 

desconoce, pero se ha reportado que en los ratones con un deterioro en la interacción 

funcional entre AQP1 y el canal de Na+ (Nav1.8) en las neuronas del GRD se reduce la 

permeabilidad al agua en las neuronas y la sensación del dolor (Zhang y Verkman, 2010). 

También se ha especulado la posible contribución de la AQP1 en la patogénesis de la migraña 

(Xu et al., 2010), debido a que en estudios en ratones, la aplicación epidural de KCl puede 

evocar un depresión cortical, asociada con la migraña, que induce el aumento de expresión 

de AQP1 en las neuronas del asta dorsal. Además, el silenciamiento del gen AQP1 en ratones 

disminuye la fotofobia, que es frecuente en pacientes con migraña (Xu et al., 2010).  
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Se han estudiado otras posibles funciones de la AQP1 asociadas a otras condiciones 

patológicas. En modelos de lesión al nervio ciático, la expresión de AQP1 se incrementa en 

las neuronas pequeñas del GRD y el asta dorsal de la médula espinal (Kaya et al., 2014). En 

las neuronas del GRD de ratones deficientes en AQP1 se afecta el crecimiento axonal (Zhang 

y Verkman, 2015). AQP1 también ha sido identificada en cultivos primarios de CS del nervio 

facial y su expresión aumenta en condiciones de hipoxia (Zhang et al., 2013). 

 

Los trabajos sobre la expresión de AQP2 y AQP4 en el SNP son todavía más limitados. El 

primer reporte de AQP2 describió la expresión de ésta en haces del nervio periférico 

(Mobasheri et al., 2005). Posteriormente, se identificó que AQP2 muestra alteraciones de 

expresión entre las neuronas del ganglio trigémino (Borsani et al., 2009), así como un 

incremento en la expresión de las neuronas del GRD después de la inducción de dolor 

inflamatorio agudo mediante una lesión del nervio. Por lo tanto, se considera que AQP2 está 

asociada con la transmisión del dolor, aunque se desconoce el mecanismo que promueve que 

se modifiquen los patrones de expresión en ambos casos (Buffoli et al., 2009).  

 

En comparación con todo el trabajo sobre la AQP4 en el SNC, se sabe muy poco de la 

expresión de la AQP4 en el SNP. Se ha identificado a la AQP4 en el plexo mientérico y 

submucoso de ratas y ratones. Curiosamente las células gliales en el plexo entérico no 

expresan AQP4 (Thi et al., 2008). Kato y colaboradores (2014) reportaron que AQP4 se 

localiza en las células gliales satelitales que envuelven a las neuronas sensoriales aferentes 

tanto en el ganglio trigémino como en los GRD del ratón. También se ha reportado que en 

ratas que sufren una lesión en el NP que altera la morfología de los astrocitos en la médula 

espinal se modifican la expresión de AQP4 (Oklinski et al., 2015). Sin embargo, se requieren 

más estudios para definir la localización celular y función de las AQPs en el SNP. 

 

El trabajo desarrollado en el laboratorio permitió describir la localización de AQP1 en ambas 

células de Schwann del nervio ciático de la rata, tanto en las CSFM como en células Remak. 

En las CSFM, AQP1 se expresa en dominios polarizados, principalmente en las ISL con una 

forma de cono semejante a los dibujos de las ISL hechos por Ramón y Cajal (1928); también 

se localiza en la región paranodal, sugiriendo que la AQP1 debe jugar un papel muy 



 34 

importante en el control homeostático de la CSFM. Además de la rata, también se estudió el 

nervio ciático del ratón y se demostró que la localización de AQP1 en el nervio ciático es 

diferente entre estos roedores y que además se expresan diferentes isoformas de AQPs entre 

ellos. También en la rata, algunas isoformas de AQPs presentan cambios de expresión 

después de una lesión por compresión del nervio ciático.  

 

Cabe mencionar, que casi todos los trabajos publicados en la literatura han utilizado células 

en cultivo. Sin embargo, la polarización de las CS se pierde cuando las células se ponen en 

cultivo. Por ello, este proyecto se llevó a cabo utilizando nervios completos, para mantener 

la polaridad molecular en un sistema in vivo sin lesionar y después de una lesión por 

compresión del nervio ciático. 

 

 

II. HIPÓTESIS  

 

1. Dada la importancia de las AQPs en la regulación de la homeostasis del agua se 

sugiere la presencia de varias AQPs en el nervio, en particular que la AQP1 se localice 

en las células de Schwann del nervio ciático de la rata y del ratón y en los dominios 

polarizados específicos en la CSFM.  

 

2. Dado que en la fase temprana de la degeneración Walleriana se presenta edema y 

fragmentación de la mielina, es posible que se presente un aumento en los niveles de 

expresión y distribución de AQP1.  
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III. OBJETIVOS  

 

3.1 Objetivo general  

 

Determinar la localización de AQP1 en el nervio ciático normal de rata y ratón, así como 

durante la degeneración Walleriana. Determinar si existe una asociación entre el 

citoesqueleto de actina y AQP1. Determinar la expresión de las isoformas de AQP (1-9) en 

el nervio ciático normal de rata y ratón y lesionado de la rata. 

 

 

3.2 Objetivos particulares 

 

 Determinar la localización de la AQP1 en el nervio ciático de rata y ratón.  

 

 Determinar los niveles de expresión de AQP1 durante la degeneración Walleriana del 

nervio ciático, de rata y ratón, lesionado por compresión.  

 

 Determinar la localización de actina, con y sin citocalasina D durante la degeneración 

Walleriana. 

 

 Determinar la localización de AQP1 durante la degeneración Walleriana del nervio 

ciático de rata lesionado por compresión con y sin citocalasina D.  

 

 Determinar la expresión de las isoformas de AQP 1-9 en el nervio ciático de rata y 

ratón. 

 

 Determinar el nivel de expresión de las AQPs 1-9 durante la degeneración Walleriana 

en el nervio ciático de rata.  
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IV. ESTRATEGIA EXPERIMENTAL  

 

4.1 Animales experimentales 

Se emplearon ratas Wistar macho de 200 a 300g y ratones CD1 de 30-45g que fueron 

proporcionados por el bioterio del Instituto de Fisiología de la UNAM. El manejo de los 

animales se realizó con base en la norma oficial mexicana NOM-062-ZOO-1999. 

4.2 Extracción de tejidos 

El nervio ciático (NC) de rata y ratón fue extraído en condiciones asépticas después de 

sacrificar al animal mediante el uso de CO2. Se realiza una incisión en el músculo para 

exponer el NC y se corta por sus extremos tratando de que sea lo más largo posible, evitando 

cortar una vena para no derramar sangre en el área. El nervio se coloca en una solución de 

PBS (2.7 mM KCl, 1.8 mM KH2PO4, 137 mM NaCl, 10 mM Na2HPO4, libre de Ca2+ y Mg2+ 

pH 7.4) para realizar laminillas que se usan en inmunohistoquímica e inmunofluorescencia o 

en los buffer correspondientes para la extracción de ARN o proteínas.  

 

4.3 Lesión del nervio ciático  

Los animales (ratas y ratones) fueron anestesiados vía intraperitoneal con ketamina 

(90mg/Kg) y xilacina (10mg/Kg). La anestesia fue confirmada por la ausencia de reflejos 

después de recibir un estímulo en la pata. La cirugía se realizó en condiciones asépticas. Se 

realizó una pequeña incisión longitudinal de 1 cm en la pierna izquierda de los animales, 

justo a la altura del NC, con una pinza se separaron la fascia subcutánea y muscular para 

exponer el nervio y liberarlo de tejido conectivo. Posteriormente éste fue lesionado por 

compresión durante 30s con unas pinzas #7 (Dumont, Suiza), el músculo fue  suturado con 

catgut crómico y la piel con nylon (Atramat). Los animales permanecieron en condiciones 

controladas de luz y oscuridad para facilitar su recuperación. Fueron sacrificados a las 12 h, 

y 1, 3, 5, 7, 9, 14, 21 o 30 días después de la lesión, para obtener la porción distal del nervio 

y extraer proteínas, ARN o realizar extensiones de las fibras nerviosas. El NC sin lesionar 

fue empleado como control positivo en los experimentos. 
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4.4 Citocalasina D 

Las ratas fueron anestesiadas como en la sección 4.3 y una vez que el nervio estaba expuesto 

se liberó del tejido conectivo que lo adhiere al músculo con ayuda de unas tijeras para facilitar 

la incorporación de un pedazo de esponja hemostática (7mm, Haemostat Vet). La esponja 

seca se introdujo cuidadosamente rodeando una porción del nervio y posteriormente se 

adicionaron, sobre el nervio y la esponja, 150 µl de citocalasina D (CD, 200 µM diluidos en 

DMSO; Sigma C8273) o únicamente DMSO (control). La esponja completamente húmeda, 

se enrolla para que el nervio tenga contacto con el reactivo. Finalmente el animal fue suturado 

y se mantuvo bajo condiciones controladas de luz y oscuridad para facilitar su recuperación. 

Los animales fueron sacrificados a 1, 3, 5 y 7 días posteriores al tratamiento con CD o DMSO 

para obtener la porción del nervio en contacto con el reactivo y así realizar extensiones de 

las fibras nerviosas.  

4.5 Inmunohistoquímica 

El NC de rata y ratón fue desmembrado en portaobjetos cubiertos con poli-L-lisina con la 

finalidad de separar las fibras nerviosas. Los nervios desmembrados se dejaron secar (1-3h) 

y posteriormente se fijaron durante 10 min con metanol (Honeywell) o 15 min con 

paraformaldehído 4% (PF 4%, Sigma-Aldrich) en buffer de fosfatos (0.1M NaH2PO4 y 0.1M 

Na2HPO4, pH 7.4). Se bloquearon/permeabilizaron con leche al 10% en PBS (0.5% Tritón 

X-100, 0.2% Tween) a 4 ºC durante 2-3 h. Posteriormente se colocó el anticuerpo primario 

conejo anti-AQP1 (1:500, Proteintech group) en cámara húmeda durante toda la noche a 4ºC. 

Posteriormente el tejido se incubó con el anticuerpo secundario conejo anti-biotina (1:600, 

Vector) durante una hora, enseguida se colocó el reactivo AB durante 30 min en cámara 

húmeda para posteriormente revelar el marcaje del anticuerpo con DAB (3,3´-

diaminobenzidina, Sigma) durante 5 min. Después de cada incubación se realizaron 3 lavados 

con PBS por 5 min. Los núcleos se marcaron con Hoechst por 7 min, se lavaron 3 veces con 

PBS y se montaron con VectaShield (Vector, H-1000).  
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4.6 Doble inmunofluorescencia 

Las fibras nerviosas de animales normales, lesionados por compresión, tratados con CD o 

DMSO, fueron extraídos para realizar extensiones en portaobjetos cubiertos con poli-L-

lisina, estas preparaciones se dejaron secar a temperatura ambiente (1-3h). Posteriormente, 

las laminillas se fijaron con PF 4% durante 20 min y después con metanol frío por 10 min. A 

continuación se lavaron 3 veces con PBS y se bloquearon/permeabilizaron con leche al 10% 

en PBS (0.5% Tritón X-100, 0.2% Tween) a 4 ºC durante 1-2h. Enseguida se realizó la 

incubación con faloidina fluorescente (2.5 µl/100 µl PBS, Invitrogen) o anti-AQP1 (1:500) 

durante toda la noche. Posteriormente, las fibras se lavaron 3 veces con PBS y únicamente a 

las laminillas incubadas con anti-AQP1 se les colocó Alexa flúor 488 anti-conejo (1:300, 

Jackson Research) por 90 min. Posteriormente se colocó el doble marcaje con los 

anticuerpos: ratón anti-MBP (Proteína básica de mielina, 1:300, Calbiochem), ratón anti-

NF200 (Neurofilamento 200, 1:1000, Abcam), ratón anti-GFAP-Cy3 (Proteína ácida fibrilar 

glial, 1:1000, Sigma-Aldrich), o ratón anti-actina (1:1500, Sigma-Aldrich) durante toda la 

noche en cámara húmeda. Posteriormente los nervios se marcaron con el anticuerpo 

secundario Alexa flúor 488 anti-ratón (1:300; Jackson ImmunoResearch) o Alexa flúor 568 

anti-ratón (1:300, Invitrogen). Después de lavar con PBS los núcleos se marcaron con 

Hoechst por 7 min, se lavaron 3 veces con PBS y se montaron con VectaShield (Vector, H-

1000) o con VectaShield que contiene DAPI (Vector, H-1200). Los controles negativos se 

realizaron omitiendo el anticuerpo primario. Finalmente las muestras se observaron en el 

microscopio de epifluorescencia Olympus BX60. 

 

4.7 Tinción de Plata  

El NC se extiende en laminillas libres de poli-L-Lisina y se deja secar entre 1-3h. 

Posteriormente, las preparaciones se fijaron con PF 4% durante 20 min, enseguida se 

realizaron tres lavados de 5 min, los dos primeros con PBS y el último con agua ultrapura. 

Las laminillas se colocaron en una solución precalentada de Nitrato de Plata (AgNO3, 

Fermont) al 10% durante 30 min a 37°C y se lavaron con agua destilada. A la solución de 

AgNO3 antes empleada, se le agregaron 6 ml de Hidróxido de amonio concentrado (NH4OH), 

esta plata amoniacal se tornó oscura y para aclararla se agregaron gota a gota NH4OH hasta 
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que quedó incolora, cuidando de no utilizar más de 10ml de NH4OH, de lo contrario se 

formaría un precipitado de AgNO3, que resultaría en una pobre impregnación de las fibras 

nerviosas.  

 

Las laminillas se transfirieron a la solución de plata amoniacal, ya incolora, durante 15 min 

a 37°C y se colocaron en una solución de NH4OH al 1% durante 3 min. A la solución de plata 

amoniacal se agregaron 25 gotas de solución reveladora de Bielschowsky (4ml PF 10%, 40µl 

ácido nítrico concentrado y 0.1g ácido  cítrico en 20ml agua destilada) en agitación constante 

durante 1-3 min. Posteriormente las laminillas se colocaron en NH4OH al 1% durante 3 min 

para detener la reacción de plata y se transfirieron a una solución de tiosulfato de sodio 

(Na2S2O3) al 5% durante 5 min. Para eliminar el exceso de Na2S2O3 las laminillas fueron 

lavadas tres veces con agua destilada durante 5 min. Finalmente, las fibras se tiñeron con una 

solución de Tionina al 0.05% durante 20 min, para marcar los núcleos celulares. Las 

laminillas se deshidrataron mediante lavados consecutivos de etanol en concentraciones 

crecientes (60%, 70%, 80%, 100%), en Xilol-Alcohol (50:50) y Xilol absoluto durante 1 min 

en cada uno y se montaron con Permount (Fisher Chemical) para su observación en el 

microscopio óptico Olympus BX60. También es posible marcar los núcleos con VectaShield 

que contiene DAPI (Vector, H-1200). 

 

4.8 Doble inmunofluorescencia con tinción de Plata  

Para realizar el marcaje de doble inmunofluorescencia con la tinción de plata, las fibras 

nerviosas se extendieron en laminillas sin poli-L-Lisina y se dejaron secar entre 1-3h. 

Posteriormente, éstas se fijaron con metanol durante 15 min previo a la incubación con el 

anticuerpo conejo anti-AQP1 (1:500) o ratón anti-MBP (1:300) y fueron  teñidas con Alexa-

flúor 488 (1:300) como en la sección 4.6. Algunas laminillas fueron doblemente marcadas 

con ratón anti-GFAP-Cy3 (1:1000), y conejo anti-MBP (1:300, Abcam) y marcadas con 

Alexa flúor 568. Los anticuerpos se incubaron toda la noche a 4°C en cámara húmeda. 

Después se realizó la tinción de Bielschowsky siguiendo los pasos de la sección 4.7, 

comenzando con la fijación de las muestras en PF 4% seguida de los pasos para la 

impregnación de AgNO3. Los núcleos se marcaron con VectaShield que contiene DAPI 
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(Vector, H-1200). Los controles negativos se realizaron omitiendo el anticuerpo primario. 

Las muestras fueron analizadas en el microscopio de epifluorescencia Olympus BX60.  

 

4.9 Toma de fotografías y análisis de imágenes  

Para tomar las fotografías de los campos observados en el microscopio óptico de 

epifluorescencia se utilizó una cámara Jenoptik Progres Gryphax y las imágenes se 

analizaron con los programas Jenoptik e Image J. Para los Western Blots se empleó una 

cámara Kodak DC290 ZOOM y las imágenes se analizaron con el programa Kodak 1D 

versión 3.5. El análisis estadístico se realizó a través del lenguaje de programación R 

(Versión 4.1.0) y R Studio-1.4.1717. Se realizó ANOVA de una vía y la prueba de Tukey 

para hacer comparaciones múltiples entre grupos.  

4.10 Extracción de ARN 

El ARN del nervio ciático de rata y ratón se extrajo utilizando el reactivo TRIZOL (Ambion). 

Se colocaron de 50-100 g de tejido fresco en 1 ml de TRIZOL y se homogenizó 

perfectamente, éste se centrifugó a 12,000 g por 10 min a 4ºC. Se recuperó el sobrenadante  

y se incubó por 5 min a temperatura ambiente. Enseguida se adicionaron 0.2ml de 

cloroformo-alcohol isoamílico (24:1), se agitó vigorosamente de forma manual durante 15 

seg, se incubó de 15-30ºC por 3 min y se centrifugó a 12,000 g por 15min a 4ºC. Se recuperó 

la fase acuosa, donde se encuentra el ARN, y se agregaron 0.5ml de alcohol isopropílico para 

precipitar el ARN, se incubó de 15-30ºC por 10min y se centrifugó a 12,000g por 10 min a 

4ºC. Después de remover el sobrenadante se agregaron 300 µl de LiCl 4M, se incubó a 4ºC 

durante 15 min y se centrifugó a 12,000g 10 min. Nuevamente se eliminó el sobrenadante y 

se adiciona 1ml de alcohol etílico al 75% y al 100%, después de cada alcohol se centrifugó a 

7,500 g por 5 min a 4ºC. Se decantó el sobrenadante y el ARN se dejó secar 10 min a 

temperatura ambiente. El precipitado se disolvió en 40 µl de agua ultrapura libre de RNasas. 

La concentración de ARN de cada muestra se determinó por espectrofotometría a 750 nm. 

El ARN se almacenó a -70ºC hasta su uso. El ARN de diferentes tejidos: cerebro, hígado y 

riñón (tejidos control) fue extraído utilizando el kit Quick-RNA MiniPrep (Zymo Research) 

siguiendo las especificaciones del fabricante.   
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4.11 Diseño de primers 

Se diseñaron pares de oligonucleótidos o “primers” de rata y ratón para efectuar la 

amplificación de AQP1, AQP2, AQP3, AQP4, AQP5, AQP6, AQP7, AQP8 y AQP9 en el 

NC así como en los tejidos control (cerebro, hígado y riñón) de cada especie. Los primers se 

diseñaron con el programa Vector NTI advance TM a partir de la secuencia de ARNm de cada 

AQP. La longitud de los primes fue de 20-25 pb, con un contenido de G-C de 50-55 %, 

temperatura de fusión (Tm) de 55-60 °C, diferencia en Tm menor de 2.0°C y en G-C menor 

de 5% para cada par de oligos. Las secuencias amplificadas tenían una longitud promedio de 

200-500 pb. Además, se evitaron aquellos primers que formaran dímeros o estructuras 

secundarias con valores de energía libre menor a -2.0 Kcal/mol y 1.0 Kcal/mol 

respectivamente (Tabla I). Finalmente, se probó la especificidad de cada primer utilizando el 

algoritmo de búsqueda de alineamiento de NCBI (Blast, Basic Local Aligment Search Tool) 

y se eligió únicamente el que presentó el coeficiente de alineamiento más alto. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 42 

Tabla I. Pares de primers diseñados para la amplificación por RT-PCR de las AQPs (1-9) y -

actina.  

 

4.12  Amplificación por PCR 

El ARN obtenido del NC y de los tejidos control para cada AQP de rata y ratón se emplearon 

para realizar los ensayos de RT-PCR. Las reacciones se llevaron a cabo en el termociclador 

2720 (Applied Biosystem). Para realizar la conversión de ARN a ADN complementario 

(cDNA) se utilizaron 500 ng de ARN de rata y 400 ng de ARN del ratón en 20 µl de volumen 

de reacción. Primero, el templado se calentó junto con 1μl de Random primers (50 pmol) y 

agua ultrapura a 94ºC por 5 min para eliminar estructuras secundarias. Posteriormente se 

adicionaron 7.6 μl de la mezcla de reacción, la cual contiene 4μl de 5X buffer M-MLV, 2μl 

de ditiotreitol 0.1M (DTT), 180U de transcriptasa reversa (M-MLV Reverse Transcriptase, 

Promega) y 0.7 μl de dNTPs 10mM (Promega), la mezcla se incubó a tres temperaturas, 
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primero a 25ºC por 10 min, después a 42ºC durante 60 min y finalmente a 70ºC por 15 min. 

Posteriormente el cDNA se incubó con 0.8U RNasa H (Ribonucleasa H, Promega) a 37ºC 

por 20 min para degradar las cadenas híbridas.  

 

Para realizar la amplificación de las AQPs 1-9 en muestras de rata y ratón se emplearon 5μl 

de templado, excepto la AQP1 en la rata que amplifica con 2μl. Se empleó 1.25U de GoTaq 

DNA polimerasa (Promega), 2mM MgCl2, 0.2mM de cada dNTP y 0.1 μM de cada oligo en 

50μl de volumen de reacción. La amplificación de todas las secuencias se realizó con el 

mismo programa: desnaturalización inicial de 94ºC,  35 ciclos de desnaturalización (94ºC 

por 30s), alineamiento (56ºC por 1 min), extensión (72ºC por 1 min) y extensión final (72ºC 

por 7 min). Los productos amplificados se analizaron en geles de agarosa al 2% teñidos con 

0.5 μg/ml de EtBr (100V y 450mA). La visualización de los productos amplificados se realizó 

utilizando el programa Kodak 1D Image Analysis Software 3.5 system utilizando los 

parámetros estándar del programa.  

 

4.13  Extracción de Proteínas 

Se extrajeron proteínas totales de diferentes tejidos: riñón, cerebro y nervio ciático (animales 

normales y lesionados). Cada muestra se homogenizó con buffer de extracción de proteínas 

(2% SDS, 2 mM EDTA, 2 mM EGTA y 5 mM Tris, pH 7.2) e inhibidores de proteasas 

(aprotinina, inhibidor de tripsina, leupetina (10 μg/ml) y PMSF (100 μM). Los tejidos fueron 

macerados 20 veces, el homogenado se transfirió a un tubo de 1.5 ml y se hirvieron durante 

5 min, se centrifugaron a 10,000 rpm (9,600g), 10 min a 4ºC y se recuperó el sobrenadante.  

Las proteínas se almacenaron a -70ºC hasta su uso. 

 

4.14  Cuantificación de proteínas 

La cuantificación de proteínas se llevó a cabo con el kit BCA (Thermo Scientific). Se realizó 

una curva estándar de albúmina en el rango de 125 a 2000 µg/ml. Se tomaron 10 µl de cada 

concentración, así como de cada una de las muestras y se agregaron 200 µl del reactivo de 

trabajo (50:1, Reactivo A:B) y se dejó incubar a 37ºC por 30 min. Se midió la absorbancia a 
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562 nm en un espectrofotómetro (Epperdorf Biophotometer) para obtener la concentración 

de las proteínas.  

 

4.15 Electroforesis en gel de poliacrilamida 

La electroforesis se realizó en geles discontinuos de poliacrilamida formados por un gel 

separador al 10% (10% acrilamida, 0.375 M Tris pH 8.8, 0.1% SDS, 0.1% AMPS y 0.04% 

TEMED) y un gel compactador al 4% (4% acrilamida, 0.126 M Tris pH 6.8 ,0.1% SDS, 0.1% 

AMPS 0.01% TEMED). Las muestras son colocadas con 7.5 μl de buffer de carga (0.125M 

Tris, 4% SDS, Glicerol, 10% mercaptoetanol). Se emplearon 25 μg de proteínas de nervio 

ciático de rata o ratón, 1 y 3 μg de proteínas de riñón de rata y ratón respectivamente. La 

electroforesis se realizó a 40 mA durante 90 min empleado un buffer de corrida que contiene: 

0.025M Tris, 0.192M Glicina, 0.1% SDS, pH 8.5-8.7. 

 

4.16 Western Blot 

Las proteínas fueron transferidas electroforéticamente a una membrana de nitrocelulosa 

Hybond–ECL (Amersham Biosciences) utilizando el equipo ECL Semi-Dry Transfer Unit 

(Amersham Biosciences) aplicando 30V durante 60 min. Para asegurar la eficacia de la 

transferencia, se tiñó la membrana por 3 min con Rojo Ponceau S al 0.1 % en ácido tricloro 

y el gel con azul de Coomassie (0.06% azul de Coomassie R-250, 30% metanol y 10% ácido 

acético). Después de la transferencia, la membrana se incubó en leche al 10% en TBST (10 

mM Tris, 150 mM NaCl y 0.05% Tween, pH 8.0) al menos 1h, se hicieron 3 lavados con 

TBST se colocó el anticuerpo primario conejo anti-AQP1 (1:3000) en TBST durante toda la 

noche. Después se incubó con biotina anti-conejo (1:3000, Vector) en TBST durante 90 min 

y posteriormente con el reactivo AB (Vectastain ABC kit, Vector), durante 30-45 min. Entre 

cada incubación se realizaron 3 lavados con TBST por 5 min. Para revelar la membrana, ésta 

se extendió entre dos acetatos y se le colocó el reactivo de Amersham ECL (GE Healthcare) 

durante 1 min protegido de la luz. Posteriormente se coloca sobre el acetato una película de 

Hyperfilm ECL (GE Healthcare) por 3 min de exposición, para capturar la señal del 

anticuerpo. Se retira la película y se sumerge en el revelador “Kodak GBX Developer and 
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replenisher” durante 1 min, se lava con agua 1 min, enseguida se sumerge con fijador 1 min 

y finalmente con agua. Todo el procedimiento de revelado se realizó en un cuarto oscuro. 

Finalmente la membrana fue reutilizada para emplear el control de carga. Ésta se lavó tres 

veces con TBST para eliminar los residuos del reactivo ECL, se bloqueó nuevamente con 

leche-TBST durante 1h y se incubó con el anticuerpo primario ratón anti-actina (1:8000, 

Millipore) y biotina anti-ratón (1:3000) para normalización.  
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V. RESULTADOS  

5.1 Expresión de AQP1 en el NC 

La expresión de AQP1, AQP2, AQP4, AQP9 se determinó por RT-PCR.  En esa lista se 

incluyen las tres principales AQPs estudiadas del SNC (AQP1, AQP4 y AQP9); se midió 

también la expresión de la AQP2, ya que se ha reportado con una localización extra-renal 

que incluye tanto el SNC como en SNP (Mobasheri et al., 2015). Los resultados muestran la 

expresión del ARNm de AQP1 en el nervio ciático de la rata, pero no de AQP2, AQP4 y 

AQP9 (Figura 13A). El análisis de la proteína mediante inmunoblot con anti-AQP1 en el 

nervio ciático y el riñón (tejido control) muestra la presencia de una banda de 28 kDa en 

ambos tejidos (Figura 13B). Se observa que al igual que con el ARNm, a nivel de proteína 

AQP1, también se expresa en el nervio ciático.  

  

 

Figura 13. Expresión de AQP1 en el nervio ciático de la rata. (A) RT-PCR de AQP1, AQP2, AQP4, 

AQP9 en el nervio ciático (NC); el riñón (R) y el cerebro (C) son los tejidos control. Los fragmentos de 

cada AQP fueron analizados en geles de agarosa al 2% con una escalera de 50 pb (E). (B) Inmunoblot de 

AQP1 en nervio ciático y riñón de la rata. Anti-AQP1 reconoce una banda de 28 kDa.  

 

5.2 Localización de AQP1 en el nervio ciático de la rata 

La localización de la AQP1 en el NC de la rata se analizó mediante la técnica de 

inmunofluorescencia; con el fin de determinar el tipo de célula de Schwann en el que se 

expresa AQP1, se emplearon anticuerpos contra MBP y GFAP que marcan a las CSFM y a 

las células Remak respectivamente. Los resultados muestran que AQP1 co-distribuye con el 

marcaje de GFAP en las células Remak (Figura 14 A-C). También AQP1 co-distribuye con 
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MBP en las CSFM y se localiza en región de mielina no compacta que incluye las ISL y la 

región nodal (Figura 14 D-F).   

 

 

 

Figura 14. AQP1 se localiza tanto en las células Remak como en las CSFM en el nervio ciático 

de la rata. Las fibras nerviosas del nervio ciático muestran que AQP1 tiene un fuerte marcaje en las 

células Remak (A) que fueron marcadas con anti-GFAP (B) y co-distribuye con AQP1 (C). El núcleo 

de la célula (Nu) está teñido con Hoechst. AQP1 también se localiza en las incisuras de Schmidt-

Lanterman (puntas de flecha) de las CSFM (A). La doble inmunofluorescencia de anti-AQP1 (D) con 

anti-MBP (E) muestra que AQP1 se localiza en los internodos de las CSFM (F) tanto en las incisuras 

de Schmidt-Lanterman como en los nodos de Ranvier (*) Barra= 50 m. 

 

Al realizar el inmunomarcaje de las fibras contra AQP1 se observa su amplia distribución en 

las ISL a largo del internodo (Figura 15A). Estas regiones de citoplasma que interrumpen la 

mielina compacta, tienen forma de cono que puede identificarse en preparaciones reveladas 

con DAB (Figura 15B) o con marcadores fluorescentes (Figura 15C). Las ISL que se 

caracterizan por la presencia de actina, entre otras proteínas, fueron marcadas con anti-actina 
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y anti-AQP1 lo que corrobora que AQP1 tiene una distribución en las ISL ya que ambos 

marcadores co-distribuyen (Figura 15 D-F). La reconstrucción de un internodo teñido contra 

AQP1, revelado con DAB, muestra la intensa presencia de AQP1 en las ISL, la región nodal 

(Figura 15G) y la membrana abaxonal, aunque en esta última el marcaje es más tenue. El 

internodo de la Figura 15G muestra 17 ISL marcadas con AQP1 cuya distribución es 

asimétrica y no es equidistante. Si dividimos el internodo en 4 regiones de la misma longitud, 

R1, R2, R3 y R4 resulta que el número de ISL marcadas con AQP1 es: R1=4, R2=5, R3=6 y 

R4=2. Es decir que con respecto al número de ISL la región R3R2R1R4 donde R3 es 

la región con mayor número de ISL y R4 es la región con menos cantidad. Este resultado es 

consistente con el reportado por Reynolds y Heath (1995) en el nervio tibial, lo que muestra 

que existe un patrón en la distribución de las ISL a lo largo del internodo en ambos nervios. 
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Figura 15. AQP1 se localiza en las incisuras de Schmidt-Lanterman. AQP1 está presente en las 

incisuras de Schmidt-Lanterman a lo largo del internodo de las CSFM a menor aumento (A) y a mayor 

aumento teñido con DAB (B) y fluorescencia (C). La doble inmunofluorescencia de anti-AQP1 (D) con 

anti-actina (E) muestra que ambos marcadores co-distribuyen en las ISL (F). Fotomontaje de un internodo 

(G) marcado con anti-AQP1 revelado con DAB dividido en cuatro regiones (R1-R4) de la misma longitud, 

una de las incisuras está asociada con el núcleo (Nu) de la célula teñido con Hoechst. Nodo de Ranvier 

(*). Barra= 15 m (A-C) y 10 m (D-F). 

 

Los resultados obtenidos con el inmunomarcaje de AQP1 en las fibras nerviosas también 

mostraron que AQP1 marca intensamente la región nodal. Para precisar la localización de 

AQP1 en el nodo se determinó, mediante dobles inmunofluorescencias, la región de los nodos 

de Ranvier (nodal, paranodal o juxtaparanodal) en la que se expresa la AQP1 (Figura 16). Se 

observó que AQP1 co-distribuye con actina en la región paranodal (Figura 16 A-D), pero no 

así con ankirina G (Ank G), proteína que se localiza en la región nodal (Figura 16 E-H) y 

actúa como adaptador entre las proteínas de membrana y elementos del citoesqueleto como 

la actina y los microtúbulos (Bennett y Lambert, 1999). Tampoco co-distribuye con los 

canales de potasio activados por voltaje Kv1.2 que se encuentran en la región juxtaparanodal 

(Figura 16 I-L). Estos resultados muestran que AQP1 se localiza en la región paranodal, la 

cual tiene una forma circular a cada lado del nodo de Ranvier. 

 

En todas las preparaciones analizadas es posible apreciar diferencias en la intensidad del 

marcaje de AQP1 entre los internodos. En algunos casos, AQP1 está muy presente en el 

internodo, en el que las ISL, los paranodos y la membrana abaxonal están intensamente 

marcados (Figura 16M, N). Sin embargo, la mayoría de los internodos muestra un fuerte 

marcaje en las ISL y el paranodo, pero poco marcaje en la membrana abaxonal. También se 

observó que el marcaje del os internodos muestra un patrón de alternancia, ya que cuando un 

internodo se marca intensamente con AQP1, el siguiente presenta el marcaje solo en las ISL 

y los paranodos (Figura 16M, N) y  el patrón se repite en los siguientes internodos. Asimismo, 

en varios nodos se observó una asimetría en el marcaje de AQP1 entre las dos tinciones 

paranodales siendo un lado más fuerte que el otro (Figura 16A, E, M). En muy pocas 

ocasiones el marcaje de AQP1 fue positivo sólo en un paranodo (Figura 16 O-Q). Además 

en algunos internodos, la tinción de la membrana abaxonal por fluorescencia es similar a las 



 50 

bandas de Cajal (Figura 16O). Sin embargo, en todos los internodos resalta el marcaje en las 

ISL, los paranodos (Figura 16M, N). En conclusión, AQP1 se localiza en ambas células de 

Schwann. En las CSFM, se encuentra en la mielina no-compacta que corresponde a las ISL 

y los paranodos. Estos resultados se publicaron en la revista Neuroscience (Segura-Anaya et 

al., 2015). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 16. AQP1 se localiza en la región paranodal de los nodos de Ranvier. El marcaje de las fibras 

nerviosas doblemente marcados con anti-AQP1 (A) y anti-actina (B) co-distribuyen en la región paranodal 

(C y D). Sin embargo, cuando los nervios fueron marcados con anti-AQP1 (E, I) y anti-AnkG (F) o el 

canal de potasio anti-Kv1.2 (J), AQP1 no co-distribuye ni con anti-AnkG (G-H) en la región nodal ni con 

anti-Kv1.2 (K y L) en la región juxtaparanodal. El marcaje de AQP1 revelado con DAB muestra un 

marcaje intenso en las ISL, la región paranodal y de la membrana abaxonal en algunos internodos (M y 

N). En algunos nervios marcados con anti-AQP1 (O) y anti-Kv1.2, AQP1 solo está presente en la región 

paranodal de un internodo (Q). AQP1 se localiza en la membrana abaxonal de algunos internodos con un 

patrón similar a las bandas de Cajal (flecha en O). Nodo de Ranvier (*). Barra= 15m (A-D) y 10m (E-

Q). 
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5.3 Fibras nerviosas marcadas con la tinción de plata 

Dado que el NC es muy complejo, a veces es necesario tener más información sobre el 

sistema para determinar la localización precisa de las moléculas, sobre todo cuando se lleva 

a cabo una lesión. Es necesario visualizar el crecimiento de los axones para tener una idea 

más clara de lo que sucede con ciertos eventos. Por ello, se desarrolló la combinación de la 

técnica de tinción de plata la cual permite la visualización de los axones mielinizados en 

campo claro con gran definición, junto con la inmunofluorescencia de diferentes moléculas.  

 

La tinción de plata (SS, silver stain), es una técnica muy antigua empleada originalmente por 

Camilo Golgi y Santiago Ramón y Cajal los cuales fueron galardonados con el Premio Nobel 

de medicina en 1906 por sus contribuciones sobre neuroanatomía empleando el método de 

la tinción de plata desarrollado por Golgi o método de Golgi. Este procedimiento 

histopatológico permitió impregnar una célula nerviosa completa y ayudó a precisar aspectos 

clave en la comunicación interneuronal. Esta técnica ha sufrido diversas modificaciones a lo 

largo del tiempo, para obtener resultados reproducibles y sensibles con bajofondo en las 

preparaciones, como el método de Bielschowsky, Bodian, Gallyas (GAL) y Campbell–

Switzer (Uchihara, 2007). Sin embargo, a mediados del siglo XX, estas técnicas argénticas 

empezaron a caer en desuso a la par del surgimiento de nuevas tecnologías de marcaje celular. 

En el NP, la tinción argéntica se ha desarrollado sobre fibras embebidas en parafina que 

afectan la impregnación completa de los axones (Holmes, 1943). La impregnación con plata 

es caprichosa y de difícil manejo, por lo fácil con que la plata precipita (Freund y Somogyi, 

1983; Torres- Fernández, 2006), por lo que esta técnica se fue abandonando con el tiempo, 

sustituyéndola con nuevas técnicas. 

 

Como parte del proyecto se implementó el método de Bielschowsky (BSSM) sobre el NC. 

El principio del BSSM se basa en una doble impregnación con soluciones de plata 

concentradas. La primera impregnación con nitrato de plata (AgNO3) sensibiliza al tejido 

para favorecer el depósito selectivo de la plata en algunas estructuras. Posteriormente, en la 

segunda impregnación se forman los depósitos opacos intracelulares que se depositan de 

manera selectiva en los axones (reacción negra). Entre ambas impregnaciones se realiza la 

reducción con formol. Finalmente, la plata ionizada (Ag+) que se forma por la adición de 
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hidróxido de amonio a la solución de AgNO3, se convierte en plata metálica (Rivas et al., 

2014).  

 

Una de las modificaciones que se realizaron a la técnica fue cambiar los cortes de parafina 

por tejido fresco cuidadosamente separado en haces de axones y fibras individuales del nervio 

ciático. Al estandarizar el método, para obtener un marcaje óptimo con la tinción de plata en 

los axones, se observó que cuando se emplea una solución reveladora fresca el marcaje es 

bueno, y se pueden manejar tiempos de incubación de 7 min. Sin embargo, este debe 

reducirse a 3 min si la solución se almacena por más de dos semanas para evitar un marcaje 

intenso y fondo en las preparaciones. En la figura 17 se muestra el resultado de la 

impregnación de plata sobre el tejido nervioso. Se observa una impregnación uniforme color 

negro en los axones de las fibras mielinizadas (Figura 17 B-D) que se diferencia con facilidad 

de las CS que adquieren un color marrón dorado claro (Figura 17A, G). Todavía no está claro 

por qué existen estas diferencias en la intensidad del marcaje entre el axón y las CS, pero es 

posible que se relacione con la argirofilia, capacidad de las células para unirse a las sales de 

plata. También se observa que los núcleos (Nu) de ambas CS presentan un marcaje granular 

con la tinción (Figura 17D, F). En las CSFM, se puede identificar la región nodal (Figura 

17C) que permite apreciar fácilmente la longitud de un internodo (Figura 17J).  

 

La figura 17J es una reconstrucción con 5 fotografías teñidas con el BSSM que muestran una 

gran sensibilidad por la plata en los axones y un buen marcaje de contraste sobre las fibras 

mielinizadas, sobre el núcleo de la CSFM y la región nodal. Además, la impregnación de las 

estructuras tiene la ventaja de mantenerse a través del tiempo para futuras observaciones.  
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Figura 17. Tinción de plata sobre el nervio ciático. La impregnación con plata (SS) es uniforme en los 

axones (A-C), permite visualizar el nodo de Ranvier (*) (C). El núcleo (Nu) se observa granular con la 

impregnación de plata (D, G) las cuales se marcan con Hoechst (E, H) y son visibles en la imagen 

compuesta (F, I). Las células Remak se tiñen de color marrón claro (flecha larga) (A, G). La reconstrucción 

de fibras nerviosas marcadas con plata (J) muestran la mitad de un internodo desde el Nu (marcado con 

Tionina) hasta el nodo de Ranvier (*). Barra= 50 m. 
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Una vez que se estandarizó el método Bielschowsky en el NP se realizaron las pruebas para 

saber si era posible realizar el marcaje simultáneo con inmunofluorescencia, que sirve para 

localizar proteínas específicas. Se realizaron extensiones de fibras nerviosas en donde se 

marcaron las células Remak (anti-GFAP), la vaina de mielina de las CSFM (anti-MBP) y las 

ISL (anti-AQP1). Las imágenes muestran que es posible combinar el inmunomarcaje con 

anticuerpos fluorescentes y la contratinción con AgNO3 para obtener la localización de 

ciertas moléculas, aun cuando en el inmunomarcaje se utilizan fijadores como 4% PF o 

metanol. Se puede observar la presencia de GFAP en los nervios teñidos con AgNO3 (Figura 

18 A, C). También la expresión de AQP1 en las ISL, la región paranodal y la membrana 

abaxonal (Figura 18 D, F) son fáciles de identificar empleando AgNO3. Con MBP la mielina 

se aprecia muy clara en las preparaciones con AgNO3 (Figura 18 G, I), a pesar de que la 

mielina se tiñe ligeramente de color marrón claro en algunas preparaciones con AgNO3 

(Figura 18 H).  

 

En este trabajo también se realizaron experimentos con los neurofilamentos presentes en el 

axón (anti-NF200) y con el canal de potasio dependiente de voltaje (anti-Kv1.2) que marca 

la región juxtaparanodal, así como con el marcador de faloidina fluorescente que reconoce 

los filamentos de actina (F-actina) presentes en las ISL y la región paranodal. Sin embargo, 

no se encontraron condiciones favorables para mantener el inmunomarcaje con cada uno de 

ellos después de la tinción de plata. Aunque se logra obtener un buen marcaje fluorescente, 

éste se pierde una vez que se lleva a cabo la impregnación de plata. Para la faloidina, 

posiblemente se debe a que no es un anticuerpo, y el proceso de impregnación de plata hace 

que se pierda la afinidad de la faloidina por la F-actina. Por lo anterior, se observa que el 

inmunomarcaje del axón no es compatible con la tinción de plata, y para marcar las ISL y la 

región paranodal se necesita utilizar un anticuerpo, como anti-AQP1 (Figura 18F) que marca 

las ISL.   
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Figura 18. Fibras nerviosas marcadas con inmunofluorescencia y contrateñidas con el método 

Bielschowsky (BSSM). Las células Remak fueron marcadas con anti-GFAP (A), las ISL (puntas de 

flecha) y la región paranodal (flechas) con anti-AQP1 (D) y la mielina compacta con anti-MBP (G). La 

tinción de plata mediante el BSSM se muestra en B, E y H.  Las imágenes compuestas muestran la 

localización específica de cada molécula en el tejido impregnado con plata (C, F, I). Barra= 50 m. 

 

También se evaluó la posibilidad de realizar doble inmunomarcaje con la tinción de plata en 

las fibras nerviosas (Figura 19). Se marcaron primero tanto las CSFM como las células 

Remak con anti-MBP y anti-GFAP respectivamente seguido de la tinción de AgNO3 (Figura 

19 A-F). Después se realizó el doble inmunomarcaje con anti-AQP1 y anti-GFAP seguida de 

la tinción de AgNO3 (Figura 19 G-I). En ambos casos se obtuvieron las condiciones 

favorables para mantener el marcaje de dos anticuerpos fluorescentes después de finalizar la 

tinción de plata. En la mayoría de las preparaciones se observó que el marcaje es bueno, 

aunque en algunas fibras es menos intenso debido a que la transformación química que se 
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realiza con la impregnación de plata disminuye un poco la señal de los anticuerpos, pero en 

general permite una visualización clara de cada marcaje. 

 

 

 

 

Figura 19. Fibras nerviosas marcadas con doble-inmunofluorescencia y BSSM. Fibras nerviosas 

fueron marcadas contra anti-MBP, anti-GFAP (A, D) y contrateñidas con plata (SS) (B, E). Las imágenes 

compuestas (C, F) muestran el marcaje específico de las células Remak (GFAP) y la mielina (MBP) sobre 

la tinción de plata (SS). También se empleó el doble marcaje contra AQP1, GFAP (G) y el BSSM (H). La 

imagen compuesta (I), muestra la localización de las ISL (puntas de flecha), la región paranodal en los 

nodos de Ranvier (*) con AQP1, y las células Remak con GFAP y AQP1 (amarillo) con la impregnación 

de plata en los axones (SS). El núcleo de la célula fue teñido con Hoechst (azul). Barra= 50 m 
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En conclusión, estos resultados muestran que se puede utilizar la combinación de 

inmunofluorescencia con el método Bielschowsky o tinción de plata que es un método menos 

costoso que revela la morfología completa del nervio con una gran definición en campo claro, 

la cual es una herramienta útil para estudiar con precisión la localización de ciertos dominios 

celulares que no tengan localización axonal, directamente sobre la tinción de AgNO3. 

Aunque la tinción de plata ha perdido popularidad, observamos que el BSSM promete seguir 

siendo una herramienta vigente para el estudio del SNP al ofrecer detalles estructurales de 

las fibras nerviosas dentro de su entorno tisular y posiblemente también en el SNC. Es 

importante recalcar que, como cualquier procedimiento de histoquímica, el BSSM exige 

pureza en los reactivo y ejecución exacta del protocolo para obtener resultados reproducibles, 

además de un manejo responsable de las soluciones.  

 

Esta técnica puede tener un gran valor para el estudio de diferentes enfermedades, por 

ejemplo, para estudiar los cambios en los dominios moleculares que ocurren en diversas 

condiciones patológicas, como la degeneración del NP, o con diferentes neuropatías que se 

presentan en los nervios periféricos. La implementación de esta técnica dio lugar a una 

segunda publicación (Segura-Anaya et al., 2018).   
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5.4 Expresión de AQP1 durante la degeneración Walleriana en la rata  

 

La expresión de la AQP1 durante la DW se determinó mediante RT-PCR. El nervio ciático 

de las ratas fue lesionado por compresión y analizado a las 12h y 1, 3, 5, 7, 9, 14, 21 y 30 

días después de la lesión. Los nueve tiempos estudiados corresponden a diferentes eventos 

que ocurren en el proceso de degeneración: 12h y 1d, cuando inicia la fragmentación y 

degeneración de los axones; 3d, cuando ocurre la fragmentación de la mielina y se observan 

restos de axones degenerados; 5 y 7d, cuando las SC se desdiferencian y proliferan, los 

macrófagos se infiltran al sitio de la lesión, ocurre la eliminación de los restos de la mielina 

y se observa un mayor crecimiento de axones; 9 y 14d, cuando las CS se organizan en las 

bandas de Bungner, los axones crecen sobre ellas y hay remielinización; y finalmente, 21 y 

30d, cuando los axones conectan con su blanco y el nervio se regenera. 

Los resultados muestran que la expresión de AQP1 permanece constante en todos los tiempos 

estudiados posteriores a la lesión por compresión, sin mostrar diferencia estadísticamente 

significativa (P>0.05) al comparar cada punto con el nervio ciático sin lesionar (control) 

(Figura 20). 

 

Figura 20. Expresión de AQP1 después de una lesión 

por compresión en rata. Análisis de la expresión de 

AQP1 después de 12h, 1, 3, 5, 7, 9, 14, 21 y 30 días 

posteriores a la lesión mediante RT-PCR. El nervio 

ciático sin lesionar se empleó como control (Con). El 

diagrama de caja constituye el rango intercuartílico de los 

datos, la mediana y la media se representan con una línea 

sólida y un punto negro respectivamente. Los bigotes 

(whiskers) muestran el punto máximo y mínimo de los 

datos (n= 4). Se observa que no hay cambios temporales 

en la expresión de AQP1 en todos los tiempos estudiados 

posteriores a la lesión (p>0.05). La expresión relativa del 

ARNm de AQP1 fue normalizada con β-actina.  
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También se realizó el análisis de la expresión de la proteína AQP1 durante la DW en rata, 

dado que AQP1 se expresa en las ISL y la región nodal y estas regiones tienen gran relevancia 

en el proceso de degeneración del nervio. Se analizó el patrón de expresión de la proteína en 

la región distal del nervio ciático lesionado por compresión a las 12h, 1, 3, 5, 7, 9, 14, 21 días 

posteriores a la lesión mediante western blot. Como se mencionó anteriormente el anticuerpo 

para AQP1 reconoce dos bandas: una fracción de 28 kDa y otra de 40 kDa. Los resultados 

muestran que en la rata, la expresión de la proteína AQP1 no presenta cambios significativos 

durante los tiempos estudiados después de la lesión (P>0.05), en ninguna de las dos 

fracciones ni en la de 28 kDa, ni en la fracción glicosilada de 40 kDa (Figura 21). 

 

 

Figura 21. Expresión de la proteína AQP1 durante la 

degeneración Walleriana en rata. (A) La expresión de 

AQP1 en el nervio control (Con) y 12h, 1, 3, 5, 7, 9 y 21 

días posteriores a la lesión fue analizada mediante 

Western blot y normalizada con β-Actina. (B) Se 

representa el diagrama de cajas para la fracción de 28 

kDa y (C) la fracción glicosilada de 40 kDa. Cada caja 

constituye el rango intercuartílico de los datos, la 

mediana y la media se representan con una línea sólida y 

un punto negro respectivamente. Los bigotes (whiskers) 

muestran el punto máximo y mínimo de los datos (n=4). 

No se observan cambios temporales en la expresión de 

AQP1 de la rata (p>0.05) al comparar cada punto con el 

nervio ciático sin lesionar (control).  
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5.5 Localización de actina en nervios lesionados y tratados con CD 

 

Para llevar a cabo el estudio sobre la localización de AQP1 durante la DW en los nervios, 

primero se determinó la localización de actina. Esto con el fin de contar con un marco de 

referencia respecto a AQP1, ya que la actina se localiza, al igual que la AQP1, en la mielina 

no compacta, principalmente en las ISL y los paranodos (Trapp et al., 1989), pero su 

localización durante la DW no ha sido reportada. También para tratar de explorar si existe 

una posible relación entre el citoesqueleto de actina y AQP1, se llevaron a cabo experimentos 

colocando primero citocalasina D (CD) en el nervio ciático, la cual inhibe la polimerización 

de los filamentos de F-actina, y se determinó la localización de actina; después se colocó CD 

en el nervio ciático y se estudió la localización de AQP1.  

 

Se realizó la localización de actina en los nervios lesionados por compresión mediante 

inmunofluorescencias contra MBP y el marcador de F-actina (faloidina fluorescente) en 

fibras nerviosas del nervio control (normal y normal con DMSO), los nervios lesionados por 

compresión y los tratados con CD después de 1, 3, 5 y 7 días.  

 

En el nervio control, sin lesionar (Figura 22A, B) y en los tratados solo con DMSO, libre de 

CD (Figura 22C), el marcaje de actina está presente en las células Remak y las ISL con su 

forma característica de cono.  

 

A 1 día después de la lesión, se observan algunos ensanchamientos en la vaina de mielina, 

pero no hay cambios en la localización y estructura de actina en la región distal, y ésta se 

mantiene en las ISL, así como en las células Remak (Figura 22D, E); con CD se observa la 

formación de ovoides de mielina en algunas fibras y restos de mielina desprendida en la zona 

(Figura 22F). El marcaje muestra que la actina, paulatinamente, pierde la estructura en forma 

de cono que la caracteriza en las ISL y se presentan reminiscencias de ésta en algunos 

fragmentos de mielina (Figura 22F). 

 

A los 3 días después de la lesión se observan ovoides de mielina marcados con anti-MBP 

(Figura 22G, H), que en la mayoría de los casos están delimitados por las ISL, que 
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corresponden al punto de quiebre de la vaina de mielina (Ghabriel y Allt, 1979). El marcaje 

con faloidina muestra que la actina se desensambla y pierde la forma de cono característica, 

se encuentran restos de la proteína al interior de los fragmentos de mielina y marcaje tenue 

en el citoplasma de las células de reparación (Figura 22G, H); con CD se observa una franca 

degeneración en las fibras con la fragmentación de la mielina, la cual se presenta cerca de la 

región nuclear y permite identificar el aumento del citoplasma de la CS, además se observan 

residuos de actina claramente desestructurada al interior de la mielina (Figura 22I) y no se 

observa el marcaje de actina en el citoplasma de las células.  

 

A los 5 y 7 días después de la lesión, se observan fibras degeneradas con algunos ovoides de 

mielina que mantienen reminiscencias de actina en su interior (Figura 22J, K, M, N); también 

se observa un citoplasma multinucleado que sugiere que las CS de reparación, fenotipo que 

adquieren las CS cuando se desdiferencian, están proliferando. En este periodo también se 

aprecia el marcaje de actina en el citoplasma de las células de reparación (Figura 22J, K, M, 

N). Dado que el proceso es completamente asincrónico es posible identificar a los 5 y 7 días 

pequeños internodos remielinizados en la región distal con ISL marcadas con actina (Figura 

22J, K, M, N) que muestran un patrón parecido al nervio control. En comparación, después 

de 5 y 7 días con CD se observa un intenso daño en las fibras nerviosas que revelan la 

desorganización de la mielina en un mayor número de fibras: hay ovoides de mielina 

marcados con anti-MBP (Figura 22L, O) y también se observa proliferación de algunos 

núcleos (Figura 22L), lo que sugiere que ocurre la desdiferenciación de las CS al fenotipo de 

reparación que expresan el marcador c-jun o ERK (Jessen y Mirsky, 2018). Todavía hay un 

débil marcaje de actina desensamblada al interior de los ovoides de mielina, sin embargo 

destaca el marcaje de actina en el citoplasma de algunas fibras, lo que refleja la disminución 

del efecto de la CD (Figura 22L, O), no se distinguen internodos pequeños que refiera que 

los axones se estén remielinizando a diferencia de lo que ocurre 7d después de la lesión por 

compresión (Figura 22N). 

 

Estos resultados sugieren que al inicio de la DW ocurre la remodelación del citoesqueleto de 

actina en dos pasos. Primero, es necesario la despolimerización de actina para que se lleve a 

cabo la degeneración del nervio ya que, si se bloquea la polimerización de actina con CD, el 
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nervio se degenera con si hubiera una lesión, contrario a lo reportado por Jung et al. (2011). 

Además, la formación de ovoides de mielina ocurre de manera inmediata con la CD. 

Segundo, se observa marcaje de actina en el citoplasma de las CS de reparación a partir de 

un día de la lesión, mientras que en nervios tratados con CD el marcaje de actina en el 

citoplasma se presenta a partir de 5d, cuando posiblemente disminuye el efecto de esta droga 

sobre las fibras. 
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Figura 22. Localización de actina en nervios lesionados y tratados con citocalasina D. Las fibras 

nerviosas del nervio control (normal y con DMSO), lesionados por compresión y tratados con CD 

(recuadro rojo) después de 1, 3, 5, y 7 días fueron marcadas con anti-MBP y faloidina. En los 

controles, faloidina marca las ISL (puntas de flecha) y la región paranodal (A-C). A 1d después de la 

lesión por compresión se observa el marcaje de actina en las ISL y la región paranodal (*), así como 

en las células Remak (D, E). A 1d con CD se observan ovoides de mielina marcados con MBP que 

contienen actina desestructurada marcada con faloidina (F). A partir de 3d (G, H), 5d (J, K) y 7d (M, 
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N) después de la lesión por compresión se observan ovoides de mielina (círculos) marcados con anti-

MBP, con reminiscencias de actina marcada con faloidina que en algunos casos delimita la extensión 

del ovoide; también se observa un marcaje tenue de actina en el citoplasma de las células de 

reparación (rombos) y algunos internodos pequeños a 5 y 7d. Después de 3d (I), 5d (L) y 7d (O) con 

CD se observan ovoides de mielina (círculos); el marcaje de actina en el citoplasma de las células 

(rombos) se identifica a 5 y 7 d. Los núcleos fueron marcados con Dapi (azul). Barra=15 m.  

 

5.6 Fragmentación del axón por la inhibición de la polimerización de F-

actina 

Se analizó el efecto de la CD a nivel de los axones y se comparó con la lesión por compresión. 

Las fibras del nervio lesionado por compresión y con CD fueron marcadas con anti-MBP y 

contrateñidas con la tinción de plata o anti-NF200 después de 1, 3, 5 y 7 días.  

En las fibras de tejido control se observa la continuidad de los axones, teñidos con el BSSM, 

así como las CSFM (Figura 23A, B). A 1 día después de la lesión por compresión se observan 

ensanchamientos en los axones mielinizados y en algunos casos fibras sin axón (Figura 23C), 

pero las fibras con CD muestran un proceso de degeneración más avanzado con fragmentos 

de mielina y de axones (Figura 23D).  

 

A los 3 días después de la lesión por compresión se observan restos de axones al interior de 

los ovoides de mielina y también la presencia de algunos axones delgados que avanzan sobre 

periferia de la CS de reparación evadiendo los ovoides (Figura 23E), aunque las fibras con 

CD también presentan restos de axones al interior de los ovoides (Figura 23F), no se 

encuentran axones en la periferia de las CS, lo que pone en evidencia el efecto inhibidor del 

crecimiento axonal de la CD. A los 3 y 5 días después de la lesión por compresión se observan 

fragmentos de mielina de diferentes tamaños y axones que avanzan sobre el citoplasma de 

las CS de reparación evadiendo los ovoides de mielina guiados por la presencia de los núcleos 

que se alinean formando las bandas de Bungner (Figura 23G, I) y posiblemente por la 

presencia de actina, como se aprecia en la Figura 23. Después de 5 y 7 días con CD también 

se observan ovoides y en algunas fibras se localizan algunos axones creciendo (Figura 23H, 

J), lo que sugiere que el efecto de la CD ha disminuido y permite el ensamble de actina en el 

citoplasma de las células. Sin embargo, el crecimiento axonal es menor al de una 
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degeneración normal y hay muy poca evidencia de remielinización a diferencia de lo que 

ocurre en una lesión por compresión a 7 días (Figura 23I). En conjunto estos resultados 

muestran que la CD induce la fragmentación del axón e inhibe el crecimiento axonal, como 

sucede en una lesión por compresión del nervio ciático. 
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Figura 23. Citocalasina D induce la fragmentación del axón similar a lo observado al inicio de 

la DW. Las fibras nerviosas del nervio control, lesionado por compresión y con CD después de 1, 3, 

5, y 7 días fueron impregnados con plata (SS) o marcados con anti-NF200 y la vaina de mielina con 

anti-MBP. (A, B) En el control se presenta una impregnación uniforme y completa del axón (negro), 

las células Remak se marcan en gris (flechas) y se distingue la región nodal (*). (C) A 1d después de 

la lesión se observa ensanchamiento de los axones y varicosidades en la mielina, así como fibras sin 

axones. (D) Después de 1d con CD se observan fragmentos de axón y mielina y fibras degeneradas 

sin axón similar a una degeneración por compresión. (E) A 3d después de la lesión se observan 

ovoides de mielina con restos de axón y axones delgados (flechas sin rellenar). En contraste, después 

de 3d con CD solo hay fragmentos de axones al interior de los ovoides (F). A 5d (G) y 7d (I) después 

de la lesión se observan núcleos alineados sobre el citoplasma formando las bandas de Bungner que 

guían el crecimiento axonal, se observa un axón remielinizado (*) y proliferación de núcleos; con CD 

a los 5d (H) y 7d (J) también se observan axones creciendo sobre el citoplasma. Los núcleos fueron 

marcados con Dapi (azul). Barra=15 m. 

 

5.7 Localización de AQP1 durante la degeneración Walleriana  

 

Se analizó la localización de AQP1 en el NC después de una lesión por compresión. Se 

realizaron inmunofluorescencias contra AQP1 y el marcador de F-actina (faloidina 

fluorescente) sobre el nervio a 1, 3, 5 y 7 días después de la lesión. 

 

En el nervio control se observa que el marcaje característico de AQP1 en las ISL, las células 

Remak y la región paranodal (Figura 24 A-C), también se aprecia marcaje de AQP1 en la 

membrana abaxonal de algunos internodos (Figura 24A-C), en las células endoteliales y los 

eritrocitos (Figura 24C). A 1 día después de la lesión por compresión se observa que en la 

región distal, adyacente al sitio de la lesión, la actina de las ISL se desestructura (Figura 

24D); hacia la región más distal las ISL mantienen el marcaje de F-actina con su forma de 

cono característico (Figura 24E, F). Sin embargo, el marcaje de AQP1 disminuye 

drásticamente en las CSFM (Figura 24D-F) y solo se marcan las células Remak (Figura 24D, 

E). 
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A los 3 días después de la lesión se observa que con la fragmentación de la mielina ocurren 

cambios en las ISL de toda la región distal, éstas se colapsan con un incremento o dilatación 

del citoplasma (Ghabriel MN y Allt G, 1979), se observan reminiscencias de F-actina al 

interior de los ovoides y marcaje de actina en el citoplasma de las células de reparación. Sin 

embargo, no se encuentra marcaje de AQP1 en las fibras degeneradas de la región distal 

(Figura 24 G-O). 

 

A los 5 y 7 días después de la lesión, se observa el progreso de la degeneración en la región 

distal que mantiene restos de actina en los ovoides y se acentúa el marcaje de actina en el 

citoplasma (Figura 24 G-L). En contraste, el marcaje de AQP1 en la región distal, solo se 

observa en los vasos sanguíneos (Figura 24K). Estos resultados muestran que al inicio de la 

DW, el marcaje de AQP1 en las fibras degeneradas disminuye a partir de un día después de 

la lesión, aun cuando la molécula de actina sigue presente en las ISL y no hay marcaje de 

AQP1 en los ovoides de mielina durante la fase de degeneración de la mielina. Además, se 

observa que durante el proceso de degeneración ocurren cambios importantes en la actina, 

que no se han reportado, los cuales favorecen la degeneración del nervio. 

 

Figura 24. Localización de AQP1 durante la DW en el nervio ciático de la rata. Las fibras 

nerviosas del nervio control y lesionados (L) después de 1, 3, 5, y 7 días fueron marcadas con anti-

AQP1 y faloidina. En el nervio control se marcan con anti-AQP1 las ISL de cada internodo (A-C), 

los paranodos, la membrana abaxonal y las células Remak (flechas en B, C). 1d después de la lesión 

se observa que en la región distal (sitio de la lesión) actina se desestructura y el marcaje de AQP1 

solo está presente en las células Remak (D); en una región más distal se observan ISL estructuradas, 

pero con poco o nulo marcaje de AQP1 (E, F). A partir de 3d después de la lesión se observa que la 

actina de la región distal se desestructura, también se observa un tenue marcaje de actina en el 

citoplasma de las células de reparación (G-H); no se observa marcaje con anti-AQP1 en la región 

distal. A 5d y 7d después a la lesión el marcaje de actina se encuentra principalmente en el citoplasma 

de las CS, fuera de los ovoides de mielina (L, O). A 5d se observa únicamente AQP1 en los vasos 

sanguíneos (flechas con doble trazo vertical, K), pero no en las células degeneradas. También se 

observa un incremento de núcleos en cada fibra que forman las bandas de Bungner (L, O). Los núcleos 

fueron marcados con Dapi (azul). Barra=15 m. 
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5.8 Localización de AQP1 en nervios tratados con citocalasina D 

 

Se analizó el efecto de la CD sobre la AQP1. Después de 3 días las fibras del nervio con CD 

fueron marcadas con anti-AQP1 y faloidina.  

En el nervio control se observa el marcaje AQP1 en las ISL de las CSFM (Figura 25 A-C). 

Después de 3 días con CD, se observa un proceso de degeneración avanzado con ovoides de 

mielina y reminiscencias de actina marcadas con faloidina. Sin embargo, no se observa 

marcaje de AQP1 en las fibras degeneradas como lo observado cuando se produce una lesión 

(Figura 25). 

 

 

 

Figura 25. La Citocalasina D induce cambios en AQP1 similar a lo observado en la DW. Las 

fibras nerviosas del control y con CD después de 3d (CD3d) fueron marcadas con faloidina y anti-

AQP1. En el control F-actina se localiza en las ISL (puntas de flecha) (A, C). Después de 3d con CD 

se aprecian ovoides (círculos) de mielina con restos de F-actina en el interior de los ovoides, pero sin 

AQP1 (C, D). Los núcleos fueron marcados con Dapi (azul). Barra 15 m. 
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5.9 Expresión de AQP1 en el nervio ciático de ratón  

Dado que hasta la fecha no se han identificado inhibidores selectivos no tóxicos para la AQP1 

que pudieran ser utilizados para realizar ensayos funcionales se planteó la posibilidad de 

utilizar ratones transgénicos (Knockout, AQP1-KO) Entretanto, para tratar de entender el 

papel fisiológico de la AQP1 en el NC. Los ratones AQP1-KO se le solicitaron al Dr. 

Verkman y se comenzó a realizar el trámite correspondiente. Sin embargo, como control, se 

determinó la expresión y localización de la AQP1 en el ratón obteniéndose resultados 

inesperados.  

 

Inicialmente se determinó la expresión de AQP1 en el NC tanto de la rata como del ratón 

mediante RT-PCR, empleando primers específicos de AQP1 para ambos roedores. Los 

productos de amplificación muestran la presencia del ARNm de AQP1 en ambas especies 

(Figura 26A). Posteriormente, se realizó el mismo análisis a nivel de proteína mediante la 

técnica de western blot. Los resultados revelan dos bandas en ambas especies, 25-28 kDa que 

corresponde a la forma nativa de AQP1 y otra de 40 kDa que representa la fracción N-

glicosilada (Figura 26B). En el ratón la banda glicosilada presenta un ligero aumento en el 

peso molecular con respecto a la rata. Estos resultados muestran que AQP1 se expresa tanto 

en el nervio ciático de la rata como del ratón. 

 

 

Figura 26. Expresión de AQP1 en el nervio ciático de la rata y del ratón. (A) RT-PCR de AQP1 en el 

nervio ciático (NC) y en el riñón (R) (control) de la rata y del ratón. Los fragmentos de 363pb y 281pb 

fueron analizados en geles de agarosa al 2% con una escalera de 100 pb (E). (B) Inmunoblot de AQP1 de 

nervio ciático y riñón de rata y ratón. Anti-AQP1 reconoce dos bandas de 28 kDa y 40kDa. 

 

         Rata             Ratón  

E     NC     R      -      NC     R      - 

     Rata         Ratón  

R       NC     NC     R 
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5.10 Localización de AQP1 en el nervio ciático de ratón 

 

Se determinó la localización de AQP1 en el NC de rata y ratón. En la rata ya lo reportamos 

anteriormente (Segura-Anaya et al., 2015) (Sección 5.2), pero se incluye nuevamente en la 

figura para visualizar la diferencia con el ratón. Se realizó el inmunomarcaje contra MBP 

para mielina y contra GFAP para marcar las células Remak y la contratinción con el BSSM 

(Figura 27A, D, G, J). En la rata, AQP1 está fuertemente presente en las células Remak que 

co-distribuyen con GFAP (Figura 27B) y también se observan con la tinción de plata (Figura 

27C); en las CSFM, AQP1 tiene un fuerte marcaje en las ISL de los internodos marcados 

contra MBP (Figura 27E) y la tinción de plata (Figura 27F). En ratón, AQP1 co-distribuye 

con GFAP en las células Remak (Figura 27H, I). Sin embargo, en la imagen compuesta con 

MBP (Figura 27K) y con la impregnación de plata (Figura 27L), no se observa marcaje de 

AQP1 en las ISL de las células mielinizadas. Para comprobar que el NC del ratón también 

presenta ISL, que no se marcan con AQP1, se marcó el nervio con faloidina (marcador de F-

actina) (Figura 27 M-O), mostrando la presencia de las ISL en cada internodo, pero a 

diferencia de la rata, en el ratón no se expresa AQP1. También se llevaron a cabo 

experimentos preliminares con otro roedor, el cuyo, y se observó que AQP1 se expresa sólo 

en las células Remak ya que co-distribuye muy fuerte con el marcaje de faloidina en estas 

células (Figura 28C) y también se distinguen en la imagen de las células impregnadas con 

plata (Figura 28F), pero no hay presencia de AQP1 en las ISL de las CSFM marcadas con 

faloidina (Figura 28C), o en las fibras de los axones impregnados con plata (Figura 28F). 

Estos resultados muestran diferencias en la localización de AQP1 entre la rata, el ratón y el 

cuyo; mientras que AQP1 está presente únicamente en células Remak del ratón y cuyo, en la 

rata se localiza en ambas células de Schwann. 

 

 

 

 

 

 

 

 



 73 

 

 

 

 

 

 

 



 74 

Figura 27. AQP1 se localiza en ambas células de Schwann en la rata, pero en el ratón sólo en las 

células Remak. Fibras nerviosas de la rata y del ratón fueron impregnadas con el BSSM (A, D, G, J) y 

marcadas contra AQP1 y GFAP (B, H) o contra AQP1 y MBP (E, K). Las imágenes compuestas (C, F, I, 

L) tienen la impregnación del axón con plata (SS). En rata, AQP1 co-distrubuye con GFAP (B, C) en las 

células Remak y está presente principalmente en las ISL (flechas en B, E) de las CSFM que tienen el 

marcaje con MBP (E, F). En el ratón, AQP1 co-distribuye  con GFAP (H, I) en las células Remak, pero 

no con las CSFM (K, L). Las fibras del ratón fueron doblemente marcadas con AQP1 y faloidina (M, N, 

O) mostrando la presencia de ISL (flechas en H) que se marcan con faloidina, pero no con AQP1, mientras 

que en la rata, AQP1 se encuentra enriquecida en las ISL (flechas en B, E). Los núcleos fueron marcados 

con Dapi (azul). Barra= 15 m. 

 

 

 

 

Figura 28. En cuyo, AQP1 se localiza únicamente en las células Remak. Fibras nerviosas del cuyo 

fueron marcadas con anti-AQP1 (A, E) y faloidina (B). La imagen compuesta (C) muestra el marcaje 

específico de AQP1 en las células las Remak (flecha), pero no hay marcaje en las ISL de las CSFM (puntas 

de flecha). Con la tinción de plata (SS) se identifica que AQP1 se encuentra en las células Remak (flecha, 

F). Los núcleos fueron marcados con Dapi (azul). Barra= 15 m. 
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5.11 Expresión de diferentes isoformas de AQPs en el nervio ciático de la rata 

y del ratón 

La diferencia de expresión de AQP1 entre roedores sugirió la presencia de otras AQPs en el 

NC, por lo que se amplió el análisis de la familia de AQPs en el SNP de los roedores. Se 

determinó la expresión de las AQPs 1-9 mediante RT-PCR en el NC de ambos roedores 

(Figura 29). Para ello se emplearon primers específicos para cada AQP (Tabla I) los cuales 

fueron diseñados con base en las consideraciones que permitieran la obtención de un 

producto específico capaz de amplificarlos de manera eficiente bajo las mismas condiciones 

(Sección 4.11).  

 

Se realizaron distintas pruebas de PCR para estandarizar las condiciones de amplificación, 

que incluyeron la determinación óptima de MgCl2 (0.5, 1.0, 1.5, 2.0) así como la cantidad de 

templado para lograr un resultado exitoso. Las condiciones de amplificación para las AQPs 

(2-9) fueron a partir de 5l de cDNA y 1.0 l de MgCl2, con la intención de favorecer a la 

expresión de las AQPs que se expresan en baja cantidad, mientras que AQP1 amplifica 

fuertemente con 2l de cDNA. Además, se empleó una enzima muy eficiente en el proceso, 

GoTaq polimerasa (Promega). Los resultados muestran que en el nervio ciático de la rata se 

expresan cinco AQPs: AQP1, AQP4, AQP5, AQP7 y AQP9. AQP1, AQP4 y AQP7 se 

expresan en gran cantidad, mientras que AQP5 y AQP9 se expresan en bajas cantidades. En 

el ratón se expresan todas las AQPs, excepto la AQP8. AQP1, AQP2, AQP3, AQP4 Y AQP7 

se expresan en gran cantidad, mientras que la AQP5 y AQP6 se expresan en bajas cantidades 

y solo la AQP9 muestra una expresión muy débil (Figura 29). En rata, la amplificación de 

AQP2 en la rata la mayoría de las veces no estuvo presente, pero en algunos experimentos sí 

se observó aunque muy débilmente. Estos resultados muestran que en el NC la expresión de 

las AQPs es diferente entre la rata y el ratón. 
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Figura 29. Expresión de las AQPs en el nervio ciático de la rata y del ratón. Se analizó la expresión 

de nueve AQPs (AQP1-AQP9) en el nervio ciático (NC) de rata y ratón mediante RT-PCR. El riñón (R), 

cerebro (C) e hígado (H) fueron empleados como tejidos control. En rata, sólo se expresan AQP1, AQP4, 

AQP5, AQP7 y AQP9, mientras que en el ratón se expresan todas las AQPs, excepto AQP8. 

 

 

Dadas las diferencias entre las AQPs de rata y ratón, se pensó estudiar la localización de 

algunas AQPs en ratón con la finalidad de encontrar si alguna marcaba la ISL y la región 

nodal. Se hicieron inmunohistoquímicas contra AQP4 (AQP-004, Alomone Labs), AQP5 

(AQP-005, Alomone Labs), AQP6 (AQP-006, Alomone Labs), AQP7 (AQP-007, Alomone 

Labs), y AQP9 (AQP-009, Alomone Labs) en los tejidos control y el NC. A pesar de 

encontrar marcaje con cada uno de los anticuerpos en NC los resultados no mostraron 

especificidad en los controles, por lo tanto, tampoco son confiables en el NC. Así, la 

localización del resto de las AQPs en rata y ratón puede ser objeto de estudio de futuras 

investigaciones empleando anticuerpos específicos.  

 

 

 

 

 

Rata                                                 Ratón  

 

NC            R            NC          R              NC          R                   NC          R               NC          R              NC          R              

NC            C            NC          R              NC          R                   NC          C               NC          R              NC          R              

NC            R            NC          R              NC          B                   NC          R               NC          H             NC          R              
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5.12 Cambios en la expresión de AQPs de la rata después de una lesión por 

compresión  

Dado que en el nervio ciático de la rata se expresan cinco AQPs, se planteó estudiar la 

expresión de estas AQPs, así como AQP2, durante la DW (Figura 30). El nervio ciático de 

las ratas fue lesionado por compresión y analizado a las 12h, 1, 3, 5, 7, 9, 14, 21 y 30 días 

después de la lesión mediante RT-PCR.  

 

Los resultados muestran que la expresión de AQP1, AQP4 y AQP7 permanece constante en 

todos los tiempos estudiados después de la lesión por compresión, sin mostrar diferencia 

estadísticamente significativa (P>0.05) al comparar cada punto con el nervio ciático sin 

lesionar (control) (Figura 30). En contraste, AQP2, que en condiciones normales no se 

expresa o se expresa muy poco, muestra una banda a partir de 5 días y un pico 

estadísticamente significativo a 9 días después de la lesión (P<0.01), comparado con el nervio 

sin lesionar, y regresa a niveles normales a 30d. AQP5 muestra un incremento significativo 

desde el día 3 que permanece hasta el día 14 (P<0.001), y regresa a su nivel basal el día 30. 

AQP9, que también presenta niveles bajos en el nervio normal, incrementa su expresión 

significativamente (P<0.01) entre las 12 y 24 h después de la lesión y más tarde bajan los 

niveles hasta llegar a condiciones similares al tejido normal. Estos resultados muestran que 

la expresión del ARNm de AQP1, AQP4 y AQP7 permanece constante después de una lesión 

por compresión, mientras que la expresión de AQP2, AQP5 y la AQP9 aumentan. 

 

En el NC del ratón también se realizaron lesiones para estudiar si existe un patrón en la 

expresión temporal de AQP1 y AQP7 (Figura 31). El nervio del ratón es mucho más pequeño 

que el de la rata y es más complicado obtener suficiente ARN de la región distal con un solo 

animal, por lo que se emplearon dos animales por lesión. Los resultados muestran que, al 

igual que en rata, la expresión de AQP1 y AQP7 permanece constante en todos los tiempos 

estudiados después de la lesión por compresión y no hay diferencia estadísticamente 

significativa (P>0.05) al comparar cada punto con el nervio ciático sin lesionar (control) 

(Figura 31). Estos resultados se publicaron en la revista IBRO Neuroscience Reports (Segura-

Anaya et al., 2021) 
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Figura 30. Expresión de las AQPs de rata después de una lesión por compresión. Análisis de la 

expresión de AQP1, AQP2, AQP4, AQP5, AQP7 y AQP9 después de 12h, 1, 3, 5, 7, 9, 14, 21 y 30 días 

después de la lesión mediante RT-PCR. El nervio ciático sin lesionar se empleó como control (Con). Cada 

diagrama de caja constituye el rango intercuartílico de los datos, la mediana y la media se representan con 

una línea sólida y un punto negro respectivamente. Los bigotes (whiskers) muestran el punto máximo y 

mínimo de los datos (n=3 o 4). Se observa que no hay cambios temporales en la expresión de AQP1, AQP4 

y AQP7 en todos los tiempos estudiados después de la lesión (p>0.05). Sin embargo, existe un incremento 

significativo de AQP2 a los 9 días (p<0.01,*), y de AQP5 a los 3, 5, 7, 9 y 14 días (p<0.001, **), mientras 

que la expresión de AQP9 aumenta rápidamente a las 12h y 1d después de la lesión (p<0.01,*). La 

expresión relativa del ARNm de cada AQP fue normalizada con β-actina.  
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Figura 31. Expresión de AQP1 y AQP7 del ratón después de una lesión por compresión. Análisis de 

la expresión de AQP1 y AQP7 después de 12h, 1, 3, 5, 7, 9, 14, 21 y 30 días después de la lesión mediante 

RT-PCR. El nervio ciático sin lesionar se empleó como control (Con). Cada diagrama de caja constituye 

el rango intercuartílico de los datos, la mediana y la media se representan con una línea sólida y un punto 

negro respectivamente. Los bigotes (whiskers) muestran el punto máximo y mínimo de los datos (n=3). 

Se observa que no hay cambios temporales en la expresión de AQP1 y AQP7 en todos los tiempos 

estudiados después de la lesión (p>0.05). La expresión relativa del ARNm de cada AQP fue normalizada 

con β-actina. 
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VI. DISCUSIÓN  

6.1 Localización de AQP1 en el NC de roedores 

El estudio de las AQPs ha mejorado mucho nuestra comprensión sobre la base molecular del 

transporte de agua a través de la membrana, sin embargo, sabemos que la distribución y la 

permeabilidad al agua en los tejidos varían según el órgano y el contexto. Se ha reportado la 

distribución y función de las AQPs en órganos como el cerebro, riñón, pulmón, ojo, glándulas 

secretoras, entre otros (King y Yasui, 2002; Verkman et al., 2014), pero hay menos 

información de lo que acontece en el SNP. Inicialmente en este trabajo se estudió la expresión 

de AQP1 en el nervio ciático de la rata. Los resultados mostraron que AQP1 se localiza en 

los dos tipos de células de Schwann, tanto en las CSFM como en las células Remak. En las 

CSFM AQP1 se localiza en la mielina no compacta, principalmente en las ISL y en los 

paranodos (Segura-Anaya et al., 2015). En ambas regiones las uniones gap autotípicas 

conectan cada membrana adyacente para formar canales citoplasmáticos. Por sus 

características estructurales, estas regiones o dominios probablemente facilitan el transporte 

de nutrientes, moléculas y electrolitos tanto a la mielina como a la región periaxonal del 

internodo (Balice-Gordon et al., 1998; Meier et al., 2004). El mantenimiento de los 

internodos y la formación de dominios especializados es muy importante. Cada dominio 

contiene un único subconjunto de proteínas críticas para la función de cada región. Uno de 

los pasos finales de la mielinización es la formación de asas paranodales que se adhieren 

estrechamente al axón formando una unión axo-glial, que es muy similar a las uniones 

septadas de los invertebrados (Rosenbluth, 2009). En este trabajo se encontró que, en los 

nodos de Ranvier, la AQP1 tiene un particular marcaje en la región paranodal, en forma de 

dos collares a cada lado del nodo. Esta distribución sugiere que AQP1 tiene un papel 

importante en el mantenimiento de la mielina mediante la interacción entre el axón y la CS. 

También se observó que en algunos internodos hay expresión de AQP1 en la membrana 

abaxonal similar a las bandas de Cajal, que proporcionan una vía para el transporte de ARN 

y proteínas que se originan en el soma de la célula hacia la región paranodal (Salzer, 2015) 

vía que podría servir para la homeostasis del agua.  
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También se llevó a cabo la reconstrucción del internodo de rata teñido con AQP1 (Figura 

15G) en la que se observa que existe una distribución asimétrica de las ISL sobre la región 

internodal. La división del internodo en 4 regiones de la misma longitud (R1-R4) mostró un 

patrón en la distribución de las ISL consistente con el obtenido en el nervio tibial (Reynolds 

y Heath, 1995), en la que el mayor número de ISL se localiza en R3 cerca del núcleo, seguido 

por R2, R1 y en R4 en los que se observó una menor cantidad (R3 > R2 > R1 >R4). Esto 

sugiere que hay un patrón en estas regiones de citoplasma, el cual es importante para el 

correcto funcionamiento y la homeostasis del agua en el internodo.  

 

Posteriormente se identificó la expresión de AQP1 en el nervio ciático de ratón y cuyo, en 

los que se observó, sorpresivamente, que la AQP1, a diferencia de la rata, se encuentran 

únicamente en las células Remak (Figura 28 y 29). Para corroborar la presencia de ISL en 

ratón, se marcaron con faloidina, mostrando un gran número de ISL en los internodos (Figura 

28 M, N), sugiriendo que muy probablemente otra AQP se debe expresar en esta región. 

 

Recientemente se han utilizado datos de secuenciación de célula única del nervio periférico 

de ratón para construir un atlas con el transcriptoma del nervio ciático (Sciatic Nerve Atlas, 

SNAT) desde el desarrollo temprano hasta la etapa adulta (Gerber et al., 2021). Estos autores 

realizaron un análisis de secuenciación de ARN unicelular de CS en diferentes etapas de 

diferenciación posnatal, lo que permitió seguir la trayectoria de las CSFM y las células 

Remak en diferentes etapas del desarrollo hasta la etapa adulta. Consultado este atlas para 

AQP1 (https://www.snat.ethz.ch/) se observa la expresión de AQP1 en ratón al día posnatal 

60 (P60) en las células Remak y en las células endoteliales. Por lo tanto, estos resultados 

coinciden con lo descrito en nuestro trabajo que muestra la localización de AQP1 en las 

células Remak del nervio ciático de ratón. La ausencia de AQP1 en las ISL y paranodos 

sugiere que al menos otra AQP se localiza en las CSFM siendo la AQP11 un fuerte candidato 

ya que, en los datos de secuenciación de célula única, el ARNm de esta proteína se expresa 

en las CSFM del nervio ciático de ratón adulto (Gerber et al., 2021).  

 

El hecho de que AQP1 se localice en las células Remak, sugiere que AQP1 podría estar 

relacionada con la percepción del dolor, ya que estas células agrupan a las fibras C que 

https://www.snat.ethz.ch/
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transmiten señales sensoriales relacionadas con el dolor, hacia los GRD (Griffin y Thompson, 

2008; Yam et al., 2018). La AQP1 también se ha identificado en las CS asociadas a las fibras 

amielínicas de las terminaciones periodontales de Ruffini (Nandasena et al., 2007). En la 

médula espinal, la AQP1 se expresa en las células ependimarias que recubren el canal central 

y más robustamente en las neuronas pequeñas del GRD que dan lugar a las fibras C 

amielínicas (Oshio et al., 2005; Shields et al., 2007) lo que apoya su participación en el 

procesamiento del dolor, aunque existen estudios contradictorios al respecto, ya que por un 

lado se ha reportado que los ratones deficientes de AQP1 tienen un umbral de dolor más alto 

para capsaicina y a estímulos térmicos (Oshio et al., 2005; Zhang y Verkman, 2010), mientras 

que Shields et al. (2007) demostraron que estos ratones no tienen un procesamiento sensorial 

alterado. Esta discrepancia en los resultados se puede deber a los diferentes modelos 

experimentales empleados o a la posible expresión de novo de otras AQPs (Bufolli et al., 

2009). Es claro que se requieren más estudios para determinar el papel de la AQP1 en la 

percepción del dolor, sin embargo, como ya se mencionó, la localización de AQP1 en las 

células Remak, en los tres roedores, sugiere la participación de esta AQP en la transmisión 

del dolor en el SNP.  

 

Dado que existe la posibilidad de que las diferencias en la localización de AQP1 entre rata y 

ratón se deban a cambios en la estructura de la proteína, se realizó el alineamiento de la 

secuencia de aminoácidos (BLAST), encontrándose 98% de identidad de la proteína AQP1, 

y un alto nivel de homología entre las secuencias. A nivel del gen, la zona con mayores 

diferencias se ubica en la región 3´-UTR. Estos resultados sugieren que la diferencia 

encontrada en la localización de AQP1 en el nervio ciático entre los roedores, no es a nivel 

de la estructura de la proteína sino a posibles diferencias en su regulación.  

 

La diferencia de expresión entre rata y ratón que se encontró en este proyecto es similar a 

otros estudios en diferentes tejidos. Por ejemplo, existen diferencias en la localización de 

AQP1 en el nervio trigémino entre humanos y ratones (Gao et al., 2012) en donde AQP1 se 

expresa en las neuronas del trigémino de pequeño y mediano tamaño, tanto en humanos como 

en ratones, pero mientras que todas las células satélite humanas expresan AQP1, solo algunas 

células satélites que rodean a las neuronas del trigémino en ratones son AQP1 positivas (Gao 
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et al., 2012). En el SNP, AQP1 se ha observado en el sistema nervioso entérico de ratas y 

ovejas, pero no en humanos. Las diferencias en la distribución de otras AQPs entre especies 

también se ha reportado en los astrocitos corticales de humano y ratón que difieren en la 

polarización de AQP4 hacia los microvasos (Eidsvaag et al., 2017). En el tracto respiratorio 

existe una distribución similar de las AQPs 3-5 entre humanos y ratas, pero ésta cambia con 

AQP5 en el tracto respiratorio de ratones (Krane et al., 2001). Desafortunadamente, hasta la 

fecha no se han podido esclarecer dichas diferencias; por el contrario, éstas abren muchas 

interrogantes sobre los mecanismos de distribución y regulación de las AQPs en cada especie.  

 

6.2 Expresión de las isoformas de AQP en el nervio ciático de rata y ratón  

Las diferencias de localización de AQP1 en rata y ratón sugirieron la presencia de otras AQPs 

en el nervio ciático. Se realizó el análisis de expresión de nueve AQPs (AQP1-AQP9) que 

incluyen a dos grupos de AQPs, tanto acuaporinas como acuagliceroporinas, favoreciendo 

las condiciones de amplificación para detectar la señal de expresión de las AQPs cuya 

expresión fuera muy baja. Se observó que en el NC de ambos roedores se expresan varias 

AQPs pero existen diferencias en las isoformas que expresan cada uno de estos organismos. 

En el nervio ciático de la rata, se expresan AQP1, AQP4, AQP5, AQP7 y AQP9, mientras 

que en ratón se expresan todas las AQPs, excepto AQP8. Por lo tanto, los resultados muestran 

que existen diferencias en la expresión de las isoformas de AQP entre rata y ratón. Al 

comparar nuestros resultados con el atlas del nervio ciático del ratón 

(https://www.snat.ethz.ch/) para las AQPs se observa que, con excepción de la AQP6, el resto 

de las AQPs estudiadas coinciden con nuestros resultados.  

 

La expresión de varias AQPs en el NC de roedores coincide con estudios similares en otros 

tejidos como la médula ósea del ratón en la que se identificó, mediante RT-PCR, la expresión 

de cuatro AQPs (AQP4, AQP5, AQP8 y AQP9) (Oshio et al., 2004). Por otro lado, 

Tenckhoof et al. (2005) mostraron que la retina humana expresa todas las AQPs (AQP0-

AQP12), mientras que la retina de la rata expresa AQP1, AQP3, AQP4, AQP5, AQP6, AQP8, 

AQP9 y AQP11, pero no expresan AQP2, AQP10 y AQP12. En el corazón también existen 

diferencias en la expresión de las AQPs (AQP3, AQP4, AQP5, AQP9 y AQP11) entre rata, 

https://www.snat.ethz.ch/
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ratón y humano (Butler et al., 2006). Estos resultados y los obtenidos en este trabajo muestran 

que existen proteínas que regulan el volumen celular en los tejidos, que en algunos casos hay 

una similitud en la expresión entre especies, en otros casos se observan diferencias que 

podrían asociarse a los diferentes mecanismos de regulación de las AQPs entre especies. En 

la familia de las AQPs se han identificado diferencias en la regulación transcripcional de los 

genes, así como modificaciones a nivel postransduccional, en la estabilidad y distribución de 

las proteínas (King et al., 2004).  

 

6.3 Expresión de las isoformas de AQP en el nervio ciático de rata después de 

una lesión por compresión  

Como se señaló anteriormente, los resultados mostraron que en el NC se expresan cinco 

AQPs (AQP1, AQP4, AQP5, AQP7 y AQP9) lo que sugiere que la homeostasis del agua está 

altamente regulada. Para estudiar si existen cambios en la expresión de las AQPs en la rata 

que se relacionen con los eventos que acompañan a la DW se estudió la expresión de las 

AQPs en nueve tiempos después de la lesión. Se empleó el modelo de degeneración in vivo 

mediante la compresión del nervio ciático de la rata. Las lesiones traumáticas suelen estar 

acompañadas de un flujo sanguíneo insuficiente que puede deteriorar la homeostasis iónica 

y del agua, además de la presión osmótica extracelular (Suzuki et al., 2018). Como se ha 

descrito, las AQPs están asociadas con la formación y resolución del edema en el SNC. La 

ausencia de la AQP4 en los pies de los astrocitos disminuye el desarrollo del edema cerebral 

causado por un estrés hiposmótico (Manley et al., 2000; Thrane et al., 2011) y es esencial en 

la reabsorción del agua en el edema cerebral vasogénico (Papadopoulos et al., 2004). En el 

edema del nervio óptico (NO) causado por una lesión traumática se han reportado cambios 

de expresión de AQP4 y AQP9 que se asocian con el desarrollo del mismo (Suziki et al., 

2014). La expresión de AQP4 se incrementa en el NO después de 24h de una lesión por 

compresión y posteriormente disminuye, mientras que los niveles de expresión de AQP9 se 

incrementan lentamente y alcanzan un pico a los 14 días. Estas características sugieren que 

en el NO el cambio de expresión de AQP4 está asociado con el desarrollo del edema, mientras 

que AQP9 refleja un mecanismo compensatorio al daño (Suziki et al., 2014).  
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Aunque no ha sido estudiado a profundidad, en el NC también se ha descrito la presencia de 

edema después de una lesión (Petterson y Tengvar, 1986) y se han reportado cambios en la 

expresión de la AQP1 en algunos modelos de nervios lesionados. Por ejemplo, la axotomía 

del nervio facial provoca cambios en la expresión de la AQP1 que coinciden con edema en 

el canal facial (Wang et al., 2012). En la lesión al nervio ciático, también se incrementan los 

niveles de expresión de AQP1 en las neuronas pequeñas del GRD y en ratones deficientes de 

AQP1 la regeneración axonal del GRD está alterada (Kaya et al., 2014; Zhang y Verkman, 

2015). Dado que se expresan varias AQPs en el NP, se estudió si existían cambios temporales 

en la expresión de seis AQPs en la rata (AQP1, AQP2, AQP4, AQP5, AQP7 y AQP9) y dos 

del ratón (AQP1 y AQP7) después de una lesión por compresión en el nervio ciático. Los 

resultados mostraron que los niveles de expresión de AQP1, AQP4 y AQP7 permanecen 

constantes durante el proceso de DW, mientras AQP2, AQP5 y AQP9 presentan un aumento 

significativo en los niveles de expresión después de una lesión. Estos cambios de expresión 

podrían estar asociados con los eventos de desmielinización y remielinización que ocurren 

durante la DW. En este trabajo se observó que la expresión del ARNm de AQP2 estaba 

ausente en la mayoría de los nervios de rata estudiados; sin embargo, en unas pocas muestras  

se detectaron niveles muy bajos de AQP2, por lo que se incluyó en el estudio. Estos 

resultados están de acuerdo con otros trabajos donde no se observa AQP2 en el nervio ciático 

normal de rata y ratón (Borsani et al., 2009; Buffoli et al., 2009; Albertini y Bianchi, 2010). 

Sin embargo, se ha descrito que después de una constricción crónica del nervio ciático se 

induce la localización de AQP2 en neuronas pequeñas y en las CS del GRD (Buffoli et al., 

2009; Albertini y Bianchi, 2010). Nuestros resultados mostraron que los niveles de AQP2 se 

incrementan 5 días después de la lesión y tienen un pico a los 9 días, período en el que ocurre 

la formación de las bandas de Bungner y los axones se regeneran; AQP5 se incrementa a los 

3 días después de la lesión y se mantiene alto hasta el día 14, período en el que ocurre el 

proceso de regeneración y remielinización axonal. Estos resultados difieren de lo observado 

para AQP9, cuya expresión se incrementa rápidamente las primeras 24 h después de la lesión 

y posteriormente disminuye a los niveles basales sugiriendo que ésta contribuye en la 

degeneración axonal y la formación de los ovoides de mielina que ocurre al inicio de la DW. 

En consecuencia, estos resultados muestran que cada una de estas AQPs está involucrada en 

diferentes etapas de la DW y, por lo tanto, sugieren que tienen un papel diferente en estos 
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eventos. Sería interesante conocer la localización detallada de estas AQPs durante este 

proceso.  

 

Es posible que las AQPs que se expresan en altos niveles (AQP1, AQP4 y AQP7) en el nervio 

ciático, pero permanecen constantes después de la lesión se encuentren reguladas, no a través 

de la transcripción del ARNm, sino por modificaciones postranscripcionales a través de 

miRNAs que regulen la actividad de la proteína. Varias patologías humanas se han asociado 

con la desregulación de miRNAs que modulan la expresión de las AQPs (Gomes et al., 2018). 

En la isquemia cerebral de rata, miR-320a inhibe la expresión de AQP1 y AQP4, mientras 

que anti-miR-320a aumenta su expresión, lo que identifica a miR-320a como un modulador 

potencial de estas AQPs (Sepramaniam et al., 2010). Por lo tanto, existe la posibilidad de que 

los niveles de expresión de ARNm de AQP1, AQP4 y AQP7 no cambien, sino que se 

encuentren regulados por miRNAs después de la lesión. Otra posibilidad es que ocurran 

cambios en la localización subcelular de las AQPs. Se ha propuesto que un mecanismo 

regulador de las isoformas de AQP es un evento dependiente del calcio o de la fosforilación, 

incluida la translocación hacia y desde la membrana plasmática y, en el caso de la activación, 

si la AQP está abierta o cerrada (Nesverova y Thörnroth -Horsefield, 2019; Conner et al., 

2013). Se ha informado que las AQPs (AQP0–12) identificadas en mamíferos se expresan y 

regulan de manera dependiente del tejido (Nesverova y Thörnroth-Horsefield, 2019). En este 

trabajo, los resultados muestran que de las nueve AQP estudiadas (AQP1–9), solo cinco 

AQPs se expresan en ratas, mientras que ocho AQPs están presentes en ratón. Además, la 

localización de AQP1 es diferente entre rata y ratón. Por lo tanto, los resultados sugieren que 

la regulación de las AQPs difiere entre especies y podría diferir con respecto a los tejidos. 

Los roedores han sido ampliamente utilizados como modelos en la investigación biomédica: 

ratas (Rattus norvegicus) y ratones (Mus musculus) pertenecientes al orden Rodentia. Sin 

embargo, el hecho de que la expresión de AQP1 sea diferente entre rata y ratón debe ser 

considerado al extrapolar los hallazgos fisiológicos y fisiopatológicos en humanos en un 

entorno clínico. 
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6.4 Papel del citoesqueleto de actina durante la degeneración Walleriana  

Dado que los eventos que ocurren cuando se lleva a cabo una lesión son bastante complejos, 

es necesario estudiarlos por etapas con diferentes marcadores para entender el proceso. Esto 

nos llevó a incorporar al proyecto la combinación de una técnica muy antigua, utilizada por 

Santiago Ramón y Cajal, conocida como tinción de plata para estudiar la organización del 

nervio y distinguir los axones mielinizados por las CSFM de los haces de Remak, con la 

fluorescencia. De esta forma se puede detectar la localización de AQP1, y otras moléculas 

que no se encuentren sobre el axón, directamente sobre la región teñida con plata para obtener 

un campo amplio de la estructura anatómica del nervio. 

 

Este método fue de gran utilidad para estudiar la complejidad de los nervios durante la 

degeneración del nervio periférico, ya que se pueden identificar los cambios en la estructura 

de las fibras, por ejemplo, la fragmentación de los axones y la vaina de mielina, además del 

crecimiento del axón y los axones remielinizados.  

 

Por otro lado, estudiando inicialmente la actina (con y sin CD) durante la DW para tener un 

marco de referencia con el cual comparar la localización de AQP1 después de generada una 

lesión, se observó que la despolimerización de actina es un componente necesario para la 

degeneración del nervio. Los resultados mostraron que la CD induce la fragmentación de la 

mielina y del axón a partir de las primeras 24h de su aplicación; también afecta la distribución 

de AQP1 de tal manera que se pierde el marcaje en las ISL y la región nodal, como ocurre 

con una lesión normal por compresión, y es capaz de inhibir la regeneración axonal, al menos 

durante los primeros 3d después de su aplicación lo que sugiere que ésta además de afectar 

la actina presente en la mielina no compacta, también, inhibe la actina presente en los conos 

de crecimiento lo que obstaculiza la elongación del axón (Wang et al., 2018). La CD es una 

toxina fúngica usada comúnmente para alterar la polimerización de F-actina. La CD se une a 

los filamentos de F-actina y previene la adición de la G-actina del filamento polimerizado, 

despolimerizándolo eventualmente (Wang et al., 2015). Estos resultados contrastan con lo 

reportado por Jung et al. (2009) quienes propusieron que la polimerización de actina es 

necesaria para la fragmentación de la mielina ya que en explantes de nervio ciático en cultivo 

en presencia de CD observaron que la inhibición de la polimerización de actina suprimió la 
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formación de los ovoides de mielina después de 3 días de lesión (Jung et al., 2009). El 

contraste en los resultados puede deberse a las diferencias entre el modelo experimental in 

vitro que emplea Jung con respecto al sistema in vivo que utilizamos nosotros. Trabajos 

realizados a nivel del SNC han sugerido que es necesario la remodelación de los filamentos 

de actina, en particular el desensamble de actina, durante el proceso de mielinización 

(Zuchero et al., 2015; Samanta y Salzer, 2015). Asimismo, la mielina no compacta de las CS 

contiene gelsolina, proteína involucrada en la remodelación de la red de actina, y su expresión 

se eleva durante la degeneración del nervio (Tanaka y Sobue, 1994). También se ha reportado 

que después de una lesión, la desestabilización del citoesqueleto activa un programa de 

regeneración retrógrada a través de DLK/JNK y la posterior fosforilación y activación del 

factor de transcripción c-jun que favorece la regeneración del axón en neuronas sensoriales, 

células del ganglio retinal y neuronas del GRD (Valakh et al., 2015). Además, la CD tiene 

un efecto inhibidor sobre el crecimiento axonal (Wang et al., 2018) ya que no se observan 

axones creciendo en la zona afectada por la CD y tampoco se observa actina en el citoplasma 

de las células. Se aprecia que las CS que experimentan una transición al fenotipo de 

reparación, después de una lesión, sufren la remodelación del citoesqueleto en el proceso, 

desde el desensamble de actina para fragmentar la mielina al inicio de la degeneración y su 

ulterior ensamble para favorecer el crecimiento y remielinización del axón.  

 

6.5 AQP1 durante la degeneración Walleriana  

Como se mencionó anteriormente, el análisis de expresión de RNAm y de la proteína de 

AQP1 mostró que permanecen constantes después de una lesión. En el músculo cardíaco, 

AQP1 es la AQP dominante del tejido y los niveles de expresión del transcrito y la proteína 

tampoco se afectan si existe estrés isquémico u osmótico (Butler et al., 2006). Sin embargo, 

el análisis de inmunolocalización de la proteína en el NC muestra una disminución 

considerable de la proteína AQP1 en la región distal a partir de un día después de la lesión, 

aun cuando la actina, presente en las ISL, no se ha desestructurado, y desaparece durante la 

fragmentación de la mielina (3-7 días), lo que sugiere que la intensa señal de AQP1 en el 

inmunoblot puede estar relacionado con el marcaje de AQP1 en las células endoteliales y 

vasos sanguíneos ya que en estos casos el marcaje de AQP1 es muy intenso. También sugiere 
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que AQP1 no participa en la degeneración axonal o en la formación de los ovoides de mielina 

al inicio del proceso. Tampoco hay evidencia sobre la participación de AQP1 en la 

regeneración axonal como se propuso en el modelo murino (Zhang y Verkmann, 2015) ya 

que no hay marcaje de AQP1 en el citoplasma de las CS de reparación que sustente su 

contribución al crecimiento axonal. 
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VII. CONCLUSIONES  

 

1. La localización de AQP1 es diferente entre rata y ratón. En la rata, AQP1 está 

presente en ambos tipos de CS tanto en las CSFM como en las células Remak. En 

las CSFM AQP1 se localiza en la mielina no compacta, principalmente en las ISL 

y en la región paranodal. En el ratón y el cuyo únicamente se localiza en las células 

Remak.  

 

2. La tinción de plata y el marcaje simultáneo con marcadores fluorescentes permite 

identificar la localización de la AQP1 en las CS tanto de rata como de ratón en 

condiciones normales o durante el proceso de degeneración.   

 

3. Además de AQP1 también hay expresión de otras isoformas de AQPs en el nervio 

ciático con un patrón de expresión diferente entre rata y ratón. En la rata se expresan 

cinco AQPs (AQP1, AQP4, AQP5, AQP7 y AQP9), mientras que en el ratón se 

expresan todos las AQPs (AQP1-AQP9), excepto AQP8.  

 

4. En la rata, el patrón de expresión de las isoformas AQP2, AQP5 y AQP9 se regula 

al alza después de una lesión por compresión, mientras que el patrón de expresión 

de AQP1, AQP4 y AQP7 se mantiene constante.  

 

5. En el ratón, el patrón de expresión de las isoformas AQP1 y AQP7 se mantiene 

constante después de una lesión por compresión.  

 

6. La despolimerización de actina es un componente necesario para la degeneración 

del nervio, ya que si se inhibe la polimerización de actina con CD el nervio se 

degenera igual que en una lesión normal por compresión.  
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7. En la rata, después de una lesión por compresión del nervio ciático los niveles de 

expresión de AQP1 disminuyen casi de inmediato y desaparecen con el avance de 

la degeneración de la mielina. AQP1 se restablece cuando las fibras han sido 

remielinizadas y presentan ISL. 

 

8. Los axones que crecen, para conectar con su blanco, evaden los ovoides de mielina 

y avanzan sobre el citoplasma de las CS de reparación que contiene actina. La 

despolimerización de actina con CD retrasa la regeneración y remielinización 

axonal.  

 

9. La AQP1 disminuye o desaparece de las CS después de una lesión por compresión 

del NC, e igualmente cuando se trata el NC con CD y la actina se despolimeriza.  

 

10. Los resultados muestran que la expresión de las AQPs es especie específica; 

además, la localización no solo es tejido específico como ya se ha reportado, sino 

también es especie específica. Por lo tanto, los resultados obtenidos en la rata y el 

ratón deben ser considerados al extrapolar los hallazgos fisiológicos y 

fisiopatológicos en humanos.  
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VIII. ANEXO I 

 

 



 93 

IX. ANEXO II 
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X. ANEXO III 
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