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Resumen 
La hematopoyesis es el proceso por el cual se generan las células sanguíneas a partir de un precursor 

común, denominado célula troncal hematopoyética (CTH), la cual es capaz de autorrenovarse y de 

diferenciarse a cualquier tipo de linaje sanguíneo. Durante la hematopoyesis, las CTH dan lugar a 

células progenitoras (CPH), las cuales proliferan y se diferencian a células maduras. Una de las tres 

fuentes principales de células troncales y progenitoras hematopoyéticas de interés clínico es la 

sangre de cordón umbilical (SCU), la cual posee ciertas ventajas, principalmente inmunológicas, con 

respecto a las otras fuentes. Sin embargo, la principal desventaja de las CTH y CPH provenientes de 

SCU es su limitado número absoluto en cada unidad a comparación de lo obtenido de otras fuentes, 

como la médula ósea y la sangre periférica movilizada. Esto ha causado que su uso en trasplantes 

se restrinja únicamente a pacientes de talla y peso bajos, principalmente pediátricos. Por ello, se 

han propuesto distintas estrategias para incrementar los números totales de CTH y CPH para ser 

empleados en trasplantes de pacientes adultos. 

Se han establecido distintos modelos de cultivo in vitro para la proliferación, expansión y 

diferenciación de las CTH y CPH, en donde el tipo y la concentración de citocinas hematopoyéticas 

empleadas juega un papel fundamental. Aunque es claro que las CTH y CPH proliferan en 

suspensión, el efecto de la densidad celular en estos cultivos ha sido poco considerada. Por ello, el 

objetivo del presente trabajo fue conocer si la proliferación, expansión y diferenciación de dos 

poblaciones hematopoyéticas purificadas de SCU humana, denominadas CTH (CD34⁺ CD38⁻ Lin⁻) y 

CPH (CD34⁺ CD38⁺ Lin⁻), se modificaban al iniciar su cultivo en distintas densidades celulares. 

Por medio de citometría de flujo, las células purificadas de ambas poblaciones se sembraron a 

densidades de 1, 10 100 y 1000 células por pozo, durante 21 días. Durante los días 7, 14 y 21 se 

evaluó la proliferación, expansión y diferenciación celular. 

Observamos en ambas poblaciones que la tasa de proliferación a densidades bajas (1 y 10 

células/pozo) aumentó rápidamente durante los primeros 7 días y posteriormente se mantuvo a lo 

largo del cultivo. En contraste, la tasa de proliferación a densidades altas (100 y 1000 células/pozo) 

tuvo un aumento lento y disminuyó para el día 21.  

Sin embargo, en las densidades altas de las CTH todos los pozos evaluados proliferaron durante todo 

el cultivo, mientras que en las densidades bajas el porcentaje de pozos que proliferaron fue muy 

bajo desde el inicio (25%) y disminuyó con el tiempo. En las CPH, el porcentaje de pozos 

proliferativos disminuyó con el tiempo en todas las densidades. 

A pesar de que cada población se consideró inmunofenotípicamente homogénea, hubo grandes 

diferencias en la respuesta entre pozos, ya que en algunos no hubo proliferación y en otros hubo un 

alto incremento de número celular en cultivo. Esta variabilidad en la respuesta fue más notoria en 

las densidades bajas, las cuales tuvieron el porcentaje más alto de pozos que no proliferaron y de 

pozos que tuvieron el mayor incremento celular. En contraste, en las densidades altas no se 

registraron pozos no proliferativos, así como tampoco pozos con incremento en el número celular 

mayor a 100 veces, sino que se mantuvieron en un rango de 1 a 25 veces de incremento. Además, 

los cultivos de CTH únicamente a densidades bajas disminuyeron su viabilidad con el tiempo, 

mientras que la población de CPH disminuyó su viabilidad en todas las densidades, pudiendo ser 

esta una característica intrínseca del tipo celular.  
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La expansión celular se evaluó por ensayos de células formadoras de colonias (CFCs). No hubo un 

efecto significativo de la densidad celular en la expansión, la cual tuvo su pico máximo a los 14 días 

en la población de CTH, y a los 7 días en la población de CPH. En ambas poblaciones se observó que 

los cultivos perdieron la capacidad de formar colonias de linaje eritroide con el tiempo, sin embargo, 

la densidad alta promovió que la pérdida fuera más rápida. En cuanto a la diferenciación celular, se 

demostró que esta ocurre inherentemente en cultivos de ambas poblaciones, pero se ve promovido 

por la alta densidad celular.  

En conclusión, la densidad en cultivo afecta la proliferación celular, promoviendo su rápido 

crecimiento a densidades bajas, y un crecimiento más lento a densidades altas. La densidad celular 

no afecta la expansión de las poblaciones. Por último, la densidad celular afecta la diferenciación 

celular, promoviéndola en cultivos a densidades altas, sin embargo, esta capacidad incrementa con 

el tiempo independientemente de la densidad celular. 
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Lista de abreviaturas 
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1. Introducción 

1.1 Hematopoyesis 

1.1.1 Definición de la hematopoyesis 
La sangre es uno de los tejidos con mayor recambio celular en el organismo. La hematopoyesis (del 

griego haima, sangre”, y poiesis, “creación”) es el proceso mediante el cual se generan todas las 

células que conforman la sangre. El modelo clásico de la hematopoyesis es jerárquico y 

unidireccional, es decir, está organizado en compartimentos celulares dependiendo de la 

maduración celular y el proceso ocurre siempre en la dirección de las células primitivas hacia células 

terminalmente diferenciadas [1].  

1.1.2 Compartimientos celulares de la hematopoyesis 
La hematopoyesis comienza con un grupo celular particular llamado células troncales 

hematopoyéticas (CTH), las cuales tienen dos características fundamentales: 1) pueden 

autorrenovarse, es decir, son capaces de dividirse y generar células con características similares a la 

célula original, manteniendo así la población troncal durante un tiempo prolongado, y 2) tienen un 

alto potencial de diferenciación -capacidad de dar origen a uno o distintos tipos celulares-, puesto 

que pueden generar todas las células sanguíneas [2]. A lo largo de la vida de un organismo, un alto 

porcentaje de las CTH se encuentran en un estado de quiescencia, es decir, se encuentran fuera del 

ciclo celular [3]. Cuando hay requerimiento de células hematopoyéticas, como en una respuesta 

inmune, las CTH entran a ciclo celular y se dividen. 

Las CTH dan origen a las células progenitoras hematopoyéticas (CPH), las cuales no tienen la 

capacidad de autorrenovarse, pero tienen un alto potencial de proliferación y de diferenciación. 

Una de las características de la población progenitora es su capacidad de amplificar el número de 

precursores sanguíneos de los distintos linajes, con la finalidad de mantener un número constante 

de células en circulación.  

Aunado a esto, con el avance de la maduración, las CPH comienzan a limitar su potencial de 

diferenciación a alguno de los dos principales linajes celulares: mieloide y linfoide. El linaje mieloide 

se subdivide en el linaje granulo-monocítico, que abarca neutrófilos, eosinófilos, basófilos, 

monocitos, macrófagos, y en el linaje megacariocítico-eritroide, que abarca plaquetas y eritrocitos. 

Por otro lado, el linaje linfoide se conforma de linfocitos T, linfocitos B, células natural killer (NK) y 

células dendríticas [4]. 

Una vez determinadas hacia alguno de los linajes hematopoyéticos, las CPH dan lugar a las células 

precursoras, las cuales están limitadas a la formación de un tipo celular y tienen un potencial de 

proliferación muy limitado. A diferencia de las CTH y las CPH, las células precursoras pueden ser 

identificadas por su morfología y producen a las células maduras. En conjunto, los compartimientos 

de células troncales, progenitoras, precursoras y maduras componen el sistema hematopoyético 

(Fig.1). 
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Figura 1. Esquema del sistema hematopoyético, el cual está conformado por los compartimentos de células 

troncales, progenitoras, precursoras y maduras. Modificado de [5] 

Las células troncales y progenitoras hematopoyéticas (CTPH), así como las células precursoras, se 

encuentran en la médula ósea (MO) de organismos adultos. Por otra parte, las células maduras 

mieloides (a excepción de los macrófagos, los cuales se encuentran en tejidos) salen de la MO para 

adentrarse a la circulación sanguínea. Mientras tanto, algunos linajes de células linfoides (como las 

células T) salen de la MO y migran hacia los órganos linfoides secundarios para completar su 

maduración antes de entrar al torrente sanguíneo [4].  

1.2 Células troncales y progenitoras hematopoyéticas 
Desde principios del siglo XX ya existía un modelo unitario que proponía la existencia de un 

precursor común para el sistema hematopoyético [6]. Incluso se conocía que este precursor residía 

en la MO y que se localizaba en un microambiente específico [7]. Sin embargo, no fue sino hasta la 

década de 1960 que se demostró la existencia de las células hematopoyéticas primitivas 

experimentalmente. En estos se encontró que, al trasplantar ratones letalmente irradiados con 

células de MO provenientes de ratones sanos, se formaban colonias mielo-eritroides en el bazo del 

hospedero, probando el potencial de diferenciación de estas poblaciones [8]. Además, se demostró 

que las células de una colonia provenían de una célula en común, denominada célula formadora de 

colonias (CFC), las cuales fueron posteriormente clasificadas como células progenitoras [8, 9]. Con 

el transcurso del tiempo, lograron caracterizar un grupo celular que podía reconstituir el sistema 

hematopoyético completo en ratones letalmente irradiados, las cuales fueron denominadas células 

troncales. Actualmente, pueden seguirse estrategias fenotípicas de marcadores de membrana o 

ensayos funcionales in vitro e in vivo para identificar las poblaciones troncal y progenitora.  

1.2.1 Inmunofenotipo 
Las CTH humanas no presentan marcadores membranales característicos de células maduras, como 

CD3, CD8, CD11, CD14, CD16, entre otros. Por ello, son conocidas como células linaje negativo (Lin⁻).  

No obstante, son positivas a CD90, conocido como antígeno de diferenciación de timocito 1 (Thy-

Diferenciación 
Autorrenovación 

Quiescencia 

Diferenciación 
No autorrenovación 

Proliferación 
Determinación de linaje 

Células precursoras 

CTH 
Células troncales 

hematopoyéticas 

CPH 
Células progenitoras 

hematopoyéticas 

Células maduras 
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1); CD49f, integrina α6; CD117, también llamado c-kit, receptor del factor de células troncales (SCF, 

por sus siglas en inglés); CD133, también conocido como prominina-1; CD135, también conocido 

como FLT3, receptor de la citocina de acción temprana FL3, entre otros[2], [11]–[14]. 

Una de las moléculas más importantes expresadas por las poblaciones primitivas es CD34, la cual es 

una proteína transmembranal relevante para el anclaje al nicho hematopoyético. La fracción celular 

identificada como Lin⁻ CD34⁺ está enriquecida en células con morfología blástica, mientras que la 

fracción Lin⁺ CD34⁻ se conforma principalmente de células precursoras, cuyo estado de maduración 

es reconocible por su morfología. Se ha reportado en la literatura que CD34 es expresado por células 

hematopoyéticas tempranas en altos niveles y su expresión disminuye conforme se diferencian [15]. 

Además, las células Lin⁻ CD34⁺ provenientes de MO o de sangre de cordón umbilical (SCU) tienen 

un enriquecimiento de 10 a 100 veces en células formadoras de colonias (CFCs) (descrito en el 

capítulo 1.2.3)[15].  

Cabe mencionar que se han aislado células Lin⁻ CD34⁻ con características troncales, ya que son 

capaces de reconstituir el sistema hematopoyético en xenotrasplantes1, además de formar colonias 

hematopoyéticas, principalmente del linaje megacariocítico-eritroide [16]. Sin embargo, los cultivos 

de esta población generaron células Lin⁻ CD34⁺ CD38⁻, el inmunofenotipo tradicional de las CTH más 

primitivas, lo que sugiere que las células Lin⁻ CD34⁻ CD38⁻ pueden corresponder a una población 

más primitiva [17]. 

Las CPH más primitivas, al igual que las CTH, no presentan marcadores de diferenciación (Lin⁻) y 

comparten algunas moléculas de superficie, como CD34, ya que son poblaciones primitivas [18]. Sin 

embargo, presentan marcadores que los distinguen, como CD38, el cual se expresa en la población 

progenitora, pero no en la población troncal [19]. Distintas poblaciones hematopoyéticas expresan 

CD38, como monocitos, células dendríticas, linfocitos, entre otras. Sin embargo, su expresión puede 

modificarse cuando estas se activan en contextos inflamatorios [20]. La molécula CD38 es una 

proteína transmembranal con actividad enzimática, involucrada en la activación y respuesta del 

sistema inmunológico. Únicamente el 0.1% de las células CD34⁺ en MO no expresan CD38 [21]. Al 

diferenciarse y comprometerse hacia algún linaje hematopoyético, las células aumentan la 

expresión de CD38 mientras que disminuyen la expresión de CD34 [21]. Se ha observado que la 

población Lin⁻ CD34⁺ CD38⁺ tiene una gran capacidad de formación de colonias, pero solo 

reconstituye la hematopoyesis durante un corto tiempo en modelos de trasplante [22]. Las CPH en 

estados más avanzados de diferenciación comienzan a expresar a bajos niveles los marcadores del 

linaje al que se comprometieron. Por ejemplo, las células progenitoras de megacariocitos y 

eritrocitos (MEP, por sus letras en inglés Megakaryocyte/Erythrocyte Progenitor) expresan CD41, 

CD44 y CD71, mientras que las progenitoras de granulocitos y monocitos (GMP, por sus siglas en 

inglés Granulocyte/Monocyte Progenitor) CD45RA [12], [23]. 

Para fines de este estudio, definimos la población troncal hematopoyética como células Lin⁻ CD34⁺ 

CD38⁻ y la población progenitora hematopoyética como células Lin⁻ CD34⁺ CD38⁺, ya que se ha 

demostrado que estos inmunofenotipos son suficientes para diferenciar y purificar ambas 

poblaciones [17][18].  

 
1 Tipo de trasplante de células, tejidos u órganos de una especie a otra (por ejemplo, de humano a ratón) 
[125]. 
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1.2.2 Ensayos funcionales 
En ensayos funcionales in vitro, las CPH son capaces de formar colonias celulares embebidas en una 

matriz semisólida, demostrando su potencial de diferenciación y de proliferación. Estas colonias 

pueden ser clasificadas por su tamaño, color y composición celular como granulocíticas (G), 

monocíticas (M), granulomonocíticas (GM), eritroides tempranas (BFU-E), eritroides tardías (CFU-

E), y mixtas (GEMM). A pesar de que una colonia surge de una célula progenitora, la cantidad de 

colonias no es equivalente a la cantidad de células progenitoras en cultivo, ya que no todas las 

células progenitoras presentes en cultivo pueden generar colonias [24].  

En el caso de las CTH, el estándar de oro para evaluar sus propiedades es la reconstitución 

hematopoyética por medio de trasplantes a recipientes murinos inmunodeficientes que han sido 

irradiados.  Hasta la fecha, el ensayo de reconstitución in vivo es el único método irrefutable para 

detectar a la población troncal [25]. 

1.2.3 Cultivos in vitro de las CTPH 
La homeostasis de las CTPH es regulada por mecanismos endógenos y exógenos. Los factores 

endógenos son aquellos involucrados en las diferentes vías de señalización y reguladores 

transcripcionales, mientras que los factores exógenos se refieren a los componentes del nicho 

hematopoyético.   Para el mantenimiento in vitro de las CTPH, es necesario que algunos elementos 

del nicho hematopoyético sean incluidos en los cultivos. De esta forma, la supervivencia, 

proliferación y maduración de ambas poblaciones requiere de citocinas en el medio de cultivo. Las 

citocinas son proteínas secretadas o unidas a membrana que se unen a sus receptores en la 

superficie membranal y desencadenan respuestas que regulan la activación, proliferación y 

diferenciación de las células blanco [4]. Asimismo, se pueden clasificar en tres categorías 

dependiendo de su impacto en el sistema hematopoyético. Las citocinas de acción temprana 

promueven la supervivencia de las CTH, tales como trombopoyetina (TPO), factor de células 

troncales (SCF) y el ligando de la tirosina de hígado fetal 3 (FL, o FLT3), las cuales permiten mantener 

la viabilidad de las células CD34⁺ CD38⁻ en un 96% [26].  

Las de acción intermedia promueven la generación de CPH comprometidas a ciertos linajes, como 

el factor estimulante de colonias granulo-monocíticas (GM-CSF). Las citocinas de acción tardía 

contribuyen a la generación de células maduras, como eritropoyetina (EPO) y el factor estimulante 

de colonias de macrófagos (M-CSF).  

Anteriormente se tenía la hipótesis de que las citocinas de acción intermedia y tardía no influían en 

la diferenciación de las CTPH a algún linaje en particular, sino únicamente promovían la 

diferenciación de aquellas que ya están determinadas a algún linaje hematopoyético. [11] [19]. No 

obstante, trabajos recientes de nuestro laboratorio demuestran que niveles altos de citocinas en el 

medio alteran el destino celular de las CPH (Hernández-Barrientos, et al, datos no publicados). 

Otro de los elementos que recrean el nicho hematopoyético en cultivo es la presencia de células 

estromales, ya que se sabe que estas secretan citocinas como SCF, TPO, angiopoyetina 1 y 

osteopontina, entre otros, que promueven la supervivencia y proliferación de las CTPH [29]. Sin 

embargo, se ha demostrado que ciertas combinaciones de citocinas recombinantes pueden 

promover la proliferación de las CTPH de mejor manera que las células estromales [30]. 
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1.2.4 Importancia clínica de las poblaciones celulares en trasplantes hematopoyéticos 
Existen numerosas enfermedades hematológicas para las cuales el tratamiento clínico consiste en 

trasplantes de CTPH [31]. Para ello, los pacientes reciben altas dosis de quimioterapia, las cuales 

eliminan a una gran proporción de células hematopoyéticas en el organismo, incluyendo a las células 

que participan en la respuesta inmunológica. Posteriormente, los pacientes son trasplantados con 

células hematopoyéticas de donadores inmunocompatibles. La dinámica de recuperación del 

sistema hematopoyético después de un trasplante se muestra en la Figura 2, en el cual las 

poblaciones troncal y progenitora tienen una importante participación.  

Durante los primeros meses postrasplante, las CPH trasplantadas proliferan y se diferencian a 

células maduras, restaurando los niveles de leucocitos, eritrocitos y plaquetas en el paciente. 

Debido a que la mayoría de las CTH se encuentra fuera del ciclo celular, la frecuencia de células 

provenientes de las CTH trasplantadas es baja al inicio de la recuperación. Con el tiempo, las CPH 

trasplantadas se agotan al no poder autorrenovarse; de manera simultánea, hay un incremento en 

las células provenientes de las CTH y eventualmente todas las células hematopoyéticas en el 

paciente son originadas de la población troncal. Aunque las CTH son las que mantienen la 

hematopoyesis del paciente a largo plazo, las CPH son cruciales para mantener la producción celular 

hematopoyética a corto plazo. Esto es de vital importancia, debido a que las infecciones son una de 

las causas principales de mortalidad después de trasplantes hematopoyéticos [32]. Por lo tanto, 

ambas poblaciones celulares cumplen distintos papeles que son esenciales para la recuperación de 

los pacientes después de un trasplante hematopoyético.   

 

Figura 2. Esquema del origen de las células hematopoyéticas en un paciente en función del tiempo 

transcurrido posterior a un trasplante hematopoyético. TCH: trasplante de células hematopoyéticas; CTH: 

células troncales hematopoyéticas; CPH: células progenitoras hematopoyéticas. Modificado de [23] 
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1.3 Fuentes de células troncales y progenitoras hematopoyéticas 
Se han reportado tres fuentes principales de CTPH: MO, sangre periférica movilizada (SPM) y SCU 

[6][7], las cuales serán descritas a continuación. 

1.3.1 Médula ósea (MO) 
En los mamíferos adultos, las CTPH se encuentran ubicadas en sitios específicos dentro de la MO 

llamados nichos hematopoyéticos, los cuales poseen una dinámica física y química esencial para la 

regulación de la supervivencia, proliferación y autorrenovación de ambas poblaciones [35][36]. A 

diferencia del ratón, en donde todos los huesos participan en la hematopoyesis, en el humano los 

huesos largos son los principales sitios hematopoyéticos, como el fémur, las costillas, y la cresta 

ileaca entre otros [37].  

Las CTPH se mantienen en el nicho por la interacción con moléculas pertenecientes al estroma del 

tejido; una de las principales es la interacción CXCR4-CXCL12. CXCL12 (también conocido como SDF-

1) es expresado por diferentes tipos celulares en el nicho y se une al receptor CXCR4, expresado en 

CTPH. Alteraciones en dicha interacción produce números reducidos de células troncales en la MO 

[28][29]. Otras interacciones involucradas en el mantenimiento de las CTPH en la MO son el factor 

de células troncales SCF con el receptor Kit (SCF-KIT) y el receptor VLA-4 con la molécula de adhesión 

VCAM1 (VLA-4- VCAM1) [37][40].  

Los primeros intentos de trasplantes de MO fueron realizados por Thomas et. al, a finales de la 

década de 1950 [41]. Posteriormente, los estudios pioneros de Till y McCulloch para entender la 

biología de las células hematopoyéticas, así como el descubrimiento de la histocompatibilidad, dio 

inicio a la clínica de los trasplantes [9]. 

Para obtener la población troncal y progenitora de MO se realizan aspirados de médula a lo largo 

de la cresta ilíaca posterior de pacientes adultos, bajo anestesia general, de la cual se pueden 

obtener hasta 1.5 litros [40]. Los riesgos incluyen sangrado, dolor local e infección [25]. 

1.3.2 Sangre periférica movilizada (SPM) 
En 1962, Goodman y Hodgson reportaron por primera vez la presencia de progenitores 

hematopoyéticos en sangre periférica de ratones [42]. Las CTPH pueden ser movilizadas de la MO a 

la circulación de manera fisiológica mediante mecanismos regulados por los ciclos circadianos y por 

la respuesta inmune, entre otros [43]–[45]. No obstante, la migración de estas poblaciones hacia el 

torrente sanguíneo puede ser inducida por la administración de fármacos a los donadores, de donde 

se obtienen las células mediante aféresis. Este tratamiento es utilizado para una obtención 

alternativa de CTPH y es conocida como SPM.  

Uno de los fármacos más utilizados es el factor estimulante de células granulocíticas (G-CSF), el cual 

provoca disminución de la expresión de SCF y CXCL12 en el nicho, así como aumento de proteasas 

que cortan a moléculas como CXCL12, SCF y VCAM-1, culminando en la movilización de las células 

primitivas a la circulación [46], [47]. Adicionalmente, la molécula pequeña AMD3100 (plerixafor) 

promueve la movilización de las CTPH, puesto que es un antagonista del receptor CXCR4 [48] y se 

ha demostrado que el uso del ligando de FLT3 (FL), inhibidores de la enzima ciclooxigenasa 1 (COX1) 

y otros agentes también provocan la movilización de las CTPH hacia la circulación [36][37]. 
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Para movilizar a las CTPH de la MO, los donadores reciben un tratamiento de G-CSF durante cuatro 

o cinco días previos al trasplante. Sin embargo, en algunas ocasiones el tratamiento no resulta en 

altos niveles de células CD34⁺ en circulación, motivo por el cual, se puede administrar AMD3100 un 

día previo al trasplante [40]. Es posible recolectar hasta el equivalente de 12 litros de sangre durante 

la aféresis. Los donadores de SPM tienen una recuperación más rápida que los donadores de MO y 

menores efectos adversos [51]. Actualmente, los trasplantes hematopoyéticos utilizando SPM como 

fuente de CTPH son los más utilizados a nivel mundial [52].  

1.3.3 Sangre de cordón umbilical (SCU) 
La tercera fuente proviene de neonatos al momento del alumbramiento. Durante mucho tiempo, la 

SCU (también conocida como sangre placentaria), así como el cordón per se, fueron material de 

desecho médico al finalizar el alumbramiento. En 1974, Knudtzon describió por primera vez la 

presencia de progenitores hematopoyéticos en la SCU [53]. Posteriormente, Broxmeyer et.al. 

reportó que contenía células hematopoyéticas primitivas y maduras que podían ser utilizadas para 

trasplantes [33]. Pero no fue sino hasta 1988 cuando tuvo lugar el primer trasplante en un paciente 

pediátrico con anemia de Fanconi2, quien se le trasplantaron células provenientes de SCU de su 

hermana menor [54]. A la fecha, se han realizado más de 60,000 trasplantes de SCU a nivel mundial 

en pacientes con enfermedades hematológicas malignas y no malignas [55]. 

La SCU es obtenida mediante la punción de la vena umbilical una vez que el producto ha sido 

separado de la placenta, seguido del drenaje de la sangre a una bolsa estéril con anticoagulante. Es 

un proceso indoloro, puesto que el cordón umbilical no posee terminaciones nerviosas y no hay 

efectos adversos. El volumen de recuperación varía entre 80 y 150 ml. Además, las muestras pueden 

ser criopreservadas en bancos de sangre durante más de 20 años y mantener así a las células 

funcionales [56]. Más de 803,000 unidades de SCU se encuentran disponibles internacionalmente 

en bancos públicos y privados (WMDA, wmda.info)[57]. En México, el Banco de Sangre del Instituto 

Mexicano del Seguro Social (IMSS), establecido en 2005, se encuentra entre los mejores cinco en el 

mundo gracias a su productividad en la recolección de CTPH y su uso clínico en trasplantes 

(imss.gob.mx) [58]. 

1.3.4 Diferencias entre las fuentes de CTPH 
Si bien las poblaciones celulares provenientes de las tres fuentes tienen características similares, 

también presentan diferencias. En nuestro grupo de investigación las células de SCU son el objeto 

principal de estudio, debido a su gran potencial para su uso en tratamientos clínicos [59]. 

Las células de SCU tienen una mayor expresión del antígeno CD34 que su contraparte adulta, así 

como una mayor capacidad proliferativa [60], [61]. Además, la frecuencia de células con capacidad 

repobladora analizada en ratones inmunodeficientes SCID (SRC, por sus siglas en inglés) es más alta 

en SCU, seguida de MO y por último, en SPM [61].  

Por otro lado, una de las mayores complicaciones en trasplantes es la enfermedad de injerto contra 

hospedero (EICH), la cual es un desorden sistémico donde los linfocitos T del injerto reconocen los 

tejidos del paciente como extraños y atacan a las células del huésped. Aunque las tres fuentes de 

 
2 Enfermedad hereditaria caracterizada por una falla en los mecanismos de reparación del ADN. Esto lleva a 
alteraciones en el desarrollo, falla medular progresiva y un riesgo más alto a desarrollar ciertos tipos de cáncer 
[126]. 



16 
 

CTPH contienen una fracción de células T, las unidades de SCU tienen la incidencia de EICH más baja 

[40]. Esto se debe a que la SCU contiene células T consideradas “nuevas” o “vírgenes”, es decir, 

células que no han sido expuestas a antígenos, por lo que no tienen memoria inmunológica y pueden 

llegar a generar una tolerancia en el nuevo organismo que las aloje, en caso de un trasplante. Si bien 

las muestras de SPM son las que contienen mayores números absolutos de linfocitos, no hay 

diferencias significativas en la incidencia de EICH (aguda y crónica) de trasplantes de SPM y MO [52]. 

El criterio de compatibilidad de HLA (antígeno leucocitario humano, por sus siglas en inglés) para 

MO y SPM es alto (6/6 loci para un donador emparentado idéntico, 7/8 para un donador 

haploidéntico y 8/8 para un donador no emparentado). Para SCU, el criterio es más flexible (4/6 

loci), razón por la cual este tipo de trasplante sería más accesible, sobre todo para minorías étnicas 

[62]. 

Sin embargo, el volumen obtenido de las muestras de SCU es mucho menor que el volumen de las 

otras dos fuentes, por lo que el número absoluto de células CD34⁺ es el más bajo de las tres 

(aproximadamente un 15% menos que el número observado en MO y SPM). Esto aumenta el tiempo 

necesario para la reconstitución del sistema hematopoyético, incrementando la susceptibilidad a 

infecciones y hemorragias que ponen en riesgo la vida de los pacientes. Además, aumenta los costos 

de hospitalización [63]. 

Para solucionar los problemas relacionados con el bajo número de CTPH en SCU, algunos grupos 

realizan trasplantes con dos unidades de SCU para alcanzar los números celulares mínimos 

necesarios por kilogramo de peso del paciente [64]. Otro enfoque utilizado es el co-trasplante de 

unidades hematopoyéticas con células estromales mesenquimales, las cuales pueden ayudar a 

evitar el desarrollo de EICH [65]. Finalmente, se han desarrollado protocolos experimentales para la 

expansión ex vivo de CTPH [66]–[70]. 

2. Antecedentes  

2.1 Expansión ex vivo 
Varios grupos de investigación se han dado a la tarea de desarrollar estrategias para incrementar el 

número de CTPH empleando cultivos in vitro. Existen tres características que deben ser evaluadas 

en los cultivos de CTPH: la proliferación, la expansión y la diferenciación (Fig.3). La proliferación 

puede ser definida como la capacidad de una célula de generar células hijas, sin importar el estado 

de maduración ni el tipo celular de estas. Por lo tanto, para medir la proliferación se evalúan los 

números celulares absolutos generados en el cultivo a lo largo del tiempo. La expansión es la 

capacidad de una célula de generar células hijas con características fenotípicas y funcionales 

similares a la célula de origen. Uno de los parámetros para medir la expansión de una CTPH es 

evaluar la cantidad de CFC generadas en cultivo [71]. En el caso de la diferenciación celular, se define 

como el proceso en el que una CTPH genera células maduras (diferenciadas). Para evaluar 

diferenciación celular, se puede determinar el inmunofenotipo, la morfología celular, o la 

funcionalidad de las células generadas en cultivo a través de ensayos in vitro descritos en el capítulo 

anterior. 
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Figura 3. Esquema de la definición de las características de interés de las poblaciones troncal y progenitora en 

cultivos in vitro. 

 Evidentemente, para incrementar los números de CTPH obtenidas de SCU se busca promover su 

expansión. En este sentido, el objetivo es expandir el número de células CD34⁺ y/o el número de 

CFC. La presencia de citocinas en el medio es imprescindible para la supervivencia, proliferación y 

expansión de las poblaciones hematopoyéticas. La combinación más utilizada para la expansión de 

CTPH es IL-3, IL-6, SCF, TPO y FL [72], [73]. En años recientes, además de citocinas recombinantes, 

se han utilizado moléculas pequeñas, tales como el ligando de Notch Delta-1, StemReginina 1 (SR1), 

UM171, tetraetilenopentamina (TEPA), ácido valproico (VPA), nicotinamida, que actúan como 

ligandos de receptores o como modificadores epigenéticos y promueven la autorrenovación e 

inhiben la diferenciación de poblaciones primitivas [66]–[70], [74]. 

Adicionalmente, se ha demostrado la importancia de la organización espacial en los modelos in vivo. 

La matriz extracelular (ECM, por sus siglas en inglés) es una red de proteínas y polisacáridos 

secretados por las células estromales que es indispensable para dar forma, organización y dinámica 

en las estructuras multicelulares [75]. En la MO, la ECM está conformada principalmente por 

fibronectina, laminina y colágeno tipo II y IV [76]. De esta forma, se han implementado diferentes 

estrategias de cultivo donde diversas moléculas de ECM recubren las placas de cultivo (individual o 

grupalmente) [77], [78]. 

 2.2 Densidad celular 

2.2.1 Densidad celular en otras poblaciones celulares primitivas  
Existen diversas variables que pueden afectar las características de las poblaciones celulares en las 

condiciones in vitro. Algunos ejemplos son la temperatura de incubación, el tiempo de cultivo, la 

composición del medio de cultivo y la densidad celular utilizada en los cultivos. Este último 

parámetro se define como la cantidad de células cultivadas en una determinada superficie o en un 
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determinado volumen de cultivo. Se ha demostrado que la densidad celular inicial es un factor 

importante en el resultado final del cultivo. 

Existen estudios en el sistema mesenquimal en los que se reporta que una densidad celular alta al 

inicio de los cultivos promueve una mayor proliferación [79]. Sin embargo, disminuye la viabilidad 

celular, mientras que promueve la diferenciación y la senescencia celular [80]. Adicionalmente, se 

ha reportado que la densidad celular puede influir en la diferenciación de las células estromales 

mesenquimales (MSC, por sus siglas en inglés) hacia ciertos linajes [81]. 

En el sistema nervioso central, se ha reportado que las células precursoras mesencefálicas proliferan 

más a corto plazo cuando la densidad celular inicial es alta, sin embargo se diferencian a neuronas 

dopaminérgicas y el cultivo se agota [82]. En los dos sistemas mencionados, fue demostrado que las 

células eran capaces de determinar la densidad en cultivo gracias a la concentración de citocinas 

secretadas en el medio o la cantidad de uniones intercelulares, respectivamente [79], [82]. 

En otro modelo de cultivo de células progenitoras vasculares (CPV) se reportó que las células 

sembradas en una densidad alta al inicio del cultivo presentaban una proliferación alta los primeros 

días y luego disminuía, mientras que las células sembradas a baja densidad proliferaban de manera 

más lenta pero constante [83]. 

2.2.2 Densidad celular en células hematopoyéticas 
En el sistema hematopoyético, los estudios que evalúan el efecto de la densidad celular en los 

cultivos de células de SCU son principalmente de finales del siglo XX. En un estudio se demostró que 

el cultivo a corto plazo de las células mononucleares (CMN) de SCU a densidades altas generaba un 

aumento en el número celular en el cultivo, así como en el número de colonias [84]. 

En otro estudio se demostró que, al purificar las poblaciones primitivas, las células CD34⁺ CD38⁻ de 

muestras congeladas de SCU en densidades de una y diez células por pozo comenzaban a proliferar 

después de 7 a 12 días, y alcanzaban su número celular máximo a los días 90 y 70 de cultivo, 

respectivamente [85]. En otro estudio, las CTPH fueron sembradas en una densidad de una célula 

por pozo y se demostró que las CTH tenían una mayor tasa de proliferación, conservaban la 

capacidad de generar colonias y mantenían la producción de CFCs en ensayos de LTC-IC a largo 

plazo, mientras que las CPH se agotaron en las primeras semanas de cultivo [86].  

Estos estudios previos demuestran que las poblaciones hematopoyéticas cultivadas a una baja 

densidad celular inicial proliferan muy lentamente. Sin embargo, no se demuestra el efecto 

contrario a densidades altas. Por otro lado, se ha observado que la pureza de las poblaciones 

analizadas influye en la respuesta celular, principalmente en la proliferación y generación de 

progenitores hematopoyéticos [87], [88].  
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3. Planteamiento del problema 
Hasta donde sabemos, a la fecha no se ha publicado un trabajo en el que se analice el efecto de la 

densidad celular en la proliferación, expansión y diferenciación in vitro de las CTPH. Con esto en 

mente, en el presente estudio nos hemos planteado analizar el comportamiento biológico de las 

CTPH en función de la densidad a la que son cultivadas. 

 

 

4. Hipótesis 
La alta densidad celular promoverá la proliferación y expansión in vitro de las CTPH de SCU a corto 

plazo, pero favorecerá su diferenciación a largo plazo. Mientras, la baja densidad celular promoverá 

la proliferación y expansión in vitro de las dos poblaciones de manera constante a largo plazo, 

inhibiendo la diferenciación. 

 

 

5. Objetivos 

5.1 Objetivo general 
Evaluar el efecto de distintas densidades celulares en la proliferación, expansión y diferenciación in 

vitro de las CTPH de SCU. 

5.2 Objetivos particulares 
1. Determinar el efecto de la densidad celular en la proliferación de las CTPH en cultivos 

líquidos suplementados con citocinas recombinantes a través de la determinación del 

número celular a lo largo de 21 días.  

 

2. Determinar el efecto de la densidad celular en la expansión de las CTPH en cultivos líquidos 

suplementados con citocinas recombinantes a través de la determinación del número de 

colonias a lo largo de 21 días.  

 

3. Determinar el efecto de la densidad celular en la diferenciación de las CTPH en cultivos 

líquidos suplementados con citocinas recombinantes a través de la determinación de la 

morfología celular a lo largo de 21 días.  
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6. Materiales y métodos 

6.1 Obtención de poblaciones celulares CD34⁺ CD38⁺ y CD34⁺ CD38⁻ 
Se utilizaron muestras frescas y congeladas de SCU humana, proveniente de los bancos de sangre 
del Hospital General de la Raza y del Hospital Troncoso, ambos pertenecientes al IMSS. La SCU fue 
obtenida mediante punción de la vena umbilical y vaciada por gravedad en bolsas con 
anticoagulante por el personal del hospital correspondiente. La técnica de obtención de las 
muestras fue aprobada por el Comité de Ética del Centro Médico Nacional Siglo XXI. El 
procedimiento se llevó a cabo en una campana de flujo laminar. Las células mononucleares (CMN) 
provenientes de muestras frescas fueron obtenidas por medio de un gradiente de densidad usando 
Ficoll-Paque. Posteriormente las células fueron resuspendidas en amortiguador de fosfatos (PBS, 
por sus siglas en inglés) con los antibióticos penicilina/ estreptomicina (10 µg/ml) y gentamicina (10 
µg/ml). El número celular y la viabilidad fueron calculados utilizando el diluyente de Turk y azul de 
tripano, respectivamente, con un hematocitómetro. Cuando alguna muestra de sangre tuvo un 
volumen menor a 50mL, se mezcló con otra muestra para purificar las CMN en conjunto (muestras 
en pool). 

En el caso de muestras congeladas, se utilizaron dos métodos de descongelación: 1) el contenido de 
los viales fue resuspendido en medio RPMI previamente atemperado a 37°C, enriquecido con suero 
bovino fetal (FBS) al 10%, antibióticos (mencionados anteriormente) y DNAsa (20U/ml). 
Posteriormente fue centrifugado para eliminar el dimetil sulfóxido (DMSO) y sometido a un 
gradiente de densidad usando Ficoll-Paque. 2) Los viales fueron descongelados en baño María y 
resuspendidos en medio de descongelación (previamente descrito) y sometidos a gradiente de 
densidad con Ficoll-Paque. El segundo método se utilizó debido a que la viabilidad y la celularidad 
disminuyeron significativamente en las muestras descongeladas por el primer método.  

Una vez obtenida la población mononuclear, se realizó un enriquecimiento de células Lin⁻ por medio 
de selección negativa utilizando el kit Easysep Progenitor Cell Enrichment with Platelet Depletion 
(StemCell Technologies Inc., Vancouver, Canadá). Este consistió en la incubación celular (6𝑥107 
cél/ml) con un coctel de anticuerpos (durante 15 minutos a temperatura ambiente), seguido de la 
incubación con un coloide magnético (durante 5 minutos a temp. ambiente). El coctel de 
anticuerpos incluía los siguientes antígenos de superficie: CD2, CD3, CD11b, CD11c, CD14, CD16, 
CD19, CD24, CD56, CD61, CD66b y Glicoforina A. Las células fueron colocadas en una columna 
magnética durante 10 minutos. Así, las células deseadas fueron recolectadas, centrifugadas y 
resuspendidas en buffer PBS con 3% de EDTA, para su posterior conteo.  

6.2 Citometría de flujo 
Las células Lin⁻ fueron incubadas con los anticuerpos CD34-Aloficocianina (APC) y CD38-Ficoeritrina  
(PE) y el colorante de viabilidad Vybrant DyeCycle Violet durante 20 minutos a temperatura 
ambiente en oscuridad. Para la detección de fluoróforos y la posterior separación de las poblaciones 
se utilizó el citómetro de flujo Influx BD. Utilizamos dos metodologías distintas para seleccionar las 
poblaciones de estudio, cuyo diseño está ilustrado en la Figura 4: 

1) Método 1. Se seleccionaron las células con morfología linfoide (poca granularidad y poco 
tamaño) y posteriormente las células en las regiones CD34⁺ CD38⁻ y CD34⁺ CD38⁺, para las 
CTH y CPH respectivamente (𝑛 = 3). Ambas poblaciones se obtuvieron de una misma 
muestra procesada de SCU. 

2) Método 2. Se seleccionaron las células con morfología linfoide (poca granularidad y poco 
tamaño), luego aquellas células en la región DyeCycle+ (células vivas), y finalmente las 
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células en las regiones CD34⁺ CD38⁻ o CD34⁺ CD38⁺, para las CTH o CPH respectivamente 
(𝑛 = 8, 4 para cada población). Cada población se obtuvo de una muestra procesada de SCU 
distinta.  

Por medio de cell sorting, las poblaciones simple positiva o troncal (CD34⁺ CD38⁻) y la doble positiva 
o progenitora (CD34⁺ CD38⁺) fueron sembradas a diferentes densidades en placas de 96 pozos de 
fondo en forma de U (0.32𝑐𝑚2), o en placas de pozos con fondo plano (0.95𝑐𝑚2), dependiendo 
del experimento. Las densidades utilizadas en ambos casos fueron: 1, 10, 100 y 1000 células por 
pozo. 

6.3 Cultivos celulares in vitro 
Las células fueron incubadas en medio de cultivo Stemspan, con las citocinas IL-6, FL3, TPO y SCF 
(10 ng/ml) a una temperatura de 37°C, durante 21 días. El volumen de cultivo en las condiciones de 
1 y 10 células fue de 50μl, para 100 células fue 100μl, y para 1000 células fue 200μl por pozo. Para 
prevenir la muerte celular por una elevada densidad celular, los cultivos de 1000 células fueron 
divididos en dos pozos de igual superficie (0.32𝑐𝑚2) al día 7 o el total de células se trasladó a pozos 
más grandes (0.95𝑐𝑚2) (𝑛 = 8). 

6.4 Conteo celular 
Durante los días 0, 7, 14 y 21, se determinó el número de células en cada pozo de cada condición 
utilizando diluyente de Turk y la viabilidad celular fue determinada utilizando azul de tripano. En 
algunas ocasiones, principalmente en las condiciones de 1 y 10 células/pozo, el número celular era 
demasiado bajo para poder ser contado en un hematocitómetro. Para ello, se evaluaron el total de 
células con ayuda de fotografías analizadas con el programa ImageJ. 

El incremento en veces se obtuvo al dividir el número celular de un pozo entre el número celular 
inicial -1,10,100,1000- según sea el caso. Los pozos proliferativos son aquellos cuyo incremento en 
veces es mayor a 1.1 con respecto al número celular inicial en cada condición -2, 11, 110 y 1100 
células- en cada condición, respectivamente. 

6.5 Ensayos de colonias 
Se colocó un determinado número celular, que dependió de la cantidad de células encontradas en 
cada pozo, en un medio semisólido de metilcelulosa a una temperatura de 37°C por dos semanas. 
Si la población en el pozo del cultivo celular era menor a 500 células, toda la población se colocaba 
en un volumen de 100μl/pozo de metilcelulosa. Si la población era mayor a 500 células, se realizaba 
el cálculo para colocar únicamente 500 células en 500 μl/pozo de metilcelulosa. Una vez trascurrido 
el periodo de dos semanas, se realizó el conteo de colonias. Estas fueron clasificadas, dependiendo 
de su tamaño, color y composición, en granulocíticas, monocíticas, granulo-monocíticas, eritroides 
y mixtas. Cada colonia es originada por una célula progenitora existente al momento del inicio del 
ensayo, por lo que esta metodología determina el número de progenitores de una muestra. Debido 
a que no todos los ensayos tuvieron la misma cantidad celular al momento de sembrarlas, los datos 
se compararon por medio del porcentaje de formación de colonias con respecto al número celular 
inicial. 
 

6.6 Ensayos de morfología celular 
El volumen del cultivo (no mayor a 50 μl) fue centrifugado en CYTOSpin a 1000rpm por 5 minutos. 
Posteriormente, las laminillas fueron teñidas por medio del colorante Wright-Giemsa para evaluar 
el estado de maduración y el tipo celular de las poblaciones en las diferentes condiciones. Las células 
eran clasificadas, dependiendo de su tamaño, su granularidad y su tinción, como: i) linfocitoides o 
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primitivas, ii) blastocitos mieloides monocíticos y iii) granulocíticos, iv) blastocitos eritroides, v) 
células mieloides maduras monocíticas y vi) granulocíticas. 
 

6.7 Estadística 
Los análisis estadísticos fueron realizados con los programas Microsoft Excel y GraphPad Prism 9.5 
(versión 9.9). Se empleó la prueba de t y análisis de varianza (ANOVA) o modelo de efectos mixtos. 
Las diferencias se consideraron significativas cuando el valor de 𝑝 < 0.05.  Los resultados 
presentados en las gráficas son el promedio ± SEM. 
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7. Resultados 

7.1 Enriquecimiento y obtención de las poblaciones celulares purificadas 
Los resultados en este trabajo fueron obtenidos de 13 muestras de SCU humana. Para evaluar el 
efecto de la densidad en las diferentes características de las células troncales y progenitoras 
hematopoyéticas, se enriqueció la población linaje negativo (Lin⁻) a partir de CMN, de donde se 
purificaron las poblaciones CD34⁺ CD38⁻ (CTH) y CD34⁺ CD38⁺ (CPH).  

Las primeras 5 muestras procesadas fueron utilizadas para 3 experimentos en los que se purificaron 
ambas poblaciones celulares de una misma muestra (Método 1) (Fig.4a). En la Tabla 1 se muestran 
los porcentajes de recuperación de las poblaciones purificadas con respecto al total de CMN 
detectadas por citometría, los cuales fueron de 0.27 ± 0.28% y 21.28% para CTH y CPH, 
respectivamente. La población de CTH era muy reducida, por lo que en los primeros experimentos 
no se obtuvieron células suficientes para la condición de 1000 células/pozo.  

           

 

 

a) 

b) 
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Figura 4. Paneles representativos del diseño de citometría de flujo de ambas metodologías. Las células 
mononucleares tienen una morfología similar a los linfocitos, lo cual permite ubicarlas con base en su 
granularidad (SSC: side scatter) y su tamaño (FSC: forward scatter); a partir de esta primera localización, se 
seleccionaron las poblaciones CD34⁺ CD38⁻ (CTH) y CD34⁺ CD38⁺ (CPH). a) Método 1, b) Método 2, que incluyó 
la selección de células vivas previo a las poblaciones celulares, y el análisis del contenido de DNA. CTH: Células 
troncales hematopoyéticas, CPH: Células progenitoras hematopoyéticas. 

 

Una vez que las células fueron sembradas a las distintas densidades después de ser seleccionadas 
por citometría de flujo, se comprobó su presencia en los pozos de cultivo de manera visual. 
Denominamos porcentaje de eficiencia al porcentaje de pozos en los que se confirmó la presencia 
de células (Fig. 5). Se observaron células en el 70 ± 17.32%  de los pozos de la condición de 1 
célula/pozo y 87.5 ± 13.29% de la condición de 10 células/pozo en las CTH. En el caso de las CPH, 
el 50 ± 26.4% de los pozos de 1 célula/pozo, 63.3 ± 32.1% de los de 10 células/pozo y 83.3 ±
28.86% de los de 1000 células/pozo fueron confirmados con presencia de células. En el 100% de 
los pozos de la condición de 100 células/pozo de las CTH y CPH se encontraron células.  

Características Método 1 
𝑛 = 3 

Método 2 
𝑛 = 6 

Región indicada para CMN (%) 40.6 ± 16.15 18.87 ± 17.85 

Células vivas (DyeCycle+) (%) -- 93.92 ± 5.54 

CD34⁺ CD38⁻ (%) 0.27 ± 0.28 1.5 ± 1.41 

CD34⁺ CD38⁺ (%) 21.28 ± 14.98 29.07 ± 10.58 
Tabla 1. Características de las regiones analizadas por citometría en distintas metodologías. Se presenta el 
promedio y el error estándar de 3 y 6 experimentos, cada método respectivamente. Prueba de t con la 
corrección de Welch y se consideraron diferencias significativas a partir de 𝑝 < 0.05.   

   

 

Figura 5. Porcentaje de pozos que fueron confirmados con la presencia de células de forma visual después de 
ser sembrados por citometría de flujo. CTH: células troncales hematopoyéticas; CPH: células progenitoras 
hematopoyéticas. Método 1, aislando las dos poblaciones celulares en de una misma unidad de SCU (𝑛 = 3). 
Método 2, aislando cada población celular de una muestra distinta de SCU y agregando el colorante de 
viabilidad DyeCycle al panel de citometría (𝑛 = 4). Se reporta el promedio y error estándar. * No hay datos 
de 1000 células/pozo de CTH en el Método 1. ANOVA de dos vías, con diferencias significativas de 𝑝 < 0.5. 
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Habiendo la posibilidad de que se estuvieran sembrando células no viables que expresaran en su 
membrana los marcadores elegidos, las siguientes 8 muestras se utilizaron en 4 experimentos 
distintos para seleccionar únicamente a la población CTH o la población CPH de cada muestra de 
SCU para evitar posibles daños por manejo, además de agregar un marcador de viabilidad al panel 
de citometría (Método 2). El colorante Vybrant DyeCycle Violet es una sustancia permeable a la 
membrana celular que se une a las cadenas de DNA de células vivas, y que no es citotóxico, por lo 
que nos permitió asegurar la viabilidad celular al momento de sembrarlas en cultivo. Con estos 
cambios, el porcentaje de recuperación de CTH aumentó a 1.5 ± 1.41% y 29.07 ± 10.58% (Tabla 
1), lo cual se encuentra en el intervalo reportado previamente por nuestro grupo de investigación y 
en la literatura mundial [89].  Además, con estos cambios en la metodología se incrementó el 
porcentaje de eficiencia pasando a 73.3 ± 5.77% de pozos de la condición de 1 célula/pozo, 96.6 ±
5.77% de 10 células/pozo de CTH, mientras que para las CPH fue de 70.5 ± 8.42% de 1 célula/pozo, 
y 95 ± 10% de 10 células/pozo (Fig.5). El 100% de los pozos en las condiciones de 100 y 1000 
células/pozo de CTH y CPH fueron confirmados con células. A pesar de que los datos del porcentaje 
de recuperación y de eficiencia no son significativos, la certeza de la viabilidad celular al inicio del 
cultivo permitió una mayor supervivencia a lo largo de los experimentos. 

Además, el colorante de viabilidad nos permitió evaluar la etapa del ciclo celular en el que se 

encontraban las poblaciones de interés, basado en el contenido de DNA (Fig.6). Se observó que más 

del 90% de las células, tanto CTH como CPH, se encuentran en fase G0/G1.   

 

Figura 6. Fase del ciclo celular de las poblaciones purificadas (CTH y CPH) basado en el contenido de DNA 

detectado con el colorante de viabilidad (𝑛 = 7). Se reporta promedio y error estándar. ANOVA de dos vías. 

****Diferencia significativa 𝑝 < 0.0001.  

7.2 Proliferación celular 
Las células obtenidas por selección mediante citometría de flujo fueron sembradas a diferentes 
densidades en cultivo. Debido a que el número celular utilizado en este trabajo fue muy bajo, 
medimos la proliferación en dos tipos de fondo de pozo de cultivo para evaluar si el espacio afectaba 
la tasa de respuesta. Para ello, sembramos 1000 células/pozo de la población CTH en pozos de fondo 
plano y pozos de fondo U (placas de 96 pozos) durante 14 días, con las características de cultivo 
empleadas para el resto de los ensayos (ver Metodología) (Fig.7). Visualmente, las células 
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sembradas en pozos con fondo plano se dispersaron a lo largo del mismo, mientras que en pozos 
de fondo U se concentraron en el fondo del pozo (Fig.7a). La Figura 7b muestra las cinéticas de 
cultivo de ambas condiciones, donde encontramos que la proliferación fue más alta cuando las 
células fueron sembradas en pozos de fondo U, es decir, en un espacio que las mantiene juntas los 
primeros días de cultivo. 

 

 

                        

Figura 7. Efecto del tipo de fondo de pozo en la proliferación celular. a) Esquema de la distribución celular 
en los distintos pozos, donde en los pozos de fondo U las células se concentran en el fondo, mientras que en 
los pozos de fondo plano se encuentran dispersas a lo largo de la superficie. b) Número celular en cultivo a lo 
largo del tiempo en cada tipo de pozo (𝑛 = 2). Se reporta promedio y error estándar. ANOVA de dos vías. 
*Diferencia significativa 𝑝 = 0.0315. 

 

Una vez establecido el tipo de pozo a utilizar (fondo U), se evaluó la proliferación de las dos 
poblaciones celulares purificadas durante 21 días (Fig.10,11 y 12). Definimos proliferación como el 
incremento del número celular final obtenido con respecto al número celular inicial, sin importar el 
fenotipo de las células. La proliferación es expresada de forma cuantitativa por el incremento en 
veces (IV), que evalúa la relación del número celular final con respecto al número de células 
sembradas al día cero. Entonces, un IV menor o igual a 1 indicaría que la población no proliferó o se 
mantuvo sin cambios, mientras que un IV mayor a 1 significaría que existió proliferación. En las 
Figuras 8 y 9 se muestran imágenes de los cultivos de ambas poblaciones en todas las condiciones 
a lo largo del tiempo. 

En la población de CTH, hubo proliferación en todas las densidades celulares (Fig.10a). En la 

densidad de 1 célula/ pozo, el punto máximo de proliferación se alcanzó al día 7, con un incremento 

en veces promedio de 44.2 ± 8.99, a partir del cual la proliferación decayó, hasta llegar a 21.21 ±

21.21 al día 21. En las densidades de 10, 100 y 1000 células por pozo, el punto máximo se alcanzó 

en el día 14, con un incremento en veces de 240.2 ± 113.5, 90.8 ± 70.6 y 28.8 ± 18.6, 

a) 

b) 
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respectivamente. En la densidad de 10 células por pozo, la proliferación se mantuvo hasta el día 21, 

mientras que para las densidades de 100 y 1000 el IV decayó hasta 10 y 6.9 al día 21, 

respectivamente. 
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Figura 10. Efecto de la densidad celular inicial en la proliferación celular. Incremento en veces (IV) del 
número celular en cultivo a lo largo del tiempo de cada densidad celular (1,10,100,1000) en a) la población de 
CTH (𝑛 = 4) y b) de CPH (𝑛 = 4). La gráfica se presenta en escala logarítmica. Se reporta promedio y error 
estándar. Modelo de efectos mixtos. * Diferencia significativa 𝑝 = 0.0328. 

 

Para la población de CPH, hubo proliferación en todas las densidades celulares (Fig.10b) y todas 
alcanzaron su punto máximo de proliferación al día 14, con un IV de 31.9 ± 20.3 en 1 célula/pozo,  
168.9 ± 128.2 en 10 células/pozo, 88.8 ± 75.3 en 100 células/pozo y 41.5 ± 32.05 en 1000 
células/pozo. Este IV no disminuyó significativamente para el día 21.   

a) 

b) 
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Ahora bien, los datos presentados en la Figura 10 corresponden al promedio de la proliferación de 
todos los pozos sembrados al día cero. Sin embargo, se observó un número constante de pozos en 
cada experimento que no proliferó (tuvo un IV igual o menor a 1). Por ello, para calcular el 
porcentaje de pozos que consideramos como proliferativos, se tomaron en cuenta aquellos cuyo IV 
fue mayor a 1.1, esto es, los pozos tenían más de 2, 11, 110 y 1100 células, con respecto a la densidad 
inicial (Fig.11).  

Con este enfoque, el porcentaje de pozos proliferativos de la población de CTH se incrementó 
conforme aumentó la densidad celular inicial (Fig.11a). En la condición de 1 célula/pozo, únicamente 
el 25.7 ± 7.5% de los pozos fueron positivos a proliferación al día 7, mientras que en la condición 
de 10 células/pozo, el 95.8 ± 4.1% de los pozos proliferó. Sin embargo, estos porcentajes 
disminuyeron con el tiempo, hasta llegar a 6.25 ± 6.2% y 54.1 ± 20.8%, respectivamente para el 
día 21. En contraste, el 100% de los pozos de las condiciones de 100 y 1000 células/pozo se 
consideraron proliferativos al día 7 y el porcentaje se mantuvo hasta el día 21. 

En el caso de la población de CPH, el porcentaje de pozos proliferativos también aumentó conforme 
se incrementó con la densidad de sembrado inicial (Fig.11b).  Pero a diferencia de las CTH, cuya 
respuesta proliferativa disminuyó con el tiempo en las densidades menores, para las CPH el 
porcentaje disminuyó con el tiempo en todas las densidades. En las condiciones de 100 y 1000 
células/pozo, el porcentaje disminuyó del 100% hasta 83.3 ± 16.6% y 66.6 ± 33.3% al día 21, 
respectivamente.  

 

 

 

 

 

 

a) 
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Figura 11. Porcentaje de pozos proliferativos en cultivo. Porcentaje de pozos proliferativos de a) la población 
de CTH (𝑛 = 4)  y b) población de CPH (𝑛 = 4), definido como aquellos con un IV igual o mayor a 1.1. D: Día; 
cél/pozo: célula/pozo. Se reporta promedio y error estándar. Modelo de efectos mixtos. *Diferencia 
significativa 𝑝 < 0.0332, ** 𝑝 < 0.0021. 

A pesar de que las poblaciones purificadas eran inmunofenotípicamente homogéneas con los 
marcadores que utilizamos, hubo grandes diferencias en la respuesta entre pozos de las mismas 
densidades celulares. Por ello, los datos obtenidos fueron agrupados en histogramas con respecto 
al incremento en veces observado en cada densidad celular (Fig.12 y 13).  
 
La presencia de pozos que no proliferaron solo se detectó en las densidades bajas de ambas 
poblaciones celulares a lo largo del cultivo. Al día 7, la mitad de los pozos de la condición de 1 
célula/pozo tuvieron un IV menor a 1 (el 49 ± 19% para CTH y 55 ± 7% para CPH) mientras que 
solo el 8 ± 11% (CTH) y el 15 ± 19% (CPH) en 10 células/pozo lo tuvieron (Fig.12a y 13a). El resto 
de los pozos se distribuyó en distintos rangos de IV, pudiendo incluso alcanzar IV de más de 100. 
 
En contraste, en las densidades de 100 y 1000 células/pozo al día 7 no se registraron pozos con IV 
menor a 1, pero tampoco se registraron pozos con IV mayor a 100, sino que se mantuvieron 
predominantemente en un rango de 1 a 50 (Fig.12a y 13a). Para el día 21, el porcentaje de pozos 
que no proliferaron a densidades bajas aumentó en ambas poblaciones (Fig.12c y 13c). Durante 
todo el cultivo, en las densidades menores la heterogeneidad fue más notoria, ya que encontramos 
pozos con IV muy diversos en CTH y CPH, datos que no se registraron en las densidades altas.  
 
 

 
 
 
 
 
 

b) 
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Figura 12. Porcentaje de pozos con un IV determinado en cultivo de CTH. Histogramas de IV de la población 
de CTH a lo largo del tiempo y en las distintas condiciones a) al día 7, b) día 14 y c) día 21 (𝑛 = 4). Cél/pozo: 
célula/pozo.  Se reporta promedio y error estándar. Modelo de efectos mixtos. *Diferencia significativa 𝑝 <
0.0332. 
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Figura 13. Porcentaje de pozos con un IV determinado en cultivo de CPH. Histogramas de IV de la población 
de CPH a lo largo del tiempo y en las distintas condiciones a) al día 7, b) día 14 y c) día 21 (𝑛 = 4). Cél/pozo: 
célula/pozo. Se reporta promedio y error estándar. Modelo de efectos mixtos. *Diferencia significativa 𝑝 <
0.0332.  
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Para evaluar si el tipo de respuesta observado a los 7 días influyó en su comportamiento posterior 
en cultivo, seguimos los pozos de las densidades menores agrupándolos según el IV registrado al día 
7 (Fig.14 y 15). En el caso de las CTH, podemos observar que los pozos de 1 célula/pozo con un IV 
menor a 1 o entre 1 y 10 veces no proliferaron en los días posteriores (Fig.14a). Los pozos cuyo IV 
al día 7 se encontró entre 10 y 25 y entre 25 y 50 veces proliferaron para el día 14 y abruptamente 
decayeron para el día 21. Los pozos cuyo IV fue entre 50 a 100 veces al día 7 fueron los únicos que 
aumentaron su número celular durante el resto del cultivo, alcanzando un IV de 373.5 para el día 
21. Sin embargo, los pozos cuyo IV fue mayor a 100 no proliferaron, registrando un IV de 24.1 al día 
21.  
Por otro lado, en la condición de 10 células/pozo, mientras mayor IV hubo al día 7, mayor 
proliferación al día 14, incluso aquellos cuyo IV fue de más de 100, que lograron alcanzar un 
incremento de 512.4 ± 615.7 (Fig.14b). Sin embargo, todos los pozos en esta condición 
disminuyeron la proliferación para el día 21.  
 
 

 
Figura 14. Proliferación de los pozos de CTH agrupados según el IV registrado al día 7.  (𝑛 = 4). Se reporta 
promedio y error estándar. # Datos del IV del grupo de 1-10 veces al día 21 no determinados. Modelo de 
efectos mixtos. 
 
Para la población de CPH ocurrió el mismo fenómeno en los pozos de 1 y 10 células/pozo: mientras 
más alto fuera el incremento en los primeros 7 días, mayor la respuesta al día 14 (Fig.15). Para el 
día 21, independientemente de la tasa de proliferación inicial, el IV de todos los pozos decayó.   
 
 
 
 
 
 
 
 

a) 1 célula/pozo b)  10 células/pozo 
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Figura 15. Proliferación de los pozos de CPH según su IV al día 7.  (𝑛 = 4). Se reporta promedio y error 
estándar. Modelo de efectos mixtos. 
 
También se midió la viabilidad de los pozos que proliferaron en ambas poblaciones (Fig.16). La 
metodología seguida para la selección de las dos poblaciones celulares aseguraba que el 100% de 
las células se encontraban vivas al momento de ser sembradas al día cero. En todas las condiciones 
de CTH, la viabilidad se mantuvo arriba del 90% al día 7, pero disminuyó con el tiempo: en las 
condiciones de 1 y 10 células/pozo, la viabilidad alcanzó menos del 50%, mientras que llegó a 68% 
en las condiciones de 100 y 1000 células/pozo, para el día 21 (Fig.16a). 
 
En la población de CPH, la viabilidad se mantuvo arriba del 80% en las condiciones de 1, 10 y 100 
células/pozo al día 7, y disminuyó paulatinamente a lo largo del tiempo (Fig.16b). Sin embargo, en 
el caso de la densidad de 1000 células/pozo, la viabilidad se mantuvo en poco más de 50% durante 
todo el cultivo. Estos resultados demuestran que las poblaciones de CTH y CPH disminuyeron su 
viabilidad de manera independiente a la densidad celular, pudiendo ser esta una característica 
intrínseca de las poblaciones.  
 

a) 1 célula/pozo b)  10 células/pozo 
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Figura 16. Viabilidad celular en cultivo. Porcentaje de viabilidad en a) la población de CTH (𝑛 = 4) y b) la 
población de CPH (𝑛 = 4)  a lo largo del tiempo en las distintas densidades celulares. Se reporta promedio y 
error estándar. Modelo de efectos mixtos. *Diferencia significativa 𝑝 < 0.0332, ** 𝑝 < 0.0021. 

 
Para evaluar si la superficie de cultivo afectaba la viabilidad celular, dividimos en dos el número de 
células recuperadas de algunos pozos de 1000 células/pozo al día 7 (para ambas poblaciones) y 
sembramos cada mitad en pozos de 0.32 𝑐𝑚2 y 0.95𝑐𝑚2, respectivamente (Fig.17). Los resultados 
de cada población fueron muy distintos. En el caso de las CTH, no hubo diferencias significativas 
entre mantener las células en pozos de 0.32 𝑐𝑚2 y cambiarlas a pozos de mayor superficie, debido 

a) 

b) 
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a que mostraron un IV similar en ambas condiciones en los días 14 y 21 (Fig.17a). Sin embargo, 
aunque la viabilidad fue de 94.05 ± 2.13% al día 7, en los pozos de 0.32 𝑐𝑚2 disminuyó a 53.34 ±
6.57% al día 21, mientras que alcanzó 12.14 ± 5.38% en los pozos de 0.95𝑐𝑚2 (Fig.17b).  
 

 
 

 

          
 

 
 

Figura 17. Efecto de la superficie de cultivo en la proliferación y viabilidad celular. a) Incremento en veces 
del cultivo de 1000 células/pozo a los días 14 y 21 (𝑛 = 1) para las poblaciones de CTH (𝑛 = 3) y CPH (𝑛 = 1) 
en dos tipos de pozos, con respecto al IV del día 7(línea punteada). b) Viabilidad celular en los cultivos de 1000 
células/pozo de CTH (𝑛 = 3) y c) de CPH en los distintos pozos (𝑛 = 1). Se reporta promedio y error estándar. 
Modelo de efectos mixtos. *Diferencia significativa 𝑝 < 0.0332, ** 𝑝 < 0.0021. 

 
En las CPH se observó que la proliferación fue mayor en los pozos con mayor área de cultivo, aunque 
no hubo diferencias significativas (Fig.17a). Por otro lado, hubo diferencias en la viabilidad al día 14, 

a) 

b) CTH c) CPH 
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ya que se registró de 67.12% en pozos de 0.32 𝑐𝑚2 y de 26.08% en pozos de 0.95𝑐𝑚2 (Fig.17c). 
Al día 21, la viabilidad disminuyó en ambas condiciones.  
 
Los resultados muestran que, de forma independiente al espacio en el que crecen, las CTH 
alcanzaron su punto máximo de proliferación al día 14, mientras que las CPH siguen proliferando 
para el día 21. Sin embargo, aunque la viabilidad disminuyó con el tiempo en ambas condiciones, 
un mayor espacio de cultivo promovió la disminución de la viabilidad celular a una mayor velocidad. 
 
 

7.3 Expansión celular 
Definimos expansión celular como el incremento en el número de un tipo particular de células en 
cultivo que poseen características similares a las células sembradas originales. En este estudio, la 
expansión se cuantificó con base en la propiedad de las CTPH para formar colonias 
hematopoyéticas. En la Figura 18 se muestran imágenes representativas de los tipos de colonias.  
Para medir la expansión, se siembra una cantidad conocida de células del cultivo en medio 
semisólido enriquecido con citocinas; 14 días después, se evalúa el número y tipo de colonias 
generadas, analizando si existió un incremento en veces de las CFCs con respecto al día cero (Fig.16 
y 18).  
   
                                            CFU-E                                                                 BFU-E                                                                    

           

                                          CFU-G                                                                 CFU-M                                                                            

           

                                          CFU-GM                                                          CFU-GEMM 
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Figura 18. Imágenes representativas de los tipos de colonias hematopoyéticas. CFU-E, colonias eritroides 
tardías, BFU-E, colonias eritroides tempranas; CFU-G, colonias mieloides granulocíticas; CFU-M, colonias 
mieloides monocíticas; CFU-GM, colonias mieloides granulo-monocíticas; CFU-GEMM, colonias granulocíticas, 
eritroides, megacariocíticas y de macrófagos. 

 
 
Al inicio del cultivo, el porcentaje de CFCs para las CTH fue de 16.78 ± 28.1%, lo cual fue un 
incremento con respecto a las células Lin⁻ (7.75 ± 2.8%) y las células mononucleares (CMN, 0.44 ±
0.4%). Esto demostró el enriquecimiento en cada uno de los pasos de la metodología para obtener 
a las CTH purificadas (Fig.19a).  
 
Al día 7 de cultivo de CTH, se observó un incremento en el número de CFCs a mayor densidad celular, 
siendo el IV más alto de 12.03 ± 6.6 en la condición de 100 células/pozo; sin embargo, no hay 
diferencias significativas entre las densidades probadas (Fig.19b). Al día 14, el mayor IV se observó 
en las condiciones de 10 y 100 células/pozo, alcanzando incrementos de 17.77 ± 19.1 y de 36.97 ±
34.25, respectivamente. En contraste, las condiciones de 1 y 1000 células/pozo disminuyeron en 
comparación a su IV al día 7. Al día 21, el IV disminuyó drásticamente en todas las condiciones, 
excepto en 1 célula/pozo, el cual registró un incremento de 52 veces.  
      

      
Figura 19. Efecto de la densidad celular en la expansión de la población CTH. A) Porcentaje de CFCs al día 
cero (𝑛 = 4). B) Incremento en veces con respecto al día cero de CFCs encontradas en cultivo los días 7, 14 y 
21 (𝑛 = 4). CFC: célula formadora de colonias; CMN, células mononucleares; Lin⁻: linaje negativo; ND: no 
determinado. Se reporta promedio y error estándar. Modelo de efectos mixtos.  

ND 

a) b) 
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En cuanto al tipo de colonias observadas en las distintas condiciones para la población de CTH, la 
proporción de colonias del linaje mieloide fue similar a la del linaje eritroide al día cero, 
encontrándose un bajo porcentaje de colonias consideradas más primitivas (CFU-GEMM) (Fig.20). 
Al día 7, el porcentaje de colonias eritroides fue mayor en las densidades de 100 y 1000 células/pozo, 
mientras que para el día 14, el porcentaje de colonias mieloides comenzó a predominar en todas las 
densidades celulares, siendo el único tipo de colonia presente para el día 21. El efecto de la pérdida 
del linaje eritroide a lo largo de tiempo en este tipo de ensayos ya ha sido reportado anteriormente. 
 
 

 
Figura 20. Efecto de la densidad celular en el tipo de colonias formadas de la población de CTH. Porcentaje 
de colonias eritroides (CFU-E), mieloides (CFU-M), y mixtas (CFU-GEMM), a lo largo del tiempo y en las 
distintas densidades celulares (𝑛 = 4).  

 
Para la población de CPH al día cero, el porcentaje de CFCs también fue mayor (17 ± 13.51%), a 
comparación de las células Lin⁻ (2.73 ± 2.36%) y la población CMN (0.095 ± 0.05%) (Fig.21a). Es 
importante denotar que las muestras de SCU utilizadas para estos experimentos fueron distintas a 
las muestras utilizadas para los ensayos de la población de CTH. Debido a esto y por las 
características intrínsecas de cada muestra, el porcentaje de formación de colonias de la población 
Lin⁻ y mononuclear es distinto en las dos poblaciones, sin embargo, no hay diferencias significativas 
entre ambas. 
 
Al día 7, no existió un patrón dependiente de la densidad celular, ya que las condiciones de 1 y 100 
células/pozo tuvieron un incremento mayor a 20 veces, mientras que a 10 y 1000 células/pozo el 
incremento fue menor a 9 veces (Fig.21b). Al día 14, el IV disminuyó a mayores densidades: el IV 
más alto fue de la condición de 1 célula/pozo, con 11.07 ± 18.08 veces, mientras que en 1000 
células/pozo fue de 1.99 ± 2.93 veces. Al día 21, el IV disminuyó en todas las condiciones. Estos 
resultados sugieren que la expansión celular en la población progenitora ocurre a corto plazo y la 
capacidad de formación de colonias se pierde con el tiempo. 
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Figura 21. Efecto de la densidad celular en la expansión de la población de CPH. A) Porcentaje de CFCs al día 

cero (𝑛 = 4). B) Incremento en veces con respecto al día cero de CFCs encontradas en cultivo los días 7, 14 y 

21 (𝑛 = 4). CFC: célula formadora de colonias; CMN, células mononucleares; Lin⁻: linaje negativo. Se reporta 

promedio y error estándar. Modelo de efectos mixtos. 

En cuanto a los tipos de colonias, la población Lin⁻ de las unidades utilizadas para estos 
experimentos presentó colonias predominantemente de linaje eritroide, mientras que en las 
poblaciones CMN y CPH hubo un equilibrio entre linaje mieloide y eritroide al día cero (Fig. 22). 
Durante el cultivo, el linaje mieloide predominó desde el día 7 en todas las condiciones, aunque 
todavía se apreciaron colonias mixtas y de linaje eritroide. Sin embargo, para los días 14 y 21, solo 
se registraron colonias mieloides.  

 

 

a) b) 
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Figura 22. Efecto de la densidad celular en el tipo de colonias formadas de la población de CTH. Porcentaje 
de colonias eritroides (CFU-E), mieloides (CFU-M), y mixtas (CFU-GEMM), a lo largo del tiempo y en las 
distintas densidades celulares (𝑛 = 4). 

De esta manera, podemos concluir que las CTH se expanden durante todo el cultivo, mientras que 
las CPH solo se expanden la primera semana del cultivo, además, ambas poblaciones comienzan a 
perderse a largo plazo, independientemente de la densidad celular. 

 

7.4 Diferenciación celular 
Hemos demostrado que el sistema de cultivo fue eficiente para la supervivencia de las dos 
poblaciones. Así, en todas las condiciones hubo proliferación y expansión celular en cultivo a corto 
plazo, mientras que ambas características decayeron a largo plazo. Entonces, evaluamos si las 
células perdieron la capacidad de mantenerse en cultivo debido a que se diferenciaron con el 
tiempo. Debido a los bajos números celulares (menor a 20 mil células en la mayoría de los casos), 
no fue posible analizar las poblaciones por citometría de flujo. En cambio, analizamos la morfología 
celular a través de microscopía de luz a lo largo del tiempo tomando una muestra de cultivo de cada 
condición.  
 
Utilizamos una clasificación celular de 4 grupos basados en la morfología (Fig. 20):  

1) Células linfoides. Su morfología asemeja a los linfocitos (poco citoplasma, núcleo grande) y 
que abarca a las células troncales y progenitoras, presentan color violeta en tinción Wright-
Giemsa (WG). 

2) Células precursoras mieloides tempranas. Son de mayor tamaño a comparación de las 
células linfoides, su núcleo está descentralizado. Se pueden subclasificar en células 
precursoras de granulocitos si presentan gránulos en el citoplasma, o precursoras de 
monocitos en ausencia de gránulos; presentan color violeta en la tinción WG. 

3) Células precursoras mieloides tardías. Tienen una morfología parecida a células mieloides 
maduras. 

4) Células precursoras eritroides tempranas. Son células pequeñas, con tinción azul en WG, 
las cuales no presentan gránulos. Los precursores tardíos no se encontraron en los cultivos 
puesto que la presencia de eritropoyetina (EPO) y de otros factores es necesaria para la 
generación de células eritroides en estadios de diferenciación más avanzados. 
 
 

 

 

           

Linfoides Mieloides tempranos Mieloides tardíos Eritroides tempranos 
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Figura 23. Esquema de la clasificación de morfología celular encontrada en los cultivos. Micrografías de células 
con tinción WG originadas en cultivos. 

 
 

Basado en esta clasificación, se realizó el análisis morfológico correspondiente y en la Figura 24 se 
muestran los porcentajes de los tipos de morfología encontrados en cultivo en los diferentes días 
de cultivo de ambas poblaciones celulares. 
 
En el caso de las CTH, las células linfoides fueron observadas en todas las condiciones al día 7, 
aunque el porcentaje disminuyó a mayor densidad celular, con 100% en la condición de 1 
célula/pozo y 21.66 ± 16.49% en 1000 células/pozo (Fig. 24a). De manera simultánea, el 
porcentaje de precursores mieloides tempranos aumentó con la densidad celular, siendo 42.85% 
en la condición de 10 células/pozo y 78.3 ± 16.49% en 1000 células/pozo. Para el día 14, el 100% 
de la morfología era de precursores mieloides tempranos, mientras que la presencia de precursores 
mieloides tardíos apareció al día 21, siendo el 30.76% de la condición de 100 células/pozo.  
 
En el caso de la población de CPH, la presencia de células linfoides predominó en la densidad de 1 
célula/pozo, pero disminuyó con la densidad celular, llegando a ser el 20.17 ± 30.8% del total de 
células en 1000 células/pozo (Fig. 24b). Mientras tanto, el porcentaje de precursores tempranos de 
ambos linajes aumentó a mayores densidades. Este efecto se vio exacerbado para el día 14, en el 
que el porcentaje de células linfoides disminuyó hasta alcanzar 2.74 ± 3.19% en la condición de 
1000 células/pozo. Para el día 21, la morfología celular encontrada fue de precursores mieloides 
tempranos y tardíos. Por lo tanto, la diferenciación celular ocurre inherentemente en cultivos de 
ambas poblaciones, pero se ve promovido por la alta densidad celular. 
 
 

           
 

a) 

b) 

ND ND 
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Figura 24. Efecto de la densidad celular en la diferenciación. A) Diferenciación de la población CTH (𝑛 = 2) y 
b) CPH (𝑛 = 3) a lo largo del tiempo en las distintas densidades. Porcentaje de células linfoides (Linf), 
precursores mieloides tempranos (Mie Temp) y tardíos (Mie Tard), precursores eritroides tempranos (Eri 
Temp) y tardíos (Eri Tard). ND: no determinado. Se reporta promedio y error estándar. 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

ND 



46 
 

8. Discusión 

Desde el punto de vista de su aplicación clínica, la investigación alrededor de la SCU se enfoca en 

solucionar su mayor desventaja: aumentar el bajo número de células CD34⁺ que posee a 

comparación de las fuentes adultas para su uso en trasplantes hematopoyéticos. Existen múltiples 

factores de los cultivos in vitro que influyen en la respuesta celular [90]. En este estudio nos 

enfocamos en el efecto de la densidad celular sobre las características necesarias en una unidad de 

SCU para su uso en un trasplante exitoso, tales como la proliferación, expansión y diferenciación 

celular de las poblaciones hematopoyéticas troncal y progenitora.  

Primero, se obtuvieron las poblaciones celulares de CTPH por medio de dos metodologías distintas 

(Fig.4). Aunque no hay diferencias significativas en los porcentajes de células CD34⁺ CD38⁻ y CD34⁺ 

CD38⁺ obtenidas entre ambas metodologías, la segunda es más estricta, al preseleccionar las células 

vivas con el colorante DyeCycle, asegurando su viabilidad al inicio del cultivo (Tabla 1). Además, el 

obtener únicamente una población por muestra de sangre nos permitió obtener la cantidad 

suficiente de células para la condición de 1000 células/pozo, con repetidos en cada experimento, 

principalmente en la población troncal.  

Es importante recalcar que la pandemia de SARS-CoV-2 (2020-2022) impidió la obtención de 

muestras frescas de SCU. Debido a esto, optamos por utilizar muestras almacenadas (CMN) en 

nitrógeno líquido. La población progenitora purificada de muestras congeladas proliferó y expandió 

de forma parecida a las de muestras frescas, en contraste con la población troncal, cuyos 

experimentos realizados con muestras congeladas mostraban una proliferación y expansión mucho 

menor que las obtenidas de muestras frescas. En estudios previos, se ha reportado que las células 

CD34⁺ (que incluye a las CTH y CPH) provenientes de muestras congeladas conservan sus 

características funcionales, e incluso pueden ser trasplantadas [56], [91]. También, se ha 

demostrado que conservan sus características después de varios días en cultivo in vitro [92], [93]. 

Sin embargo, en dichos estudios las condiciones de cultivo fueron diferentes a las del presente 

trabajo. Por ejemplo, toda la fracción CD34⁺ fue sembrada como una sola población, es decir, sin 

separar a las células progenitoras de las troncales; las células fueron sembradas en mayor número 

celular (más de 1𝑥106 células por cultivo), con una mayor superficie de cultivo y adicionando 

moléculas pequeñas y diferentes citocinas en el medio para promover su supervivencia y 

proliferación. Por lo anterior, no es posible hacer una comparación directa entre nuestro estudio y 

los trabajos anteriores. 

Por ello, una explicación de que las CTH obtenidas de muestras congeladas no hayan proliferado es 

que las condiciones de cultivo utilizadas, como el bajo número de células sembradas en cada 

condición y el uso exclusivo de citocinas de supervivencia, aunado al estrés del procedimiento de la 

descongelación celular, actuaron de manera negativa en la proliferación y supervivencia de esta 

población.  

Proliferación celular 

Los cultivos celulares en diferentes tipos de pozos demostraron que la proliferación fue más alta 

cuando fueron sembrados en pozos de fondo U que en planos, es decir, en un espacio que los 

mantiene juntos los primeros días de cultivo (Fig.7). En la mayoría de los experimentos con estas 

poblaciones celulares se utilizan placas con pozos más grandes o con pozos planos [14], [94]. Sin 
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embargo, el mínimo número celular sembrado es 1𝑥105 células/pozo, lo que requiere mayor 

superficie de cultivo al inicio del experimento que el que utilizamos en este estudio. Esto parece 

apuntar a que la cercanía de las células es necesaria en cultivos con una densidad inicial celular 

relativamente baja (1000 células/pozo) para promover la supervivencia y proliferación a corto plazo.  

Encontramos que en todas las condiciones hubo proliferación (Fig.10), pero el comportamiento 

depende de la densidad celular inicial, por lo que clasificamos el comportamiento de proliferación 

como baja densidad a las condiciones de 1 y 10 células/pozo, y como alta densidad a las de 100 y 

1000 células/pozo.  

A bajas densidades, las dos poblaciones tienen una tasa de proliferación muy rápida, mientras que, 

a densidades altas, la tasa de proliferación es más lenta. Estos resultados se respaldan con los datos 

de proliferación generados en modelos matemáticos cuando hay alguna perturbación en el sistema 

hematopoyético, donde mientras más grande sea la perturbación mayor es la respuesta 

proliferativa generada por las CTPH [95], [96]. En ese contexto, una densidad celular inicial baja (de 

1 o 10 células por pozo) es una gran perturbación ya que provoca una proliferación abrupta, 

mientras que una densidad alta (de 100 o 1000 células) provoca una proliferación más lenta en 

ambas poblaciones. Además, esta respuesta de proliferación observada es causada por la densidad 

inicial, puesto que las células sembradas se encontraron en fase G0 o G1 al inicio del cultivo (Fig. 6).   

Estos comportamientos son el promedio de la proliferación de todos los pozos sembrados al día 

cero. Al evaluar el porcentaje de pozos proliferativos a corto plazo, encontramos que a densidades 

altas todos los pozos proliferaron, mientras que muy pocos pozos presentaron proliferación a 

densidades bajas en las dos poblaciones (Fig.11). Estos resultados sugieren que no todas las células 

en el cultivo proliferan, lo cual se apoya en los estudios que demuestran que un subgrupo de células 

troncales es el que mantiene la hematopoyesis en un organismo [97]. Entonces, este fenómeno 

podría estar ocurriendo en los cultivos de densidades altas también, sin embargo, al haber más de 

una célula inicial, la probabilidad de que alguna célula en el cultivo prolifere es más alta. Así, el alto 

porcentaje de pozos proliferativos en densidades altas no necesariamente significa que la densidad 

celular promueve la proliferación, sino que existieron células que proliferaron y enmascararon a 

aquellas que no respondieron. Esto ya se ha reportado en células Lin⁻CD34⁺ de SCU, en los que solo 

un porcentaje del número total de células se encontró en fase S durante el cultivo [98].  Se han 

propuesto algunos marcadores para identificar las células proliferativas en cultivo. Para el caso de 

las CTH, el marcador CD48 fue propuesto para identificar a las células proliferativas de ratón, la cual 

es una molécula de adhesión asociada a la proliferación y activación de células T [99]. Es interesante 

notar que en el mismo estudio reportan que esta población tiene una firma transcripcional parecida 

a las CTH de corto plazo (ST-HSC, por sus siglas en inglés) y a las CTH de hígado fetal, mientras que 

las células que no proliferan se parecen transcripcionalmente a las CTH de largo plazo (LT-HSC, por 

sus siglas en inglés) y a las CTH adultas.  

A pesar de que no hay un marcador propuesto exclusivamente para las CPH, se ha visto que la 

expresión de Ki-67 en la población CD34⁺ CD45⁻ (que abarca a las CTPH) puede identificar 

eficientemente las células proliferativas, ya que es una proteína nuclear y nucleolar que se expresa 

a partir de la fase G₁ tardía, y continúa hasta la fase M [100]. Serán necesarios estudios posteriores 

en los que se evalúe la efectividad de estos candidatos en la expansión celular clínica.   
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Adicionalmente, al separar la respuesta proliferativa en histogramas, encontramos que existe 

heterogeneidad en las poblaciones inmunofenotípicamente iguales (Fig.12 y 13), puesto que no 

todas responden de la misma manera al mismo estímulo, lo cual ya ha sido observado 

anteriormente [101]. Estos resultados sugieren que existen factores en los cultivos de ambas 

poblaciones celulares que no consideramos en este estudio y que juegan un papel crucial en la 

respuesta proliferativa durante todo el cultivo, como puede ser el estado celular transcriptómico, 

metabolómico, epigenético, entre otros [102], [103]. 

Observamos también que la respuesta de proliferación inicial determina el comportamiento 

posterior en cultivo: las células que no responden los primeros siete días no proliferan después (Fig. 

14 y 15). El comportamiento predominante en las densidades bajas de ambas poblaciones fue que, 

a mayor tasa de proliferación al día 7 mayor proliferación al día 14; sin embargo, todos los pozos 

dejaron de proliferar para el día 21. Este efecto es similar a la determinación celular a un linaje 

específico, en donde una célula se compromete de manera irreversible a un destino celular y, por 

lo tanto, que no se modifica por estímulos externos. En este contexto, las células que respondieron 

proliferando a corto plazo, continuaron a largo plazo también. Se sabe que la determinación celular 

es un proceso controlado por reguladores epigenéticos, como la metilación de DNA, por lo que es 

posible que la respuesta proliferativa al estímulo de densidad celular también lo sea [104], [105]. 

Para poder evaluar este fenómeno con más detalle es necesaria alguna metodología que permita 

identificar a cada célula en cultivo a lo largo del tiempo. Un ejemplo es la utilizada en Rodríguez-

Fraticelli, et al., donde marcaron con un código lentiviral a las células para poder seguir su progenie 

en trasplantes [106].  

Aunado a esto, la viabilidad de las dos poblaciones disminuyó significativamente a densidades bajas 

(Fig. 16). Esto se apoya en la evidencia acerca de que los contactos célula-célula entre las células 

hematopoyéticas y las del nicho son necesarias para la supervivencia de las poblaciones troncal y 

progenitora [107] y podría sugerir que los contactos intercelulares entre las propias células 

hematopoyéticas también tienen un papel importante en su supervivencia in vitro y posiblemente 

in vivo también. 

Por otro lado, a densidades altas la viabilidad de las dos poblaciones fue muy alta a corto plazo, 

mientras que solo disminuyó en la población progenitora a largo plazo (Fig. 16). Debido a que esto 

ocurrió independientemente de la densidad celular, puede ser una característica intrínseca de las 

poblaciones celulares. Se conoce que el tiempo promedio de vida de una célula troncal puede ser 

prolongado debido a su capacidad por permanecer quiescente, mientras que una célula 

progenitora, al tener como función principal generar linajes hematopoyéticos específicos, su 

promedio de vida es menor [23], [108]. 

Una posible explicación a la baja tasa de proliferación (comparado con las otras densidades) y la 

disminución paulatina de la viabilidad observada en la densidad más alta de las poblaciones puede 

ser la competencia por el espacio en el cultivo. Tanto las CTH como las CPH se cultivan en suspensión 

celular y no se adhieren al fondo de la caja de cultivo, pero al realizarse los cultivos en placas de 96 

pozos con fondo en U, que equivale a un área de cultivo de 0.32 𝑐𝑚2, el espacio podría haber 

afectado la viabilidad.  

Por esta razón, dividimos pozos de cultivo en dos y sembramos cada mitad en un tipo de pozo de 

diferente tamaño (Fig. 17). Encontramos que, independientemente de la superficie de cultivo, la 
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proliferación de las CTH disminuye, mientras que para la de las CPH aumenta. Además, los 

resultados sugieren que el espacio de cultivo no afecta la proliferación celular, sino afecta la 

viabilidad, ya que a mayor espacio menor viabilidad celular en ambas poblaciones, lo cual se 

complementa con lo discutido previamente. Las diferencias de comportamiento en cultivo entre 

cada población pueden ser causadas por factores instrínsecos al tipo celular, que influyan en un 

agotamiento de las CTH y en una mayor proliferación en CPH, a costa de la viabilidad del cultivo.  

Expansión celular 

Para analizar la expansión en los cultivos, analizamos el número de colonias hematopoyéticas 

formadas por las poblaciones celulares en las distintas condiciones. Encontramos que no hay un 

efecto significativo de la densidad en la expansión celular de las dos poblaciones (Fig. 19 y 21). Sin 

embargo, hay una tendencia en la que hay una mayor expansión en las densidades de 10 y 100 

células/pozo en la población troncal, mientras que en la población progenitora, es la densidad más 

baja (de 1 célula/pozo) la que más se expande. Aunque ambas son poblaciones primitivas y ambas 

necesitan citocinas y contactos celulares con el nicho para expandirse, se ha reportado que el coctel 

de citocinas necesario para cada población es distinto. Por ejemplo, las progenitoras se expanden 

mejor con una coctel de SCF, TPO y FGF-1 en co-cultivo con MSCs, mientras que para las troncales 

es FL, SCF, IL-6 y TPO y no es necesaria la presencia de otros tipos celulares in vitro [109], [110]. Con 

base en esto, las condiciones de cultivo utilizadas promueven la expansión de las CTH, pero no de 

CPH. Esto se complementa con que la población troncal presentó su pico máximo en la segunda 

semana, mientras que para la progenitora se presentó en la primera semana, para después 

disminuir. Otro punto a considerar es el estrés celular generado por las condiciones del cultivo, ya 

que puede afectar negativamente la expansión hematopoyética [111]–[113]. La curva de rápida 

proliferación y la disminución de la viabilidad de la población progenitora podrían sugerir que las 

condiciones de una densidad muy baja o alta respectivamente pueden causar estrés suficiente para 

inhibir la expansión. 

Adicionalmente, se conoce que las células cultivadas in vitro durante varias semanas pierden la 

capacidad de generar células de linaje eritroide [Hernández-Barrientos et al, datos no publicados] 

[114]. Esto también ocurre por la ausencia de eritropoyetina (EPO), necesaria para la generación de 

células eritroides. Sin embargo, observamos que las densidades altas aceleran el proceso de pérdida 

del linaje eritroide, siendo más rápido el efecto en la población progenitora (Fig. 20 y 22). En 

conjunto, independientemente de la densidad celular, las poblaciones celulares se expanden, pero 

a diferentes tiempos, los cuales pueden depender de características propias de cada población y 

otros elementos del cultivo diferentes a la densidad, además de perder la capacidad de generar el 

linaje eritroide. 

Diferenciación celular 

Por otro lado, analizamos la morfología de las células generadas en cultivo para evaluar el posible 

efecto de la densidad celular en los patrones de diferenciación de ambas poblaciones celulares Fig. 

24). Para ello, utilizamos la clasificación celular establecida previamente por nuestro grupo de 

investigación [115]. Nuestros resultados muestran que la densidad celular alta promueve una 

diferenciación celular más rápida, probablemente como resultado de interacciones celulares 

(contacto celular y secreción de citocinas). Como era de esperarse, el proceso de diferenciación 

terminal se ve acelerado en la población progenitora.   
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Es probable que la diferenciación se haya visto favorecida por la presencia de IL-6 en cultivo. IL-6 es 

una citocina proinflamatoria que se ha demostrado que tiende a promover la diferenciación [116] y 

que afecta a la población progenitora, pero no a la troncal [117]. Por otra parte, el factor estimulante 

de colonias granulocíticas (G-CSF) es secretado principalmente por células pertenecientes al nicho 

hematopoyético, pero también por monocitos y macrófagos. Al aumentar el número de células 

diferenciadas, principalmente del linaje mieloide, es posible que la concentración de G-SCF aumente 

en los cultivos y esto promueva la diferenciación de las células primitivas, como se ha observado en 

otros estudios [118]. Finalmente, es importante hacer notar que la presencia de células 

diferenciadas en cultivo no favorece la expansión de las células primitivas [119], por lo que la 

generación de células maduras en nuestro sistema experimental seguramente tuvo efectos sobre la 

expansión celular.  

La pérdida eventual del cultivo debido a la alta tasa de proliferación y a la diferenciación de las 

poblaciones es un fenómeno observado en pacientes con complicaciones de enfermedades 

infecciosas, que derivan en supresión de la MO y pancitopenia. Las CTH estimuladas con señales 

inflamatorias salen de su estado de quiescencia, lo cual provoca daño a DNA, y presentan una 

proliferación acelerada que las lleva a la diferenciación, por lo que ya no son capaces de mantener 

la hematopoyesis [120][121]. Por lo tanto, vislumbrar el mecanismo por el que esto ocurre tiene 

relevancia clínica. 
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9. Conclusiones y perspectivas 

En el presente trabajo pudimos comprobar que la densidad celular inicial afecta el comportamiento 

de las poblaciones hematopoyéticas troncal y progenitora in vitro. Tomando en consideración los 

resultados de las tres características celulares evaluadas, generamos modelos que describen el 

comportamiento de ambas poblaciones observado en cultivo en función de la densidad celular 

inicial (Fig. 22). De acuerdo con nuestro modelo, las bajas densidades promueven una rápida 

proliferación y una expansión a corto plazo, hasta que los cultivos se agotan por diferenciación 

celular. En el caso de las densidades altas, estas promueven una lenta proliferación y expansión a 

corto plazo, hasta que los cultivos se agotan porque las células diferenciadas invaden el cultivo. 

 

Figura 22. Comportamiento observado en los cultivos de células troncales (izquierda) y progenitoras 

(derecha) en las condiciones de baja densidad (1 y 10 células/pozo) de alta densidad (100 y 1000 células/ 

pozo). Eje X, tiempo; eje Y, incremento en veces (*en escala logarítmica) 

En nuestras condiciones de cultivo, las dos poblaciones celulares decayeron con el tiempo 

independientemente de la densidad celular. Este es un fenómeno que ha sido ampliamente descrito 

por nosotros y otros grupos. Es probable que este comportamiento se debe a causas distintas en 

función de la densidad celular. Es decir, a bajas densidades, las poblaciones celulares parecen 

agotarse debido a que desarrollan una respuesta proliferativa abrupta en los primeros días. Por otro 

lado, a densidades altas, las poblaciones se agotan por una acumulación excesiva en cultivo, la cual, 

seguramente, va acompañada de la acumulación de inhibidores y productos de desecho celulares, 

así como la escasez de nutrientes en el medio [90].  

El presente estudio deja ver que las células hematopoyéticas responden a los estímulos del 

microambiente en cultivo en función de la densidad celular inicial. En este sentido, una de las 

perspectivas más importantes es encontrar el mecanismo por el cual esto ocurre.  Se ha demostrado 

ampliamente la importancia del contacto directo célula-célula entre las células del nicho y las CTPH 

para la supervivencia y expansión de las últimas. Los resultados encontrados en este estudio 

sugieren un papel importante de los contactos entre las CPTH entre sí para su mantenimiento in 

vitro. Por ejemplo, podría abordarse al analizar la densidad de receptores de contacto en las 

poblaciones celulares generadas en cultivo, ya que se ha demostrado que la disminución de estas 
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moléculas en células del nicho afecta la proliferación hematopoyética [122]. Por otro lado, se conoce 

que la secreción de ciertas citocinas inflamatorias inhibe la proliferación hematopoyética [123], 

[124]. Por lo tanto, analizar el sobrenadante de los cultivos de cada condición podría desvelar el 

mecanismo. 

Finalmente, estos resultados pueden ser útiles en la expansión clínica de las CTPH. El objetivo de los 

cultivos in vitro previo al trasplante es lograr la proliferación y expansión de las CTPH. Enfrentamos 

varios retos importantes en los cultivos in vitro de las CTPH de SCU, como la tendencia a la 

diferenciación, la pérdida de las poblaciones primitivas con el tiempo, así como la falta del número 

suficiente de CTPH. Por lo tanto, se busca una proliferación y expansión a corto plazo, para evitar la 

diferenciación. En las condiciones estudiadas, observamos que la proliferación es más rápida a 

densidades bajas, el pico de expansión es entre 7 y 14 días y la diferenciación aumenta a los 14 días.   

Por lo tanto, proponemos como siguiente paso un cultivo de números totales mayores de CTPH 

(10,000 o más células/pozo) con una densidad celular baja (según cada modelo de expansión) para 

generar una proliferación acelerada, durante un periodo corto (de 7 días) para observar expansión 

y mantener el porcentaje de diferenciación bajo. Sin embargo, es importante evaluar si el 

comportamiento de la proliferación, expansión y diferenciación observados en este trabajo es el 

mismo a números celulares mayores, para poder ser utilizado como protocolo de expansión clínica. 
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