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RESUMEN 

La neuroglobina (Ngb) es una hemo-proteína expresada en tejido nervioso de varias 

especies animales, incluidos los mamíferos. Dentro de su estructura, Ngb posee un 

ion hierro, el cual es primordial para que pueda cumplir sus funciones como factor 

neuroprotector y neurogénico. A nivel cerebral Ngb se encuentra ampliamente 

expresada tanto en regiones corticales como subcorticales. Por otra parte, la 

deficiencia de hierro (DFe) es una patología extremadamente común a nivel mundial 

y se relaciona con diversas afecciones neurológicas crónicas e irreversibles. El 

sustrato fisiopatológico de estas afecciones se debe en gran parte a la deficiente 

incorporación de hierro a proteínas en áreas cerebrales como hipocampo, corteza 

prefrontal y cuerpo estriado. Sin embargo, a la fecha no se dispone de evidencia 

sobre la existencia de alteraciones en la presencia de Ngb en hipocampo, corteza 

prefrontal y cuerpo estriado ante DFe. Por este motivo, nos dimos a la tarea de 

realizar un modelo de DFe en rata Wistar desde la gestación hasta la adultez. 

Posteriormente realizamos inmunofluorescencia en hipocampo, corteza prefrontal y 

cuerpo estriado contra Ngb. Más tarde, mediante el software Image-Pro® Plus 

Version 7.0 realizamos análisis colorimétrico del color verde en las microfotografías, 

para así obtener el área con marcaje y densidad de marcaje de Ngb. Los datos 

obtenidos fueron sometidos a análisis estadístico y los resultados con valores 

p≤0.05 se consideraron como estadísticamente significativos. Finalmente, 

encontramos que el hipocampo y la corteza prefrontal de sujetos DFe presentaron 

disminución neuronal de la presencia de Ngb. Además, tanto en neuronas de 

hipocampo como de corteza prefrontal de sujetos DFe se observó mayor presencia 

de Ngb fuera del soma, probablemente en dendritas y axones. Por el contrario, en 

el cuerpo estriado los sujetos DFe presentaron un incremento neuronal en la 

presencia de Ngb. Más aún, en neuronas del cuerpo estriado la localización de Ngb 

fue esencialmente somática. 
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ABSTRACT 

Neuroglobin (Ngb) is a heme-protein expressed in nervous tissue of various animal 

species, including mammals. Within its structure, Ngb has an iron ion, which is 

essential for it to fulfill its functions as a neuroprotective and neurogenic factor. At 

the brain level, Ngb is widely expressed in both cortical and subcortical regions. On 

the other hand, iron deficiency (DFe) is an extremely common pathology worldwide 

and is related to various chronic and irreversible neurological conditions. The 

pathophysiological substrate of these conditions is largely due to the poor 

incorporation of iron into proteins in brain areas such as the hippocampus, prefrontal 

cortex, and striatum. However, to date there is no evidence on the existence of 

alterations in the presence of Ngb in the hippocampus, prefrontal cortex, and 

striatum in the face of DFe. For this reason, we undertook the task of carrying out a 

model of DFe in the Wistar rat from gestation to adulthood. Subsequently, we 

performed immunofluorescence in the hippocampus, prefrontal cortex and striatum 

against Ngb. Later, using Image-Pro® Plus Version 7.0 software, we performed 

colorimetric analysis of the green color in the microphotographs, in order to obtain 

marking area and marking density of Ngb. The data obtained was subjected to 

statistical analysis and the results with values p≤0.05 were considered statistically 

significant. Finally, we found that the hippocampus and the prefrontal cortex of DFe 

subjects presented a neuronal decrease in the presence of Ngb. Furthermore, both 

in hippocampal and prefrontal cortex neurons from DFe subjects, a greater presence 

of Ngb was observed outside the soma, probably in dendrites and axons. On the 

contrary, in the striatum the DFe subjects presented a neuronal increase in the 

presence of Ngb. Besides, in neurons of the striatum the location of Ngb was 

essentially somatic. 
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1. MARCO TEÓRICO 

 

1.1 Globinas y tipos de globinas 

Las globinas son proteínas expresadas ampliamente en varios dominios de la vida 

y tienen la capacidad de unirse al oxígeno en virtud de su ion hierro. Se han 

encontrado cuatro miembros de la familia de las globinas que incluyen: hemoglobina 

(Hb), citoglobina, mioglobina (Mb) y neuroglobina (Ngb) (1). En el año 2000, se 

descubrió la primera globina nerviosa en vertebrados, se le llamó neuroglobina, 

debido a que se identificó en tejido neuronal de humanos y ratones (1). 

 

1.2 Estructura de la neuroglobina 

La estructura tridimensional de Ngb tanto humana como murina es globular, 

compuesta por ocho hélices alfa y un grupo prostético hemo (Fe-protoporfirina IX). 

Las hélices alfa A, B, E, F, G y H se conforman en una estructura de dos capas (2-

4); la cual compone el clásico emparedado alfa helicoidal 3-sobre-3, similar a las 

proteínas hémicas Mb y Hb (5, 6) (Fig. 1). 
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Fig. 1. Modificado de (7). Estructura 3D de la proteína Ngb humana, en verde dos cadenas de 
histidina (His64 y His96), las cuales se encuentran interactuando con el grupo hemo que se muestra 
en amarillo. 

 

La estructura primaria de Ngb comprende 151 aminoácidos con una masa molecular 

de 17 kDa y comparte 20-25% de la identidad con Mb y Hb (8, 9). Esta estructura 

primaria de Ngb comparte múltiples secuencias de alineación de aminoácidos entre 

especies, lo cual indica una estrecha relación entre especies, incluso la identidad 

de aminoácidos entre los humanos y los murinos es de 94% (2, 10).  

El conjunto de un anillo porfirínico con un ion hierro recibe el nombre de grupo hemo, 

este grupo es rodeado por un pliegue polipeptídico de hélice alfa de la globina, la 

cual a través de uno de sus residuos de histidina se une covalentemente al grupo 

hemo (11). El ion hierro del grupo prostético hemo puede encontrarse en su forma 

férrica o ferrosa, además, este ion puede hallarse hexacoordinado o 

pentacoordinado. El ion hierro de Ngb se halla principalmente hexacoordinado por 

una histidina proximal (HisF8 o His-96), cuatro pirroles nitrogenados (del anillo 

porfirínico) y por último, una histidina distal (HisE7 o His-64) o un ligando externo. 

Sin embargo, una pequeña proporción de Ngb presenta al ion hierro 

pentacoordinado, ya que la histidina distal o HisE7 ha sido disociado térmicamente 
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(Fig. 1). Cuando Ngb se encuentra en la configuración con el ion hierro en su forma 

ferrosa y pentacoordinado, puede ser reactiva a ligandos exógenos (12-14) (Fig. 2).  

 

 

Fig. 2. Modificado de (15). Ilustración esquemática de los hemos en su forma ferrosa-unida a ligando, 

ferrosa desoxigenada y férrica. 

 

1.3 Cinética de la neuroglobina 

En equilibrio al menos 95% de los desoxi hemos (deoxyNgb, Fe2+ o reducidos) se 

encuentran hexacoordinados, lo que indica una fuerte afinidad de la histidina distal 

por el hemo. El espectro de Ngb ferrica (metNgb, Fe3+ u oxidada) también exhibe 

dicha configuración hexacoordinada, ya que la sexta coordinación es ocupada por 

un ligando externo (14). Por lo tanto, para que un ligando exógeno pueda unirse a 

Ngb, se requiere de la disociación de la unión de coordinación distal (His-64-Fe). 

Así, la unión a O2, NO o CO está limitada por formación de un intermediario 
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pentacoordinado, el cual se puede encontrar en Ngb reducida o ferrosa (Fe2+ o 

desoxi), y cuyo valor en equilibrio se encuentra en <0.1% de Ngb murina (8).  

Estudios de fotólisis por flash revelan que Ngb al encontrarse pentacoordinada (no 

unida a la histidina distal y en estado ferroso o Fe2+) tiene una alta tasa de 

recombinación para el O2 y CO. Sin embargo, si la histidina distal se encuentra 

unida al hierro, es decir, el hierro se encuentra hexacoordinada por esta histidina, la 

unión con O2 y CO se vuelve demasiado lenta. Entonces la afinidad real de estos 

ligandos por Ngb humana es moderada, debido a que la mayoría de Ngb se 

encuentra hexacoordinada por la histidina distal y los ligandos deben competir con 

esta coordinación para su unión con el hierro. Sin embargo, ante concentraciones 

elevadas de CO la unión de este ligando con Ngb se ve favorecida, observándose 

al mismo tiempo una disminución en la fracción de hemos unidos a histidina distal, 

lo que indica un aumento de los hemos pentacoordinados (14).  

Ante un ambiente con concentraciones similares de O2 y NO, se forman los aductos 

NgbO2 (oxyNgb) y NgbNO, cuyos destinos son diferentes. La formación del aducto 

NgbNO parece ser una vía terminal, ya que este aducto se encuentra 

aparentemente congelado al ser su disociación térmica muy lenta. Por otra parte, el 

aducto NgbO2 posee una vía más dinámica, al ser esta oxigenación rápidamente 

reversible. La NgbO2 al poseer un alto grado de autoxidación puede reaccionar 

rápida e irreversiblemente con el NO libre, cediendo como productos finales: NO3- 

y metNgb, lo que podría corresponder a un mecanismo de limpieza de NO (16-18). 

 

1.4 Filogenética de la neuroglobina 

Antes de que ocurriera la división de los superfilo protostomia y deuterostomia (los 

dos grandes linajes en los que se dividen los animales de simetría bilateral), una 

rama antigua de las globinas se apartó de las demás, a esta última rama pertenecen 

Ngb y GbX –globina X- (1, 19, 20). El gen de Ngb aparece como una sola copia en 

todas las especies, con excepción de la trucha, este gen se compone de tres 

intrones a diferencia de los dos intrones hallados en genes de otras globinas de la 
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mayoría de los vertebrados e invertebrados. Se piensa que este tercer intrón estuvo 

presente en un antecesor globínico (21, 22).  

Durante la evolución de Ngb los eventos de inserción/deleción han sido escasos y 

se limitan a algunas terminales amino y carboxilo. Entre Ngbs de diferentes especies 

se encuentran estrictamente conservados 70 aminoácidos, lo que corresponde a 

46.4% de las posiciones. Dicho esto, la tasa de sustitución de aminoácidos es baja 

para Ngb (~0.4 x 10-9 reemplazos de aminoácidos por sitio por año en mamíferos), 

lo cual representa solamente una tercera parte de la tasa de sustitución de Hb. 

Adicionalmente, los residuos de aminoácidos que se asocian a ligandos así como 

el hemo, son invariantes entre Ngbs de diferentes especies. (19, 23). Por lo tanto, 

la unión a ligandos tanto en humanos, ratones y pez zebra es idéntica, otro dato de 

que Ngb se ha conservado bastante durante su evolución (8, 24). 

 

1.5 Distribución de la neuroglobina 

 

1.5.1 Distribución sistémica de neuroglobina 

La Ngb se encuentra ampliamente expresada tanto en áreas cerebrales como en el 

sistema nervioso periférico (1) (Fig. 3). Ngb humana puede ser encontrada en 

concentraciones relativamente elevadas dentro de células con actividad metabólica 

alta y en ciertas células especializadas, como las neuronas del hipotálamo y de la 

retina, cuyas concentraciones pueden alcanzar hasta 100 µM (25). Dentro de retina 

vascular de rata y ratón, Ngb es especialmente expresada en segmentos internos 

del fotorreceptor, capas plexiformes y capa de células ganglionares (26, 27). Resulta 

interesante que las regiones más susceptible a la hipoxia dentro de la retina son el 

segmento interno de los fotorreceptores y las capas plexiformes internas, donde 

Ngb puede aumentar la captación de O2 en un 30-40% y prevenir la hipoxia (28).  
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Fig. 3. Modificado de (25). Expresión tisular de la proteína Ngb a través de análisis Western blot. La 

Ngb fue detectada en cerebro y retina mediante anticuerpos dirigidos contra un péptido sintético de 

Ngb. 

 

En otras partes de sistema nervioso central Ngb se expresa en concentraciones 

relativamente bajas (~1 µM) (1, 11, 13, 29-34). La Ngb se encuentra ubicua en: 

bulbo olfatorio, nervio óptico, núcleo del tracto solitario, cerebro (capas corticales II-

VI), regiones subcorticales (p. ej. amígdala y tálamo), tronco cerebral y cerebelo. 

Por lo tanto, la expresión de Ngb es una característica general de las células 

nerviosas (31, 32, 35-37). La Ngb también se expresa en la sustancia gris de la 

médula espinal, e incluso se ha encontrado mRNA de Ngb en el sistema nervioso 

periférico, en ganglios autónomos y sensoriales, y en varios neurotransmisores 

cerebrales (37-39). 

Por medio de qRT-PCR (reacción en cadena de polimerasa con transcriptasa 

inversa cuantitativa), inmunohistoquímica y Western blot, se ha encontrado 

expresión alta de Ngb en coclea de ratón, rata y humano (40-42). Además, la 

expresión de Ngb también ha sido descrita en astrocitos, glia retinal y células de 

glioblastoma (32-34, 43-47). Por otra parte, en tejidos no neurales tanto de humanos 

como de roedores, se ha reconocido expresión del mRNA y de la proteína Ngb en: 

tejidos normales y tumorales (p. ej. mama, riñón y pulmón), tracto gastrointestinal y 

tejido endócrino (p. ej. glándula adrenal y pituitaria, e islotes de Langerhans) (10, 

11, 30, 36, 37, 48-54). 

Se ha demostrado inmunomarcaje específico a Ngb en sistema nervioso central. En 

todas las capas corticales del cerebro se encontró débil inmunorreactividad (IR) a 
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Ngb. También, se ha observado marcaje neuronal de moderado a fuerte en zonas 

subcorticales como tálamo e hipotálamo. Los núcleos de los nervios craneales del 

tronco encéfalico han mostrado Ngb-IR (inmunorreactividad a neuroglobina), siendo 

el núcleo hipogloso, vestibular lateral y cerebeloso lateral, los que exhibieron 

marcaje fuerte. Además, se ha demostrado marcaje relativamente fuerte en células 

de Purkinje de la corteza cerebelosa (30) (Fig. 4). 

 

 

Fig. 4. Composición de imágenes tomadas de (30). Inmunofluorescencia de Ngb en regiones 
cerebrales de ratón. (A) Neuronas inmunorreactivas en la corteza cerebral, las cuales no son 
detectadas bloquear el anticuerpo (B). (C) Neuronas en el núcleo paraventricular hipotalámico (PVN); 
(D) núcleo del nervio facial; (E) tronco encefálico dorsal, hipogloso preposital (PrH), núcleos 
vestibular (Ve) y cerebeloso (CbN); (F) núcleo cerebeloso lateral (LCN); (G) cerebelo (Cb); (H) mayor 
aumento de (G) mostrando marcaje en pericaria y procesos de células de Purkinje (P). 

 

1.5.2 Distribución intracelular de neuroglobina 

En cuánto a la localización subcelular de Ngb, los primeros estudios sólo reconocían 

la localización citoplasmática de la neuroglobina (Fig. 5), detectándose 

constantemente en el pericarion, los procesos axonales, en varicosidades axonales 

y en sinapsis terminales (25, 30, 36, 37, 50, 55). Estudios más recientes con ayuda 

de localización inmune, fraccionamiento celular y microscopio de electrones, han 

encontrado que en las neuronas Ngb es expresada en el citosol, la pared interna de 

la mitocondria y el núcleo (31, 56-58). Es importante resaltar que la 

concencantración de Ngb, así como su compartimentalización entre organelos 
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celulares, pueden cambiar ante estímulos patólogicos como el estrés oxidativo o los 

estímulos hormonales (56-60). 

 

 

Fig. 5. Modificado de (61). Inmunofluorescencia de Ngb en corteza cerebral de ratón normóxico en 
P7 (días postnatal 7). En A y B, Ngb se muestra en verde y GFAP (proteína ácida fibrilar glial, 
marcador de células gliales) en rojo. A, vista general de la corteza parietal donde se observa co-
tinción de Ngb con GFAP, las células de las capas corticales II y III muestran predominancia de 
Ngb(+). B, la magnificación de la imagen previa no revela la expresión de Ngb en células gliales 
GFAP(+). En C y D, Ngb se muestra en verde y NeuN (núcleo neuronal, marcador neuronal) en rojo, 
la co-tinción de Ngb con NeuN demuestra la localización de Ngb dentro de las neuronas. 

 

 

1.6 Mecanismo de control de la expresión de neuroglobina 

El gen humano de Ngb está ubicado en el brazo largo del cromosoma 14 en la 

posición q24.3 (GeneBank reference sequence AF422796). Este gen se encuentra 

integrado en los mamíferos por cuatro exones y tres intrones conservados. Las 

Ngbs de los vertebrados mantienen la posición de estos tres intrones dentro de su 

región codificante (62). Así, el gen de Ngb codifica un único transcripto que es 

duplicado a partir de su cadena inversa y cuya secuencia incluye 376-828 

nucleotidos (GeneBank reference sequence NM_021257.3). No se han encontrado 
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variantes de empalme en la secuencia del cDNA de Ngb, por lo tanto, su secuencia 

se encuentra altamente conservada (63).  

El promotor del gen de Ngb humana contiene varios sitios de unión para factores de 

transcripción como lo son: dos sitios de unión a elementos silenciadores neuro-

restrictivos (NRSE) y dos cajas-GC (GC1 y GC2)  (64-67). Es muy probable que los 

NRES sean los responsables de la mayor expresión de Ngb en neuronas, ya que 

células no neuronales expresan factores silenciadores neuro-restrictivos (NRSF) los 

cuales se unen a dichos NRES (24, 68). Posiblemente, los miembros de la familia 

de proteínas de especificidad (Sp 1 y 3) se unen a GC1 y GC2, cooperando en la 

expresión de Ngb (67, 69). 

Tanto en humanos como en ratas y ratones, la región promotora de Ngb se 

encuentra bien conservada y presenta otros sitios de unión para factores de 

transcipción como CREB (proteína de unión a elementos de respuesta cAMP), 

EGR-1 (proteína 1 de respuesta temprana a crecimiento), NF-kB (factor nuclear 

potenciador de las cadenas ligeras kappa de las células B activadas) y Sp1, los 

cuales regulan la expresión basal de Ngb. Asimismo, NF-kB, Sp1 y HIF-1 (factor-1 

inducido por hipoxia) son necesarios para la sobreexpresión de Ngb en condiciones 

de hipoxia (69-71).  

Se ha encontrado una región potenciadora en el primer intron de la Ngb, cuya 

actividad es controlada tanto por la actividad del promotor como por la hormona 

esteroidea 17β-estradiol (E2). El E2 induce la unión de su receptor α (ERα) a esta 

región potenciadora, dando lugar a modificaciones epigenéticas activadoras (72). 

Por último, ya que el promotor de Ngb se encuentra dentro de islas CpG, los 

mecanismos remodeladores de la cromatina a partir de la metilación del DNA 

parecen estar involucrados en la expresión específica de Ngb dentro de los 

diferentes tejidos (67). 
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1.7 Neuroglobina y neuroprotección 

Burmester y Hankeln en 2009 propone las  siguientes funciones de Ngb: 1) provisión 

de O2 a las mitocondrias de las neuronas metabólicamente activas, 2) limpiadora 

de ROS –especies reactivas de oxígeno- y RNS –especies reactivas de nitrógeno-, 

3) conversión de NO a nitrato en condiciones de normoxia, y producción de NO a 

partir de nitrato en condiciones de hipoxia, 4) inhibición de la disociación de GDP de 

la subunidad α de la proteína G, y 5) prevención de la apoptosis a partir de la 

reducción de citocromo c (29) (Fig. 6). 

 

 

Fig. 6. Modificado de (29). Funciones de Ngb: (A) suplemento de oxígeno a la cadena de electrones 
de la mitocondria, (B) detoxificación de especies reactivas de oxígeno y nitrógeno, (C) conversión de 
NO a NO3- a altas pO2 y NO2- a NO ante bajas pO2, (D) actuar como proteína de señalización al 
inhibir la disociación de GDP de Gα y (E) prevención de la vía de apoptosis inducida por hipoxia al 
reducir el citocromo c. 
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1.7.1 Neuroglobina como una molécula de señalización 

Se ha sugerido que Ngb tiene un papel en la señalización intracelular, debido a que 

su concentración local es suficiente y por la amplia variación que presenta su 

estructura terciaria durante el cambio de Ngb-II (ferrosa) a Ngb-III (ferrica) (15). Por 

ejemplo, se ha propuesto la participación de Ngb en la “vía de señalización de la 

transducción activada por isquemia y reperfusión”, que ocurre ante la 

sobreproducción de NO y ROS. La función de Ngb como señalizadora de la 

transducción está vinculada a su estado redox, ya que sólo la Ngb-III (férrica) se 

une a Gαi para fungir como GDI (inhibidor de la disociación de GDP) (73).  Más aún, 

durante el estrés oxidativo se originan cambios estructurales en la neuroglobina, 

especialmente en su bucle CD, originando las siguientes uniones: Ngb:fotollin-1 y 

Ngb:Gαi. De este modo Ngb podría funcionar como un sensor del estrés oxidativo y 

generar una cadena de señales de transducción (15). 

 

1.7.2 Neuroglobina: Vías oxidativas e hipoxia 

La Ngb se encuentra sobreexpresada en la mitocondria donde tiene una función 

como molécula de transducción al activar mecanismos que eluden el déficit de 

energía y preservan la vialidad de las células neuronales durante el estrés oxidativo 

(74). Además, la Ngb(II)-O2 (oxyNgb) al tener una tasa de autoxidación alta, 

reacciona rápidamente con NO generando Ngb-III (metNgb) y nitrato. Es probable 

que durante la isquemia y la reperfusión, la Ngb(II)-O2 reaccione con NO y ROS, 

evitando la formación de ROS muy tóxicas (18). Más aún, se ha observado que la 

sobrexpresión de Ngb cercana a la mitocondria tiene un papel en la disminución de 

la producción de ROS en neuronas expuestas a DOG (deprivación de oxígeno y 

glucosa), al interactuar con citocromo c, disminuyendo así la neurotoxicidad (60).  

También se ha observado sobrexpresión neuronal de Ngb ante la hipoxia y bajo 

estas condiciones se encarga de regular el complejo de señalización Rho-GDI-

GTPasa e inhibir la actividad de la cinasa 1 activada por p21 (Rac 1), suprimiendo 

así la polarización somal (75). En ratones expuesto a DOG, la sobrexpresión 
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neuronal de Ngb altera la expresión de genes de respuesta a hipoxia, lo cual podría 

producir un efecto neuroprotector (76). 

 

1.7.3 Neuroglobina: Vías de supervivencia celular y apoptosis 

La Ngb participa en una rápida reacción redox con citocromo c, tanto en células 

nerviosas como en células cancerosas no nerviosas (58, 77, 78). El citocromo c es 

una molécula que una vez liberada al citosol, es capaz de iniciar la apoptosis, se ha 

comprobado que la reacción redox entre Ngb y citocromo c es capaz de inhibir la 

activación de la caspasa 9, previniendo así la cascada apoptótica (79-81). Entonces, 

Ngb interviene en la vía apoptótica intrínseca corriente abajo de la mitocondria, al 

inactivar el citocromo y de este modo inhibir la formación del complejo apoptosoma 

(77, 79, 80). Las evidencias indican que sólo niveles endógenos altos de Ngb 

modifican la vía apoptótica, las concentraciones de Ngb tienen que ser tres veces 

mayores a las de citocromo c para que pueda ser restaurada la señal de activación 

apoptótica (79, 80). 

Por otra parte, la unión de Ngb con VDAC (canal aniónico dependiente de voltaje) 

a nivel mitocondrial, es considerado el mecanismo principal por el que ocurre la 

función antiapoptótica y de supervivencia en neuronas expuestas a DOG, lo cual se 

ha confirmado al observarse un aumento de la muerte neuronal apóptica inducida 

por DOG en ratones en los que se ha bloqueado la expresión de Ngb (82).  

 

1.7.4 Neuroglobina y ATP 

Ante la sobreexpresión de Ngb se ha encontrado una disminución significativa en la 

expresión y el estado de fosforilación de la subunidad β reguladora de la proteína 

cinasa activada por AMP (AMPK). Esto es importante, ya que AMPK en su estado 

fosforilado es activa y estimula el catabolismo a la vez que inhibe el anabolismo. Lo 

anterior se ha comprobado en vivo, en cerebro y corazón de ratones transgénicos 

que sobrexpresan Ngb. Por lo tanto, Ngb tiene un papel en la regulación del 
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metabolismo energético, al inhibir la señalización de AMPK, promoviendo así la 

glucogénesis y la lipogénesis (83). 

 

1.8 Neuroglobina y neurogénesis  

La Ngb es una proteína expresada precozmente en la diferenciación neuronal, 

mediante análisis Western blot se ha encontrado expresión apenas detectable de 

Ngb en células madre embrionarias humanas (hESC, por sus siglas en inglés) y, 

por el contrario, es fácilmente detectable en células madre neuronales (CMNs). Más 

aún, neuronas con diferenciación adicional aumentaron ~50% la expresión de Ngb 

al compararse con los niveles de CMNs. Uno de los principales sitios de 

neurogénesis adulta es la región subventricular, mediante inmunotinción de esta 

región en ratas, se ha encontrado co-localización de Ngb con el marcador Dcx 

(doblecortina, un marcador de neuronas nacientes), pero no ocurrió lo mismo con 

marcadores celulares de mesénquima o astroglia, lo que es concordante con su 

expresión restringida a células de linaje neuronal (84-87). 

La expresión de Ngb es edad-dependiente, ya que se ha demostrado disminución 

de la expresión de Ngb en roedores ancianos (24 meses de edad) comparado con 

roedores adultos jóvenes (3 meses de edad) (88). Mediante un modelo de hipoxia 

sistémica se demostró que la respuesta de Ngb a la hipoxia cambia en relación a la 

etapa de maduración neuronal y al grado de hipoxia, y que el aumento de Ngb 

mediado por hipoxia es dependiente de HIF (factor de transcripción inducible por 

hipoxia) (61). Otro estudio en ratones ha encontrado que las concentraciones de 

Ngb aumentan transitoriamente durante la maduración cerebral postnatal temprana 

y hasta aproximadamente el final de la segunda semana postnatal; durante esta 

etapa de desarrollo cerebral la Ngb se encuentra principalmente distribuida en el 

citoplasma de las neuronas y es posible que tenga un papel primordial en la 

regulación postnatal temprana del desarrollo cerebral. Es probable que las 

funciones de Ngb sobre vías mitocondriales mejoren la supervivencia celular 

temprana, la neurogénesis y finalmente la plasticidad cerebral (61, 80).  
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El crecimiento neurítico o neuritogénesis es esencial para el encuentro de vías 

neuronales y para la instauración de conexiones sinápticas durante el desarrollo del 

sistema nervioso central (89, 90). Se ha demostrado que expresión de niveles 

elevados de mRNA y proteína de Ngb en neuronas corticales primarias in vitro 

conduce al crecimiento neurítico debido a interacciones de Ngb con PTEN o Akt, 

por lo tanto, la presencia de Ngb es primordial para la neurogénesis o crecimiento 

neurítico (incluyendo axones) durante el desarrollo y/o diferenciación neuronal. 

Durante la etapa temprana de crecimiento axónico la Ngb se encuentra reunida en 

los conos de crecimiento axonal; la presencia de Ngb en neuritas de neuronas 

corticales e hipocampales de ratas adultas jóvenes también es relevante. En 

conjunto, estos hallazgos indican una asociación positiva entre Ngb y el desarrollo 

de neuritas/axones (91) (Fig. 7.). 

 

 

Fig. 7. Modificado de (91). Crecimiento axonal de neuronas corticales primarias afectado por la 
sobreexpresión o bloqueo de Ngb. A) Microfotografía 2 días posteriores a la transfección que 
demuestra la presencia de GFP en los cultivos y gráfica de eficiencia de la transfección. B) 
Micrografía demuestra que la sobreexpresión de Ngb altera el crecimiento axonal en neuronas 
corticales al 3 DIV. C) Análisis estadístico demuestra que las neuritas con la longitud más larga 
fueron las neuronas transfectas con Ngb al 3 DIV. D) Análisis estadístico demuestra que ante 
bloqueo de Ngb en transfectos sh-Ngb (plásmido eliminador de Ngb) la neurita con mayor longitud 
fue significativamente más corta que en transfectos control al 4 DIV. DIV, (días in vitro); GFP 
(proteína fluorescente verde). 
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A través de expresión ectópica de Ngb se comprobó que las concentraciones 

aumentadas de Ngb facilitan el crecimiento neurítico tanto de células N2a (Neuro2a) 

como de neuronas corticales primarias y, por el contrario, las concentraciones 

disminuidas de Ngb mostraron una deficiencia neurítica prominente o un fenotipo 

de crecimiento retardado. Entonces, la Ngb actúa como un regulador importante de 

la maquinaria encargada del desarrollo y crecimiento neurítico (91). La 

sobreexpresión de Ngb a través de Lentivirus, ha demostrado que Ngb promueve la 

neurogénesis, al aumentar la proliferación y diferenciación de células neuronales 

progenitoras cultivadas (NPC, por sus siglas en inglés), es posible que este efecto 

pro-neurogénico de la sobreexpresión de Ngb esté mediado por una regulación al 

alza de Dvl1 (proteína de polaridad de segmento desaliñado 1), un efector de la vía 

de señalización Wnt (92). 

El sevoflurano es un anestésico general que se ha relacionado con neurotoxicidad 

en cerebros en desarrollo (93, 94). La administración de hemina, un inductor de Ngb 

(95), en ratas expuestas a sevoflurano durante el embarazo tardío, incrementó la 

expresión de Ngb en el hipocampo de sus crías. El aumento de Ngb en estas crías 

consiguió una disminución de la apoptosis inducida por sevoflurano, un incremento 

de la expresión de Hif-1α, un decremento del daño en el aprendizaje a largo plazo 

y en la memoria causado por sevoflurano y aumento en el número de neuronas 

hipocampales. Por lo tanto, es posible que el daño nervioso causado por 

sevoflurano este asociado a una expresión disminuida de Ngb y que la Ngb inhiba 

los efectos perjudiciales sobre la neurogénesis causados por exposición prenatal a 

sevoflurano (96). 

 

1.9 Hierro como metal divalente 

El hierro es un micronutriente con cualidades únicas, en su forma divalente o ferrosa 

(Fe2+) puede donar electrones, en tanto que, su forma trivalente o férrica (Fe3+) 

puede aceptarlos. Esto es una característica esencial para su función como 

transportador de oxígeno, sin embargo, también puede tener potencial toxigénico al 

poder generar radicales libres. Sin embargo, existen proteínas en el cuerpo humano 
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que se unen al hierro y lo detoxifican (97). El hierro también cumple muchas otras 

funciones como: eritropoyesis, transporte y almacenamiento de oxígeno, funciones 

mitocondriales, síntesis y degradación de proteínas, lípidos y ácidos ribonucleicos; 

metabolismo del músculo cardíaco y esquelético, funciones en la glándula tiroides, 

sistema nervioso central y sistema inmune (98). 

 

1.10 Metabolismo del hierro 

Un adulto bien nutrido contiene un total de 3-5 g de hierro en el cuerpo, con casi 

60% incluidos en la hemoglobina y 10% en mioglobina del músculo. El resto del 

hierro se encuentra almacenado en varios tipos de células como los hepatocitos o 

los macrófagos reticuloendoteliales, en estas células el hierro se almacena al unirse 

a ferritina. A través de la ferritina un hombre sano almacena 800-1000 mg de hierro 

y una mujer 300-500 mg, éstas reservas de hierro unido a ferritina son suficientes 

para mantener la función por 3 años en hombres y 6 meses en mujeres si existierá 

un rango diario normal de pérdida de hierro (aprox. 1-2 mg/día) (97, 99).  

En el mundo occidental una dieta típica contiene 5-6 mg de hierro por cada 1,000 

kcal, siendo el 90% hierro no hemo, el cual a su vez es integrado en su mayoría por 

hierro férrico o Fe3+. Sin embargo, el hierro férrico (Fe3+) no es absorbido tan bien 

como el hierro ferroso (Fe2+), este último es posible encontrarlo hasta en la mitad 

del contenido de hierro de alimentos como son: la carne, el pescado o las aves de 

corral (100).  

En naciones en desarrollo el consumo promedio diario de hierro se encuentra entre 

12-15 mg y de los cuales sólo se absorben 1-2 mg, lo cual equivale a la cantidad de 

hierro pérdido diariamente por la sangre, piel, orina y mucosa del intestino (100, 

101). Para resacir estás perdidas, el cuerpo requiere absorber 1-2 mg de hierro por 

día, no obstante, la síntesis de Hg por sí sólo necesita de 20-25 mg diarios de hierro. 

Por lo tanto, para sustentar la síntesis de Hg y otros procesos metabólicos, es 

forzoso que el hierro sea reciclado y se encuentre estrechamente regulado (99). 
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1.10.1 Absorción del hierro 

El hierro es absorbido en los enterocitos duodenales, para lo cual es necesario la 

ferrireductasa Cybrd 1 (DcytB) quien reduce el hierro férrico (Fe3+) no hemo a hierro 

ferroso (Fe2+), para que pueda ser transportado a través de la membrana celular 

por el transportador de metales divalentes 1, DMT1 (SLC11A2) (102-106). La 

ferritina es una proteína que oxida y almacena el exceso intracelular de hierro 

ferroso, en un núcleo mineral de ferrihidrita (107, 108).  

En los enterocitos el hierro que es secuestrado en forma de ferritina se pierde a los 

pocos días debido al desprendimiento de las células epiteliales intestinales. Por lo 

tanto, el exportador basolateral de hierro llamado ferroportina (Fpn, SLC40A1) se 

encarga de transportar el hierro desde el citosol al plasma (109-111). Una vez en el 

plasma, el Fe3+ circula unido a transferrina (Tf), una glicoproteína que posee dos 

sitios de unión para hierro férrico, manteniéndolo así en una forma soluble (112). De 

esta manera, la transferrina limita formación de radicales tóxicos y libera el hierro a 

otras células. Las concentraciones plasmáticas de hierro en una adulto varían entre 

14-32 µmol/L con prácticamente todo circulando unido a Tf, por lo que en personas 

sanas la Tf se encuentra saturada por hierro en aprox. 33.3% (113). 

 

1.10.2 Hierro: Uso, reciclaje y almacenamiento 

El hierro es principalmente usado por la médula ósea eritroide, donde la mayoría 

del hierro proviene del reciclaje interno mediado por macrófagos tisulares, 

predominantemente macrófagos esplénicos. Los eritroblastos adquieren hierro a 

través de una proteína expresada en su superficie celular, el receptor de transferrina 

1 (TfR1). Así, una vez que el TfR1 se une a transferrina cargada con hierro (Holo-

Tf), se endocita este complejo y es llevado a endocitomas acidificados, ahí, el hierro 

es disociado de la transferrina por la acción de la proteína seis transmembrana 

antígeno epitelial de la próstata (STEAP), para después salir del endosoma vía 

DMT1 (114). Después, la transferrina y el receptor de transferrina son reciclados a 

la superficie celular; el hierro por su parte, es llevado de los compartimientos 
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intracelulares a la mitocondria a través de la proteína de membrana interna 

(mitoferrina 1). La mitocondria es el compartimento intracelular donde se hace uso 

de la mayor parte del hierro, ya que en este organelo se usa para la síntesis de 

hemo y grupos prostéticos (115).  

Una vez sintetizado el hemo dentro de la mitocondria es exportado hacia citosol 

donde se integra a proteínas para formar Hg principalmente (116, 117). El resto de 

hierro que no es utilizado se almacena en la proteína ferritina, una sola molécula de 

ferritina puede acumular hasta 4500 átomos de hierro. Por lo tanto, la ferritina es 

crucial para prevenir el daño celular mediado por hierro al mantener el exceso del 

mismo en un forma no reactiva, y así, no se favorece la formación de radicales libres 

de oxígeno (108). 

Los macrófagos son capaces de recapturar hierro al fagocitar eritrocitos dañados o 

senecentes, para después catabolizar el hemo a través de la hemoxigenasa y liberar 

así al hierro. Más tarde, este hierro es transportado al plasma por el exportador de 

hierro ferroportina y aquel que no es utilizado se almacena en la ferritina de los 

macrófagos (98, 113, 118). Además de los macrófagos existe otro almacén mayor 

de hierro no unido a transferrina, el hígado, donde a través de ferritina secuestra 

hierro para poder movilizarlo cuando sea requerido por el cuerpo (119-121).  

 

1.10.3 Regulación sistémica de hierro 

La hepcidina es una hormona peptídica producida por el hígado y es clave en 

regulación sistémica del hierro. Los estímulos fisiológicos que afectan la 

homeostasis de hierro como sobrecarga de hierro, inflamación, deficiencia de hierro, 

actividad eritropoyética e hipoxia, tienen la capacidad de modificar los niveles de 

hepcidina. Esta hormona actúa al unirse a ferroportina, provocando su 

internalización y degradación en lisosomas, de esta manera logra inhibir la 

liberación del hierro al plasma desde los enterocitos duodenales, macrófagos y 

hepatocitos. Por lo tanto, niveles bajos de hepcidina aumentan los niveles séricos 
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de hierro y niveles altos de hepcidina reducen los niveles séricos de hierro, logrando 

de esta manera regular la saturación de Tf (122-124).  

 

1.10.4 Regulación intracelular del hierro 

El hierro intracelular también se encuentra regulado meticulosamente, ya que el 

hierro libre puede ser tóxico al contribuir a la formación de radicales hidroxilo (99). 

Las proteínas reguladoras de hierro IRP1 (ACO1) y IRP2 (IREB2) regulan 

postranscipcionalmente la homeostasis intracelular del hierro en respuesta a 

cambios citoplasmáticos en las concentraciones de hierro. Si los niveles 

intracelulares de hierro son bajos, las proteínas reguladoras del hierro (IRPs) 

inhiben la traducción de ferritina y ferroportina, a la vez que estimulan la 

estabilización del ARNm del TfR1. En conjunto, los cambios anteriores ocasionan 

un aumento en los niveles de hierro citoplasmático. Por el contrario, si las células 

están repletas de hierro, la IRPs son degradadas o incapaces de unirse a sus sitios 

de acción, logrando así la disminución de los niveles de hierro citoplasmático (125, 

126).  

 

1.11 Metabolismo del hierro en fetos e infantes 

Durante el embarazo, la placenta es la encargada de normalizar el intercambio de 

hierro entre la madre y el feto. A partir de la trigésima semana de gestación la madre 

transfiere la mayor cantidad de hierro desde la circulación materna al feto, hecho 

que concuerda con el incremento de la absorción materna de hierro. El intercambio 

de hierro sérico materno a través de la placenta es facilitado por los receptores de 

transferrina de la placenta. Posteriormente, el hierro penetra a la parte fetal de la 

placenta para después ingresar en la circulación fetal unido a la ferritina fetal. La 

densidad de receptores placentarios de transferrina es incrementada en caso de 

concentraciones bajas de hierro materno, mientras que la ferritina placentaria tal vez 

impidan el transporte excesivo de hierro al feto (127). Además, los niveles séricos 

de ferritina en el cordón umbilical aumentan de acuerdo al avance de la edad 
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gestacional durante el segundo y tercer trimestres (128). Para los infantes, la 

principal fuente del hierro no hemo la constituye el hierro unido a las proteínas de la 

leche y a otras sustancias de bajo peso molecular (129). 

 

1.12 Deficiencia de hierro 

Cuando la cantidad de hierro absorbida de la dieta sobrepasa la demanda requerida 

por el cuerpo, aparece la deficiencia de hierro (DFe) (130). A nivel mundial la DFe 

es un desorden alimenticio extremadamente común que aqueja a más de dos 

billones de personas y es la principal causa de anemia (131-133). Afecta 

particularmente a infantes, niños pequeños, adolescentes, adultos mayores, 

aquellos con enfermedades inflamatorias crónicas, y mujeres, en éstas la 

menstruación y el embarazo son factores de riesgo adicionales. Aprox. un 30-40% 

de mujeres y niños preescolares de países industrializados son afectados por la 

DFe, por otro lado, casi todos los individuos de estos grupos son afectados en 

países en desarrollo (134).  

Existen incrementos de las necesidades nutricionales de hierro de acuerdo al sexo 

y en etapas específicas de la vida. En ausencia de suplementación alimentica, la 

DFe es reportada en alrededor de 40% de niños preescolares, en 30% de mujeres 

y niñas que menstrúan, y en 38% de mujeres embarazadas. (133, 135, 136). Las 

causas de DFe en países en desarrollo típicamente son: consumo dietético 

insuficiente y/o pérdida sanguínea intestinal debida a colonización por parásitos. En 

cambio, en países con ingresos altos, las principales causas son: ciertos hábitos 

alimenticios (dieta vegana o no consumir carne roja) y ciertas condiciones 

patológicas (pérdidas sanguíneas crónicas o malabsorción) (133). 
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1.12.1 Deficiencia de hierro en etapas tempranas de la vida 

 

1.12.1.1 Prevalencia de la deficiencia de hierro durante la vida temprana 

La DFe es por mucho la más frecuente deficiencia de un micronutriente, se estima 

que 50% de las anemias son debidas a esta causa. La prevalencia exacta de la DFe 

es muy difícil de calcular durante los primeros 2 años de vida debido al dinamismo 

del hierro durante este período (137).  

 

1.12.1.2 Etapas de riesgo para el desarrollo de la deficiencia de hierro 

durante la vida temprana  

Las tres etapas con más riesgo para el desarrollo de DFe durante la infancia son: la 

etapa prenatal tardía y el período neonatal, entre los 6-24 meses de edad y la 

adolescencia (138-140). 

 

1.12.1.2.1 Deficiencia de hierro durante el desarrollo fetal 

El hierro es obtenido por el feto a través de la placenta, ocurriendo el 80% de la 

transferencia durante el tercer trimestre del embarazo, es esencial que el feto 

adquiera reservas adecuadas de hierro de la madre para mantener su crecimiento 

durante los primeros 6 meses de vida, ya que el hierro proporcionado por la 

alimentación al seno materno es muy bajo (141). A lo largo del embarazo la 

prevalencia de la DFe es alta; 43% de las mujeres embarazadas a nivel mundial 

presentan anemia, siendo la DFe la causa en 50-75% de los casos lo que parece 

deberse a un aumento de los requerimientos nutricionales y a una dieta inadecuada 

durante el embarazo (142). Incluso, a nivel mundial la causa más común de DFe 

durante el período gestacional y la etapa postnatal temprana es la DFe materna 

(143). Otras causas de DFe durante el período fetal y neonatal son: nacimiento 

pretérmino y complicaciones gestacionales (diabetes materna, restricción del 
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crecimiento intrauterino, tabaquismo materno, obesidad materna e inflamación) 

(138-140). 

 

1.12.1.2.2 Deficiencia de hierro durante el período neonatal y la infancia 

temprana  

En los infantes hay 3 fuentes dietéticas de hierro: leche materna (con el hierro unido 

a lactoferrina), hierro hemo y hierro no hemo. Para los neonatos y los infantes 

pequeños su única fuente de hierro se encuentra en la leche materna y/o la fórmula 

(144). Al nacer la mayoría de los infantes a término presentan concentraciones 

normales a altas de Hb (15-17 g/dL), por lo que permanecen saturados de hierro 

hasta los 6 meses de vida. Los bebés de madres con DFe, presentan un riesgo 

elevado de desarrollarla aproximadamente a los 4-6 meses de edad, sin ser 

manifiestada al nacimiento (145). Los infantes prematuros también son más 

proclives a la DFe (146), quizá porque sus intestinos son inmaduros y no pueden 

absorber el hierro hasta los 6-9 meses de edad (147).  

La leche materna contiene una concentración muy baja de hierro e incluso esta 

concentración disminuye pasados algunos meses del posparto (144) y, a pesar de 

que el hierro de la leche materna tiene una biodisponibilidad muy alta de ~50% 

comparado con 3-4% de la fórmula para infantes (148), los niños con alimentación 

única al seno materno por más de doce meses son especialmente susceptibles a 

desarrollar DFe (149). Por otra parte, durante el período postnatal el consumo de 

una dieta baja en hierro o con aglutinantes de hierro así como la pérdida sanguínea 

crónica por intolerancia a la leche de vaca o por infestación de anquilostomas, son 

causas comunes de DFe (138-140).  

 

1.12.1.2.3 Deficiencia de hierro durante la niñez 

Durante esta etapa el hierro se adquiere completamente de la dieta, contrario a los 

adultos, en quienes la dieta tan sólo aporta 5% de las necesidades diarias. Los 

infantes y niños obtienen el 30% de sus requerimientos diarios a través de la dieta, 
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debido a que necesitan solventar las necesidades de hierro para la formación de 

nuevas células rojas y musculares (150). Por lo tanto, en niños la DFe es la 

deficiencia más común de un micronutriente (133, 151). En la dieta, el hierro hemo 

es la forma de hierro con mayor biodisponibilidad y se puede encontrar en carne, 

aves de corral y pescado. El hierro no hemo es otra fuente de hierro y se puede 

encontrar en vegetales (particularmente espinacas, lentejas y semillas de calabaza), 

cereales fortificados (152), frijoles y nueces (153). Tanto países industrializados 

como en desarrollo la anemia por DFe es uno de los desórdenes hematológicos 

más frecuentes en la infancia temprana (154, 155) y la probabilidad de desarrollarla 

aumenta en niños provenientes de familias con bajos ingresos (156).  

 

1.12.2 Deficiencia de hierro y efectos adversos en el neurodesarrollo 

El cerebro fetal y post-natal temprano posee un mayor requerimiento de hierro que 

el cerebro maduro (157). Además, el transporte de hierro a través de la barrera 

hematoencefálica se encuentra estrechamente regulado e incluso se ha encontrado 

la presencia del recepto de transferrina 1 (TfR1) en las células endoteliales de los 

capilares cerebrales (158). La DFe temprana (período perinatal tardío a primeros 24 

de edad) coincide con el período de rápido desarrollo y crecimiento cerebral, 

provocando alteraciones neurológicas crónicas e irreversibles. Incluso, la DFe 

durante el embarazo tardío y la post-natalidad temprana son factores de riesgo 

mayores para el desarrollo de anormalidades a largo plazo sobre el neurodesarrollo. 

Por otra parte, es probable que el cerebro de adolescentes y mayores de edad se 

encuentre totalmente desarrollado, así la DFe en estas etapas conduce a 

alteraciones neurológicas que son reversibles con suplementación de hierro (138-

140). 

Uno de los mayores problemas no hematológicos relacionados con la DFe, son las 

perturbaciones conductuales y cognitivas, cuyos mecanismos subyacentes implican 

mielinización disfuncional, alteración de la neurotransmisión y deficiente desarrollo 

cerebral. Los infantes con DFe son particularmente proclives a padecer de 

problemas cognitivos, así como disfunción auditiva y visual (159). Por desgracia, los 



31 
 

problemas anteriores aparecen en la infancia temprana, etapa en la que dopamina 

es el principal neurotransmisor, por lo que resulta incierta la prevención de estas 

alteraciones mediante suplementación tardía de hierro (159, 160). 

Durante la infancia la DFe conlleva a varias alteraciones en el neurodesarrollo como 

perturbaciones en la función motora, ansiedad, defectos cognitivos, y defectos 

psiquiátricos. La fisiopatología de estas alteraciones, es compleja y comprende 

mielinización disfuncional, alteraciones en la dendritogénesis y sinaptogénesis, 

alteraciones en neurotransmisores y vías endocrinas (161). 

Las evidencias más fuertes con respecto a las alteraciones neurológicas provienen 

de estudios sobre la cognición realizados en niños de edad escolar y adolescentes 

con DFe y anemia por DFe (162). En niños mayores y adultos se ha demostrado 

mejoría posterior a la suplementación de hierro en los dominios cognitivos de 

concentración, inteligencia, memoria, habilidades psicomotoras y rendimiento 

escolar (163). Tanto niños como infantes DFe, presentan una disminución del 

desarrollo psicomotor y mental, estos efectos varían de acuerdo a la duración, grado 

y etapa en la que se presenta la DFe, ya que cada área del cerebro presenta una 

velocidad y etapa de desarrollo específicos (164).  

Durante el último trimestre del embarazo, existe una acelerada mielinización y 

desarrollo del estriado y el hipocampo. Por su parte, los niños entre 6 meses y 3 

años de edad exhiben una mielinización y desarrollo rápido de la corteza frontal y 

los ganglios basales (encargados del control motor) (165). La DFe durante el 

embarazo tardío y el período neonatal provoca en infantes de término alteraciones 

en el temperamento (166), memoria de reconocimiento anormal (167, 168) así como 

deficiencias mentales y psicomotoras (169), por otra parte, en los infantes 

pretérmino se relaciona con reflejos neurológicos (170) y respuesta del tronco 

encefálico alterada (171). Durante la post-natalidad (6-24 meses) la DFe se 

relaciona con IQ (cociente intelectual) bajo, velocidad de procesamiento baja, 

trastornos en el ritmo circadiano y, déficits en la atención, la motricidad, la cognición 

y la conducta (172). Las alteraciones cerebrales causadas por DFe pueden dañar 

permanentemente el cerebro y el sistema nervioso, observándose poca corrección 
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de estas alteraciones en niños pequeños sometidos a suplementación con hierro 

(139, 173-175). 

En general, las alteraciones deletéreas de la DFe sobre el cerebro se han atribuido 

a la disminuida incorporación del hierro a hemoproteínas (Hg o citocromos) o a 

proteínas con grupos hierro-sulfuro (176). Hasta antes de la década de 1970 las 

alteraciones neurológicas de la DFe eran atribuidas principalmente a causa de la 

anemia y en consecuencia efectos sobre la oxigenación cerebral y metabolismo 

cerebral. Sin embargo, ha quedado demostrado que la DFe tiene efectos 

independientes a la anemia sobre los tejidos cerebrales. Se ha propuesto que los 

niveles tisulares reducidos de hierro en el cerebro alteran el metabolismo energético 

al disminuir los citocromos, provocando un deficiente transporte de electrones y 

generación de ATP (177). Esta propuesta es respaldada al encontrarse 

decrementos localizados principalmente en hipocampo y corteza prefrontal de 

citocromo c oxidasa, un marcador neuronal del estado energético (178). Más aún, 

estudios con resonancia magnética espectroscópica secuencial en roedores vivos 

deficientes en hierro, han demostrado anormalidades agudas y crónicas del 

metabolismo energético en hipocampo y estriado (179, 180). 

Otro mecanismo neuropatológico observado ante DFe es la alteración cerebral de 

las concentraciones de ácidos grasos, lo que se piensa es causado por el 

compromiso de enzimas contenedoras de hierro necesarias para la conversión de 

éstos en mielina (181, 182). La DFe temprana también conduce a alteraciones de 

la expresión génica cerebral de proteínas relacionadas con la mielinización, la 

morfología dendrítica, el neuro-metabolismo y la energía celular (183), 

particularmente en el hipocampo (184). Por lo tanto, en el cerebro el hierro y las 

enzimas que contienen hierro son necesarias para el metabolismo energético 

neuronal y glial, la síntesis de mielina y la neurotransmisión (185). 
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1.12.2.1 Manifestaciones neurológicas y psiquiátricas de la deficiencia de 

hierro 

De acuerdo a estudios clínicos, los fetos y los neonatos que padecen anemia por 

DFe son aquejados negativamente en su comportamiento, lo cual comprende daño 

en la maduración motora, la respuesta autonómica, la memoria/aprendizaje y el 

carácter (186-188). Asimismo, la DFe está relacionada con varios desórdenes 

psiquiátricos y del neurodesarrollo como el TDAH (Trastorno por Déficit de Atención 

e Hiperactividad)  y el TEA (Trastorno del Espectro Autista), este último hasta en un 

tercio (189-191). Problemas motores también están relacionados con DFe y al 

parecer se instalan tempranamente durante infancia (192, 193).  

Un número progresivo de estudios señalan a la DFe como un factor mayor que 

afecta la cognición (194, 195), e incluso adultos mayores son afectados (196). 

También se ha demostrado alteración en los patrones del sueño en infantes 

afectados por DFe y al reducirse la cantidad de sueño se tiene un impacto negativo 

en la formación de la memoria y en la regulación de la actividad motora, además, 

no se provee de las condiciones necesarias para la modificación plástica que ocurre 

durante el sueño. Estas alteraciones parecen persistir a pesar de la corrección de 

la DFe (197, 198). 

 

1.12.2.2 Efectos de la deficiencia de hierro sobre la mielinización 

En las ratas se ha observado que la DFe conlleva a niveles reducidos de 

mielinización y, a una escasez de proteínas y lípidos de la mielina (199, 200). La 

mielinización se desarrolla con rapidez durante el embarazo y la infancia temprana 

(182, 201), y ya que el máximo período de mielinización se relaciona con el período 

de máxima absorción de hierro por el cerebro, se ha sugerido que el hierro 

constituye un factor importante durante el proceso de mielinización neuronal y que 

es necesario para gliogénesis cerebral normal (202).  

Se especula que la DFe convella a un número menor de células oligodendrogliales 

y menor formación de mielina (203). Además, la DFe también es responsable de un 
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incremento en la células indiferenciadas y proliferantes del cuerpo calloso. 

Normalmente los oligodendrocitos almacenan hierro cuando es momento de 

producir mielina (157), por lo que se ha sugerido que los oligodendrocitos de las 

generaciones primarias son formados con la ayuda del hierro (204). Más aún, se 

demostrado que el hierro interfiere en la composición de la mielina (205) y que el 

número de oligodendrocitos determina las concentraciones de transferrina y mRNA 

de transferrina en el sistema nervioso central (206, 207). 

Las pertubaciones en el proceso de mielinización debidas a DFe se han relacionado 

con alteraciones duraderas sobre el tronco encefálico auditivo y los potenciales 

evocados visuales (PEV) (159), los cuales parecen mielenizarse rápidamente en 

presencia de DFe, ocasionando una reducción de su mielinización (208). Esta 

hipomielinización afecta particularmente a los niños, condicionando una respuesta 

reducida del tronco encefálico auditivo y PEV (159). Un estudio experimental hecho 

en ratas perinatales DFe, ha mostrado deterioro del reconocimiento visual 

secundario a mielinización anormal de la sustancia blanca subcortical (209). 

 

1.12.2.3 Efectos de la deficiencia de hierro sobre la dendritogénesis y la 

sinaptogénesis (plasticidad sináptica) 

El crecimiento del hipocampo es un suceso primordial para el feto y ocurre a etapas 

tempranas de la vida y hasta aproximadamente los 2 años en humanos (210), para 

que esto ocurra la dendritogénesis y la sinaptogénisis son procesos de vital 

importancia (211, 212). Tanto en el período prenatal como en el neonatal, la DFe 

y/o la hipoxia son capaces de producir efectos tóxicos sobre el cerebro en 

desarrollo, afectando así la morfología dendrítica, lo cual a su vez dificulta la 

sinapsis neuronal (213, 214). 

La DFe neonatal/fetal reduce la longitud del eje apical de la región CA1 del 

hipocampo, lo cual persiste aún en la adultez a pesar de la repleción de hierro. Esta 

alteración en el hipocampo ocasiona alteraciones cognitivas, ya que durante el 

período perinatal las neuronas del hipocampo modifican el circuito involucrado en el 
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procesamiento de la cognición, este proceso coincide con la regulación a la alta de 

la Tf sugiriendo así una participación importante del hierro (215).  

 

1.12.2.4 Deficiencia de hierro y alteraciones en neurotransmisores 

(señalización monoaminérgica) 

El perfil neuroquímico de hipocampo de ratas alimentadas con dieta baja en hierro 

se encuentra significativamente alterado, con concentraciones de creatinina, 

lactato, taurina y glutamato disminuidos y el nivel de glutamina incrementado (216). 

Otros estudios han demostrado resultados similares en el estriado (180). Como se 

observa en ratas sometidas a hipoxia crónica, las alteraciones en los niveles de 

creatinina pueden deberse a una anemia severa consecuencia de DFe (217). Los 

niveles bajos de lactato y taurina indican un decremento en el metabolismo oxidativo 

de la glucosa, lo cual probablemente esté relacionado con una disminución en la 

función de la enzimas encargas de la fosforilación oxidativa, que contienen hierro 

(218). El incremento de los niveles de glutamina advierten afección del ciclo 

glutamato/glutamina en neuronas y glia hipocampales de ratas expuestas a DFe, lo 

que también es concordante con las concentraciones reducidas de taurina (219). Es 

probable que este perfil neuroquímico alterado, consecuencia de la DFe, ocasione 

modificaciones en el metabolismo monoaminérgico (172). 

Estudios en animales con DFe han evidenciado alteraciones en el comportamiento 

como consecuencia de cambios en la homeostasis de dopamina, encontrándose en 

el estriado concentraciones elevadas de dopamina extracelular, así como una 

disminución de receptores y transportadores de dopamina, lo cual seguramente 

tiene un impacto negativo severo sobre el estriado, el núcleo accumbens y la corteza 

prefrontal (199, 220-222). Las alteraciones descritas anteriormente quizá expliquen 

parcialmente los problemas de atención observados en niños DFe (199, 223, 224). 

En el área prefrontal y el hipocampo, el sistema glutaminérgico también se 

encuentra afectado por la DFe, y quizá sea responsable de los cambios antes 

mencionados a nivel dopaminérgico (225). 
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En ratones endogámicos recombinantes la DFe parece afectar en el mesencéfalo 

la expresión de genes asociados a dopamina como son Cxcl12 (factor derivado de 

célula 1) y Hbb-b1 (cadena β de hemoglobina adulta 1). Siendo posible que estos 

genes modulen el hierro y la función de neuronas dopaminérgicas  (226, 227),  es 

probable que afecten negativamente el estado emocional del feto y lo predispongan 

a un comportamiento ansioso más tarde en la vida (228). 

En ratas alimentas con dietas DFe desde el destete hasta la edad adulta, otros 

neurotransmisores afectados por la DFe son serotonina (5HT) y norepinefrina (NE), 

lo cual es consecuencia de reducciones en los neurotransportadores de 5HT y NE 

en regiones cerebrales como el núcleo accumbens, caudado, putamen, sustancia 

negra e hipocampo (229-231). La plasticidad sináptica probablemente sea afecta 

por estas alteraciones en el sistema noradrenérgico, lo que se ha relacionado con 

dificultades en el aprendizaje a la edad adulta (231).  

 

1.12.2.5 Deficiencia de hierro y efectos neuroendócrinos 

Otro hallazgo interesante observado en ratas con DFe perinatal, es un incremento 

de las concentraciones basales de la corticoesterona a los 29-30 días postnatales, 

dicho aumento es corregido después de un mes de suplementación con hierro (232). 

Además, los niños con DFe durante el primer año de vida se han asociado con 

efectos neuroendocrinos sobre la secreción de cortisol posterior a estímulos 

estresantes (233). Por otra parte, estudios experimentales en animales y estudios 

clínicos observacionales en sujetos DFe han demostrado concentraciones séricas 

alteradas de prolactina, lo que parece correlacionarse con un comportamiento 

anormal, incluyendo ser inusualmente vacilante e infeliz durante la evaluación de su 

desarrollo (172, 234-236). 
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1.13 Áreas cerebrales más afectadas por deficiencia de hierro 

 

1.13.1 Deficiencia de hierro e hipocampo  

Como en el humano, el hipocampo de las ratas madura en el período fetal tardío y 

se hace funcional en las etapas neonatales tempranas (237). Durante los días 

postnatales (P) 5-15, justo antes al período de maduración neuronal rápida del 

hipocampo (212), aumenta la expresión génica y proteica de dos proteínas reactivas 

a hierro (TfR-1 y DMT-1) en el hipocampo (184, 238). Además, la restricción 

dietética de hierro desde inicios de la gestación puede ocasionar una disminución 

de hierro en el hipocampo de hasta 50% para el día postnatal 10, lo cual es muy 

aproximado a lo ocurrido en humanos nacidos a término (237). Es por esto que 

hipocampo representa un área altamente vulnerable a la DFe durante el período 

perinatal (239), esta área se encuentra relacionada con el aprendizaje y la memoria, 

tanto en humanos como en roedores (240). Más aún, es bien conocido que la 

memoria dependiente del hipocampo (memoria de reconocimiento y miedo 

condicionado) se ven afectadas por la DFe (139).  

A través un modelo neuronal específico de DFe en hipocampo en ratón no anémico, 

se ha demostrado que la DFe crónica sin anemia sobre el hipocampo resulta en 

expresión alterada de ~1.5% del transcriptoma hipocampal adulto, lo que conlleva 

a alteraciones en vías necesarias para el neurodesarrollo y la plasticidad (241). 

Durante la etapa postnatal temprana de ratas, la anemia por DFe provoca 

ramificaciones dendríticas basales y apicales aberrantes así como espinas más 

delgadas en neuronas piramidales de la región CA1 del hipocampo (213, 242) (Fig. 

8.). Más aún, cuando estas ratas son adultas, las neuronas piramidales de la región 

CA1 poseen ramificaciones más cortas y disminución de la ramificación distal a 

pesar de la reposición neonatal de hierro, sugiriendo que las alteraciones en la 

estructura neuronal secundarias a anemia por DFe son persistentes a lo largo del 

tiempo (213). Las alteraciones anteriores se manifiestan electrofisiológicamente con 

una menor LTP (expresión de potenciación a largo plazo) (215), deficiente 
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rendimiento en pruebas de memoria/aprendizaje espacial y de reconocimiento, lo 

cual es un indicio de disfunción sináptica (222, 243). 

 

 

Fig. 8. Modificado de (242). Tinción de Golgi para evaluar la complejidad de ramificación dendrítica 
en HP de ratas Fe+ y Fe- P21. (A) Imágenes de neuronas piramidales de sección HP CA1 en Fe+ y 
Fe-. B) Número de intersecciones de anillo Sholl en neuronas HP CA1 de ratas Fe+ y Fe- tanto en 
BD (B) como AD (C). La longitud de las BD fue significativamente más corta en neuronas piramidales 
CA1 Fe- que en Fe+. Así como el análisis Sholl de las intersecciones en anillo demostró efectos 
significativos en la complejidad de las AD, p. ej., el número de intersecciones en las AD a una 
distancia de 200-210 µm fue ~50% menor en Fe- a comparación de Fe+. AD, dendrita apical; BD, 
dendrita basal; Fe +, control de hierro; Fe-, deficiente en hierro; HP, hipocampo; P21, día postnatal 
21, * diferencias estadísticamente significativas.  

 

Modelos genéticos de ratones con DFe neuronal-específica en hipocampo durante 

la vida temprana, se caracterizan por alteraciones estructurales en neuronas 

piramidales CA1, disminución de LTP y deficiencias en el aprendizaje/memoria 

espacial en la adultez; es posible que estas alteraciones se deban a los niveles 

reducidos de hierro en las neuronas piramidales CA1, provocando cambios a largo 
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plazo en la estructura y función estas neuronas (244-246). Al evaluar la expresión 

de MAP-2 (proteína asociada a los microtúbulos), una proteína relevante para el 

armazón dendrítico, se ha encontrado que la DFe durante el período perinatal 

provoca alteraciones en el desarrollo estructural dendrítico en la región CA1 del 

hipocampo (214), lo que puede ser ocasionado por un inadecuado aporte energético 

durante el crecimiento dendrítico o por un efecto directo sobre la expresión del gen 

MAP-2 (183) (Fig. 9.). 

 

 

Fig. 9. Modificado de (247). Efectos de la exposición neuronal a DFe. Cultivo de neuronas de 

hipocampo de ratón las cuales fueron expuestas a DFO (deferoxamina, un quelante de hierro). Los 

cultivos fueron fijados y teñidos a los 11 y 18 DIV (días in vitro), los núcleos se tiñeron con DAPI y 

las dendritas con MAP2. A) Imágenes cultivos neuronales al 11 DIV (a, b) y 18 DIV (c, d), con 

exposición a 0 µM (a, c) y a 10 µM (b, d) de DFO. B) Diferencias entre densidad neuronal. * 

diferencias estadísticamente significativas.  

 

El uso crónico de deferoxamina (DFO, un quelante de hierro) en cultivos de 

neuronas hipocampales embriónicas iniciando a los 3 días in vitro (DIV) provoca 

una DFe similar a la observada en roedores, bajo estas condiciones se han 

demostrado concentraciones aumentadas de mRNA de proteínas involucradas en 

la captura de hierro en el 11 y 18 DIV. Por otra parte, el uso de DFO disminuyó las 

concentraciones de mRNA de genes que generan desarrollo dendrítico y sináptico  
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y que producen la función mitocondrial. Además, en el 18 DIV, DFO logró disminuir 

el metabolismo energético incluyendo: respiración basal, respiración máxima, 

capacidad respiratoria de reserva, producción de ATP, y la tasa, capacidad y 

reserva glucolítica (247). 

Este mismo modelo de DFe neuronal específico en hipocampo también demostró 

disminución en la complejidad dendrítica distal a los 11 y 18 DIV. Tanto la longitud 

de dendritas primarias como el número y la longitud de las ramificaciones se vio 

disminuido en el 11 DIV en neuronas tratadas con DFO. Para el 18 DIV se presentó 

una recuperación incompleta de las ramificaciones dendríticas pero con una 

reducción importante en el número y longitud de dendritas primarias y la longitud de 

las ramificaciones. Entonces, la pérdida neuronal de hierro conlleva a defectos en 

la función mitocondrial y en el metabolismo energético neuronal, lo que ocasiona 

defectos en la maduración dendrítica y sináptica en hipocampo de fetos y neonatos 

con DFe (247). 

Durante el neurodesarrollo, el transporte de mitocondrias a las dendritas maduras 

cumple un papel primordial tanto en el crecimiento dendrítico como en la formación 

de espinas y sinapsis (248-253), este proceso demanda ATP (247). En neuronas de 

hipocampo, la DFe crónica causa un estado hipometabólico para el 11 DIV, 

incluyendo alteración del consumo de oxígeno mitocondrial y reducción del ATP. Al 

mismo tiempo, la quelación crónica de hierro altera la motilidad mitocondrial en las 

dendritas a través de los siguientes mecanismos: (1) aumento en el número de 

pausas que provoca una disminución de la velocidad de movimiento; (2) disminución 

del tamaño mitocondrial promedio con mayor porcentaje de mitocondrias pequeñas 

y redondas; y (3) movimiento anterógrado disminuido y retrogrado aumentado (254) 

(Fig. 10.). 
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Fig. 10. Modificado de (254). Efectos de la restricción de hierro sobre la movilidad mitocondrial y el 
desarrollo de neuronas en el hipocampo. A) Movilidad mitocondrial en ramificaciones de dendritas 
terminales al 11 DIV en neuronas suficientes en hierro. B) Cambios en la movilidad mitocondrial en 
ramificaciones de dendritas terminales de neuronas DFe. El tamaño de las flechas indica la velocidad 
relativa en cada segmento del movimiento mitocondrial anterógrado (verde) y retrógrado (rojo). El 
tratamiento con DFO provoca DFe intracelular lo que a su vez altera la respiración mitocondrial y 
disminuye los niveles intracelulares de ATP al 11 DIV, lo que es consistente con energía neuronal 
insuficiente crónica. Las neuronas DFe exhiben al 11 DIV una disminución en la longitud mitocondrial 
y en un aumento en el porcentaje de mitocondrias pequeñas y redondas (magenta), aumento de las 
pausas mitocondriales (azul), disminución del movimiento anterógrado (verde) y un aumento de la 
velocidad segmental retrógrado (rojo). Al 18 DIV se observó disminución de la densidad mitocondrial 
dendrítica y en la complejidad de la arborización dendríticas. DIV, días in vitro. 

 

Mediante análisis por software para medir la motilidad mitocondrial, se ha 

encontrado que el aumento en la frecuencia de las pausas, es el factor causal por 

el que disminuye la velocidad de las mitocondrias en dendritas con metabolismo de 

energía alterado debido a DFe (255). Ya que las proteínas motoras cinesina y la 

dineina requieren actividad ATAPasa para transportar las mitocondrias (256), se ha 

hipotetizado que durante depleción crónica de energía el incremento de las pausas 

mitocondriales se debe a un decaimiento local intermitente del suministro de ATP 

secundario a la incapacidad de la respiración mitocondrial de mantener la constante 

demanda de ATP (257, 258), lo que es concordante con la detención local de 

mitocondrias cuando se aplican fármacos desacoplantes a nivel axonal (259). 

La causa del incremento en el porcentaje de mitocondriales pequeñas (<0.5 µm) 

ante DFe crónica, quizá se deba a una alteración en la expresión de genes 

encargados de la fusión y fisión, posiblemente al activar vías reguladas corriente 

abajo inducidas por déficits de energía secundarios a DFO (254). Más aún, la 
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depleción de energía y desacoplamiento mitocondrial puede reducir el tamaño 

mitocondria al: inhibir la fusión mediada por Opa1 (proteína de opacidad 1) (260, 

261) y al estimular la fisión mediada por Drp-1 (proteína relacionada con la 

dinamina) (262, 263). 

El estado energético alterado puede incrementar la mitofagia (264), las neuronas 

que presentan mitocondrias defectuosas con membranas despolarizadas son las 

que muestran mayor mitofagia (265, 266). El hecho de que el transporte mitocondrial 

retrógrado esté aumentado en mitocondrias con potencial de membrana reducido 

(259, 265, 266), probablemente se deba a que la mitofagia ocurre principalmente en 

el soma neuronal (265, 267). Ya que el transporte retrógrado está aumentado en 

dendritas de neuronas con DFe quizá se deba al transporte de mitocondrias 

dañadas hacia el soma para su reciclaje (254). Incluso, la disfunción mitocondrial a 

edades tempranas se ha postulado como uno de los potenciales factores causales 

de desórdenes psiquiátricos ante la DFe (268, 269). 

 

1.13.2 Deficiencia de hierro y corteza prefrontal  

La corteza prefrontal también se ve afectada por la DFe durante etapas tempranas 

de diferenciación neuronal, y consecuentemente se observan alteraciones en 

pruebas cognitivas (270). Se ha estipulado que los desórdenes cognitivos y 

conductuales involucran la corteza prefrontal (PFC) y el hipocampo, áreas que se 

desarrollan rápidamente durante el período perinatal (271).  

La formación del hipocampo es la principal estructura en la memoria de 

reconocimiento y sus variadas proyecciones con la PFC son esenciales para el 

procesamiento de la memoria espacial y la conversión de la memoria de corto plazo 

a largo plazo (272-274). Por lo tanto, ante DFe perinatal el hipocampo y las 

proyecciones prefrontales son las principales áreas afectadas del circuito de 

memoria explícito (178). La citocromo oxidasa c (CytOx) es un indicador de actividad 

neuronal (275), la DFe perinatal es capaz de modificar la distribución de la actividad 

intracelular de la CytOx en el cerebro de rata neonatal, siendo la formación del 
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hipocampo y sus proyecciones con la PFC las zonas con mayor pérdida de CytOx 

(178). 

Las ratas con DFe postnatal presentan una conducta emocional alterada lo cual es 

un reflejo de los cambios ocurridos en la dopamina de la corteza prefrontal, pues en 

estas ratas las concentraciones extracelulares de este neurotransmisor son bajas 

(228). Mediante unión a un marcador radioactivo se ha reportado la existencia de 

densidades reducidas del D2R en corteza prefrontal (276), lo que sugiere una 

recaptura alterada de la dopamina en la corteza prefrontal secundaria a DFe (277). 

Las alteraciones dopaminérgicas en la corteza prefrontal probablemente 

contribuyen al comportamiento ansioso observado en ratas macho jóvenes con DFe 

severa (228). 

El asa del área tegmental ventral representa la interconexión entre el hipocampo, la 

PFC y el tegmento ventral, este sistema es importante para la memoria a largo plazo 

y la flexibilidad cognitiva, y se encuentra regulada por neurotransmisores 

glutamatérgicos, gabaérgicos y dopaminérgicos. En el tegmentum ventral, las vías 

de entrada glutamatérgicas del hipocampo y PFC envían vías de salida hacia 

neuronas dopaminérgicas, logrando así modificar su actividad (278). La DFe en la 

vida temprana altera a largo plazo el metabolismo dopaminérgico en estas tres 

estructuras (222). Además, la neurotransmisión glutamatérgica también se ve 

alterada por la DFe perinatal lo que puede modificar indirectamente este sistema de 

memoria (179). Este conjunto de alteraciones en la neurotransmisión dopaminérgica 

y glutaminérgica quizá sea parte de la causa en las alteraciones a largo plazo sobre 

el rendimiento cognitivo y el comportamiento observadas ante DFe (222, 279, 280). 

 

1.13.3 Deficiencia de hierro y cuerpo estriado 

Durante la gestación tardía y el período posnatal temprano el cuerpo estriado sufre 

un rápido desarrollo, esta región cerebral es activada ante estímulos asociados a 

recompensa o ante la presencia estímulos nuevos, hostiles, nuevos, inesperados o 

intensos. Además, las alteraciones en los tractos nigro-estriados y en el 
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metabolismo de dopamina se relacionan con cambios en el control motor, 

percepción, memoria y motivación alteradas, lo que coincide con los cambios 

conductuales vistos en niños DFe (143, 224, 280-285).  

Estudios en roedores expuestos precozmente a DFe apoyan la idea sobre los 

cambios conductuales asociados con alteraciones a corto y a largo plazo sobre la 

homeostasis estriatal de dopamina (222, 286). Estos cambios conductuales 

incluyen la aparición tardía en los reflejos de colocación de las extremidades 

evocados por estimulación de la barbilla o por vibrisas, series incompletas de aseo 

automático, excitación aumentada, y disminución de la conducta exploratoria. Las 

ratas recién nacidas DFe presentan déficits conductuales irreversibles a pesar de la 

restauración de la deficiencia, lo cual parece depender de una disminución del D2R 

(receptor 2 de dopamina) en el cuerpo estriado, esto apoya la existencia de 

alteraciones crónicas e irreversibles en cerebros tempranamente expuestos a DFe 

(280).  

Los ratones DFe presentan actividad TH (tirosina hidroxilasa) de casi el doble (287), 

lo que apoya los hallazgos en el aumento de dopamina en cultivos celulares (288) 

y modelos en ratas con DFe temprana (289, 290). Además, el aumento de VMAT2 

(transportador vesicular de monoaminas 2) también es consistente con el 

incremento de dopamina observado en ratones DFe. Incluso, el aumento del DAT 

(transportador de dopamina) también apoya el aumento extracelular de dopamina 

en el estriado (287). 

Un gen reactivo a los cambios homeostáticos del hierro codifica la proteína Thy1 

(291), que es una proteína de integral de membrana (292), y representa ~7.5% de 

las proteínas de membrana neuronal en el cerebro de los mamíferos (293, 294). En 

el cerebro, Thy-1 se distribuye principalmente en fracciones sinaptosómicas (295) 

donde cumple un papel en la regulación de la secreción de vesículas sinápticas 

(296). Ante DFe, Thy1 disminuye en cultivos celulares y modelos animales de DFe 

(288), lo que provoca pérdida de la integridad sináptica y probablemente 

alteraciones en los perfiles de neurotransmisores así como en los fenotipos 
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conductuales observados ante DFe. Incluso la disminución de Thy1 ante DFe es 

capaz de modificar por si sola el perfil dopaminérgico en el estriado (287).  

La DFe gestacional y durante la lactancia, además de alterar el metabolismo de 

dopamina, también provoca aberraciones en el metabolismo de glutamato, en el 

metabolismo energético y en la producción de mielina. P. ej., los niveles de 

fosfocreatinina son mayores ante DFe y se acompaña de niveles más bajos de 

creatinina durante el período máximo de anemia, por lo que quizá la hipoxia sea 

responsable de estas alteraciones en el cuerpo estriado. Incluso las disminución de 

creatinina sugiere una defectuosa producción de energía en el cuerpo estriado 

secundaria a DFe (180). 

Otra alteración observada en el metabolismo del cuerpo estriado secundaria a DFe 

temprana es el aumento del cociente glutamato:glutamina, indicando 

neurotransmisión glutaminérgica suprimida en esta área. La alteración en el 

metabolismo glutaminérgico quizá sea explicada por el compromiso energético 

presente ante DFe (180). Es probable que la neurotransmisión glutaminérgica 

suprimida sea la responsable del metabolismo alterado de dopamina en el cuerpo 

estriado (297). Asimismo, estos cambios glutaminérgicos también son observados 

en el hipocampo que a su vez interacciona con el sistema dopaminérgico estriatal 

(179). Por ortra parte, el metabolito NAA (N-acetilaspartato) se encuentra 

aumentado en ratas con DFe temprana, esta alteración se relaciona con 

disminución del rendimiento conductual. Quizá las concentraciones estriatales altas 

de NAA representen un defecto de la desacetilación de NAA, la cual es necesaria 

para la formación de mielina, por lo que puede ser un indicio de alteraciones en la 

maduración mielínica (180). 

 

1.14 Neuroglobina y deficiencia de hierro 

A la fecha no existe información disponible. 
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2. PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA 

Los mamíferos expresan una hemoproteína en diversas áreas del sistema nervioso 

central llamada neuroglobina (Ngb), el ion hierro de esta proteína es esencial para 

que desempeñe sus diversas funciones. La Ngb actúa sobre vías oxidativas e 

hipoxia así como en vías de supervivencia y apoptosis, por lo que es considerada 

un factor neuroprotector cuando las células nerviosas se ven expuestas a 

situaciones estresantes. Además, cumple un papel primordial en el neurodesarrollo. 

Por otra parte, el hierro es un nutrimento esencial para el correcto funcionamiento 

del organismo, así como para el crecimiento y desarrollo. Sin embargo, la deficiencia 

de hierro (DFe) es un desorden nutrimental extremadamente común que afecta más 

de dos mil millones de personas a nivel mundial, tanto en países industrializados 

como en vías de desarrollo. Además, la DFe es particularmente prevelante durante 

el embarazo y la infancia temprana, etapas donde predomina el crecimiento y 

desarrollo cerebral. La DFe ocasiona afecciones neurológicas algunas de ellas 

crónicas e irriversibles, principalmente  durante la edad temprana. De acuerdo a la 

evidencia científica actual, las principales áreas cerebrales afectadas por la DFe son 

hipocampo, corteza prefrontal y cuerpo estriado, provocando alteraciones 

cognitivas, conductuales, motoras, auditivas, visuales y desórdenes psiquiátricos. 

La fisiopatología de estas alteraciones es compleja y se ha relacionado con 

deficiente incorporación de hierro a proteínas. No obstante, al momento no se ha 

estudiado la existencia de alguna variación en la presencia de Ngb en áreas 

cerebrales afectadas por DFe. Es por esta razón que se procederá a estudiar la 

relación entre DFe y Ngb, particularmente en cuanto a la presencia de Ngb en 

neuronas de hipocampo, corteza prefrontal y cuerpo estriado 

En este sentido se genera la siguiente pregunta de investigación:  

¿Se encuentra alterada la presencia de neuroglobina en neurona de hipocampo, 

corteza prefrontal y cuerpo estriado de sujetos expuestos a deficiencia de hierro?. 
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3. JUSTIFICACIÓN 

La neuroglobina (Ngb) es una proteína ampliamente expresada en el sistema 

nervioso central de mamíferos, específicamente a nivel cerebral, donde es 

sobrexpresada bajo condiciones de estrés celular brindando neuroprotección al 

actuar sobre vías oxidativas e hipoxia, supervivencia celular y apoptosis. Durante la 

neurogénesis, Ngb tiene un papel importante en el crecimiento y desarrollo 

neuronal. Por otra parte, la DFe es una condición ubicua a nivel mundial y constituye 

la principal deficiencia de un micronutriente, siendo especialmente prevalente 

durante el embarazo y la infancia temprana. La DFe ocasiona alteraciones 

neurológicas como consecuencia de una deficiente incorporación de hierro a 

proteínas, ocasionando alteraciones en el neurometabolismo, deficiencia energética 

y estrés celular. Además, produce alteraciones estructurales, metabólicas y 

moleculares a nivel cerebral, principalmente en hipocampo, corteza prefrontal y 

cuerpo estriado. Estas alteraciones ocasionan una alta variedad de afecciones 

neurológicas, sobretodo cuando la DFe se presenta en etapas tempranas de la vida 

ya que durante este período causa alteraciones crónicas e irreversibles. 

Actualmente no existen estudios que indiquen si la presencia de Ngb se encuentra 

alterada en neuronas de áreas cerebrales afectadas por la DFe. 

Al analizar la presencia de Ngb en neuronas de hipocampo, corteza prefrontal y 

cuerpo estriado ante DFe, se contará con información que indique si ante DFe las 

neuronas de estas áreas cerebrales cuentan con el factor neuroprotector y 

neurogénico brindado por Ngb. 
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4. HIPÓTESIS 

Hipótesis real: La presencia de neuroglobina se encuentra disminuida en neuronas 

de hipocampo, corteza prefrontal y cuerpo estriado de ratas expuestas a deficiencia  

de hierro. 

 

Hipótesis alterna: La presencia de neuroglobina se encuentra aumentada en 

neuronas del hipocampo, corteza prefrontal y cuerpo estriado de ratas expuestas a 

deficiencia de hierro. 

 

Hipótesis nula: La presencia de neuroglobina no se encuentra alterada en neuronas 

del hipocampo, corteza prefrontal y cuerpo estriado de ratas expuestas a deficiencia 

de hierro. 
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5. OBJETIVO 

 

5.1 OBJETIVO GENERAL 

Describir la presencia de neuroglobina en neuronas de hipocampo, corteza 

prefrontal y cuerpo estriado de ratas afectadas por deficiencia de hierro. 

 

 

5.2 OBJETIVOS ESPECÍFICOS 

1. Identificar la localización de neuroglobina en neuronas de hipocampo, 

corteza prefrontal y cuerpo estriado de ratas con deficiencia de hierro. 

2. Comparar  el área colorimétrica de hipocampo, corteza prefrontal y cuerpo 

estriado entre ratas con deficiencia de hierro y controles. 

3.  Comparar  la densidad colorimétrica de hipocampo, corteza prefrontal y 

cuerpo estriado entre ratas con deficiencia de hierro y controles. 
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6. MÉTODO 

6.1 Operacionalización de variables 

Independientes: Deficiencia de hierro 

Dependientes: Presencia de neuroglobina 

 

6.2 Diseño de estudio 

Observacional cualitativo transversal. 

 

6.3 Universo de trabajo y muestra (Método de muestreo) 

6.3.1 Sujetos de estudio 

Ratas macho cepa Wistar, las cuales se mantuvieron bajo condiciones estándar 

controladas en bioterio: ciclos de luz/oscuridad 12:12 (luces encendidas a las 5:00 

am), con temperatura ambiente controlada (22 ± 2°c), comida y agua ad libitum. 

Todos los estudios cumplieron los principios y procedimientos descritos por los 

Institutos Nacionales de Salud; la guía para el cuidado y uso de animales de 

laboratorio y el comité local de la Universidad Autónoma del Estado de México. 

6.3.2 Modelos animales 

Modelo en ratas de deficiencia de hierro: Se emplearón como pie de cría 8 ratas 

hembras de la cepa Wistar con un peso de 300 gramos o 3 meses de edad. 14 días 

antes de la gestación, se alimentaron con dieta deficiente en hierro (10 ppm de 

sulfato ferroso) (298). Se utilizaron 2 machos de la misma cepa, colocando 1 macho 

con 2 hembras, respectivamente, durante un período de 7 días para asegurar la 

gestación. 21 días posteriores al parto, se destetó a las crías. 

Grupo deficiente de hierro: conformado por 6 machos a lo que se les suministró el 

mismo alimento que consumió la madre hasta que cumplieron los 70 días 

postnatales.  
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Controles: Se utilizaron 4 ratas hembras de la cepa Wistar para pie de cría con un 

peso de 300 gramos o 3 meses de edad. Se utilizarón 2 machos de la misma cepa, 

colocando 1 cada macho con 2 hembras durante un período de 7 días, para 

asegurar la gestación. Posterior al parto las crías fueron mantenidas en condiciones 

estándar hasta la obtención de una muestra de 18 machos. 

Grupo control: siguieron el mismo procedimiento que el grupo deficiente de hierro 

con la única diferencia en que el alimento consumido contuvo 100 ppm de sulfato 

ferroso. 6 machos fueron asignados al azar. 

• Criterios de inclusión 

o Animales machos 

• Criterios de exclusión 

o Animales hembra 

• Criterios de eliminación 

o Animales que cursen con enfermedad dentro del período a evaluar 

o Animales que muestren comportamiento anormal dentro del período a 

evaluar 

 

6.4 Técnica 

6.4.1 Obtención de muestras de tejido cerebral para inmunofluorescencia 

Todos los miembros de cada grupo (n=6), fueron destinados a la determinación de 

presencia de neuroglobina por inmunofluorescencia. Para la obtención de muestras 

de tejido cerebral de los animales fueron llevados a plano quirúrgico con 2 mL de 

pentobarbital sódico intraperitoneal (Pisabental, Pisa) y se procedió a la perfusión 

de tejidos. Para ello, primero se realizó apertura de la cavidad abdominal por incisión 

media (Fig. 11); posteriormente se pinzó la vena cava y la aorta abdominal con una 

pinza Kelly y se introdujo una cánula (Punzocat #14) por vía intracardiaca dirigida a 

la aorta ascendente. Seguidamente se realizó el corte de aurículas cardíacas y se 

procedió a la perfusión de 250 mL de buffer de fosfatos a través de la cánula, y a 

continuación 250 mL de paraformaldehído 4%, controlando la velocidad con una 
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bomba de perfusión (Gilson-Francia) a 14 mL/minuto. A continuación se procedió a 

la decapitación del animal y extracción del cerebro. Este último se colocó en 40 mL 

de solución de sacarosa al 10% por 24 horas, al término se sustituyó por sacarosa 

al 20% por 24 horas más y por último permaneció 24 horas más en sacarosa al 

30%.  

 

 

Fig. 11. Obtención de muestras de tejido cerebral.  

 

6.4.2 Corte de tejido cerebral en parafina para inmunofluorescencia 

Se realizó posfijación del tejido en formol amortiguado por 48 horas, para despúes 

sumergirlo en parafina. Posteriormente con microtomo automático se realizarón 

cortes de 2 µm  a tres niveles: hipocampo (Fig. 12), corteza prefrontal (Fig. 13) y 

cuerpo estriado (Fig. 14). A continuación cada corte fue colocado en laminillas 

electrocargadas (Colorfrost Plus, Thermo Scientific). 
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6.4.3 Inmunofluorescencia 

 

6.4.3.1 Anticuerpos primarios y marcaje 

Anti-Ngb (Neuroglobina) Sigma N7162: Anticuerpo Ig-G rabbit, reconoce Ngb en 

humano, rata y ratón por inmunohistoquímica. A nivel cerebral este anticuerpo se 

une a Ngb presente en corteza cerebral, zonas subcorticales (hipocampo, tálamo e 

hipotálamo), núcleos de los nervios craneales del tronco encéfalico y corteza 

cerebelosa. A nivel subcelular la Ngb presenta localización citoplasmática 

constantemente en pericarion, procesos axonales, varicosidades axonales y 

sinapsis terminales (25, 30, 36, 37, 50, 55). Dentro del citoplasma de las neuronas, 

la Ngb es expresada en el citosol, mitocondrias y núcleos (31, 56-58). Además, Ngb 

se ha conservado extensamente durante su evolución y entre especies (8, 24). 

Anti-NeuN (Neuronal Nuclei) PA5-37407: Anticuerpo Ig-G, reactivo a NeuN en 

humano, rata y ratón en inmunohistoquímica y Western Blot. Este anticuerpo tiñe 

exclusivamente a células neuronales en el sistema nervioso central y periférico, 

especialmente aquellas en estado de diferenciación, las postmitóticas, así como las 

totalmente diferenciadas. La tinción se localiza principalmente en el núcleo. Anti-

NeuN tiñe la mayoría de las neuronas con sólo algunas excepciones, sin embargo, 

NeuN no tiene expresión en células gliales. Además, NeuN es detectada en una 

amplia variedad de especies, incluidos los mamíferos (299-301). 

VECTASHIELD® Mounting Medium with DAPI: Fórmula para preservar 

fluorescencia, contiene 4',6-diamidino-2-fenilindol (DAPI). DAPI es una contratinción 

nuclear de uso común en técnicas de multifluorescencia, su fluorescencia azul 

destaca sobre la fluorescencencia verde, amarilla o roja de otras estructuras, y tiñe 

específicamente los núcleos con casi ningún marcaje citoplasmático (302). Al unirse 

DAPI a dsNDA aumenta en aproximadamente 20 veces su fluorescencia (303).  
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6.4.3.2 Técnica de inmunofluorescencia 

Se utilizó los cortes de las áreas descritas, cada lámina se enmarcó con plumón de 

cera alrededor de los cortes y se les colocó solución de bloqueo (PBS - Tritón 0.3% 

+ Albúmina Sérica Bovina 5%) durante dos horas, posteriormente se agregó una 

solución 1:200 de anticuerpo primario anti-neuroglobina (Sigma –Aldrich N7162) y 

se incubó 24 horas a 4°C, en seguida se realizarón lavados y se colocó el anticuerpo 

secundario Alexa Fluor 488 (Jackson 711-585-152) durante 60 minutos y se 

realizaron 3 lavados con PBS. A continuación se utilizó el anticuerpo primario anti-

NeuN (Thermo Scientific PA5-37407) dilución 1:500 para la identificación de 

neuronas, nuevamente se incubaron 24 horas a 4°C, se efectuaron lavados y 

posteriormente se colocó anticuerpo secundario Alexa Fluor 647 (Jackson 115-545-

146) por 60 minutos y se realizaron 3 lavados con PBS. Finalmente se colocó medio 

para montar con DAPI (Vectashield Antifade Mounting Medium with DAPI). 

 

6.4.4 Obtención de imágenes 

Una vez concluida la inmunofluorescencia, las láminillas se observaron con el 

microscopio de fluorescencia (Olympus, Japón). Tanto para el grupo control como 

en el modelos de deficiencia de hierro se observaron las siguientes áreas: 

hipocampo (Fig. 12), corteza prefrontal (Fig. 13) y cuerpo estriado (Fig. 14).  
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Fig. 12. Modificado de (304). Coordenadas estereotáxicas con figura representativa de un corte 
coronal de cerebro donde se indican con flechas el hipocampo. 

 

 

Fig. 13. Modificado de (304). Coordenadas estereotáxicas y figura representativa de corte coronal 
cerebral donde se señala la corteza prefrontal. 
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Fig. 14. Modificado de (304). Coordenadas estereotáxicas y figura representativa de un corte coronal 
de cerebro donde se indica con una flechas al cuerpo estriado. 

 

Cada una de las laminillas de cada corte fueron enfocadas en las áreas de interés 

con objetivos 20X y 100X. Las imágenes se obtuvieron mediante la cámara de 

microscopio JENOPTIK GRYPHAX ® ARKTUR y software JENOPTIK GRYPHAX® 

que permite realizar imágenes de fluorescencia únicas o múltiples. Se obtuvieron 

imágenes en un formato de almacenamiento JPG con las siguientes características: 

• Dimensiones 

o 3840 pixeles de ancho  

o 2160 pixeles de alto 

• Profundidad en bits 

o 24 

A través de la herramienta “Multifluorescencia” se agregaron los filtros específicos 

para el microscopio Filterser 1, Filterset 4, Filterset 7, para la fluorescencia azul, 

verde y roja, respectivamente. Se ajustó la emisión de longitud de onda en nm para 

cada conjunto de filtros/fluorocromos. Finalmente, se almacenaron las imágenes 

tanto con los fluorocromos individualmente como combinados. 
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6.4.5 Procesamiento de imágenes 

El análisis por computadora de las microfotografías se realizó mediante el software 

Image-Pro® Plus Version 7.0. El procesamiento digital de imágenes se llevó a cabo 

mediante la digitación de la imagen, lo cual consiste en la división de la imagen en 

una cuadrícula horizontal de regiones muy pequeñas llamadas elementos de 

imagen o pixeles. La imagen quedó representada en la computadora como una 

cuadrícula digital o mapa de bits, donde cada pixel es muestreado de forma 

individual, así como su brillo es medido y cuantificado. De lo anterior resulta en un 

valor de bits para cada pixel, este valor representa el nivel de brillantez u oscuridad 

en ese punto de la imagen. Al digitarse una imagen se fija una anchura y altura en 

el mapa de pixeles, lo que corresponde su resolución espacial. 

Se usó el modelo de color RGB (Red, Green, Blue, por sus siglas en inglés) para el 

procesamiento de imágenes digitales, ya que es la forma más sencilla de 

representar imágenes a color y es el modelo más usado por la mayoría de los 

dispositivos de imagen digital (p. ej. monitores y cámaras de color). En el modelo 

RGB se hace uso de los tres colores primarios de luz, por lo que se puede 

representar cualquier color al hacerse una combinación de diferentes niveles de luz 

pura roja, verde o azul. En una imagen RGB 24 o “Color verdadero”, cada pixel 

posee un valor de 24 bits que a su vez se divide en tres muestras separas de 8 bits 

(triplete RGB o “chunk”), donde cada muestra representa el nivel de brillantez del 

respectivo canal de color (rojo, verde o azul). Estos valores de brillantez de cada 

canal de color (rojo, verde o azul) se representan en una escala de 0-255 niveles, 

el nivel 0 representa el color negro y el 255 la brillantez máxima de cada color.  

Se usó la herramienta “Conteo y medición automática de objetos múltiples” del 

software Image-Pro® Plus Version 7.0, con la que se contaron y midieron 

automáticamente en las microfotografías el número objetos que contenían el color 

verde. Al haberse definido los objetos se delimitó el rango de las medidas que se 

usaron en este estudio: 
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• Área con marcaje: superficies que presentan pixeles dentro del rango 

seleccionado. Sólo se midieron los objetos con área dentro del rango de 150-

10000 pixeles, con el objetivo de reducir posibles errores por el ruido de 

fondo. 

• Densidad, absorbancia o intensidad de la señal: Reporta el valor 

promedio de la intensidad (cantidad de pixeles) de cada color (azul, verde o 

rojo). Se midieron objetos con intensidad de color verde (Ngb) dentro del 

rango de 20-255, con el objetivo de reducir posibles errores por el ruido de 

fondo. 

Los resultados de las mediciones “área y densidad” se incorporaron a una ficha de 

datos, la cual se exportó a una hoja de cálculo en Microsoft Office Excel 2016. 

 

6.6 Instrumento de investigación 

• Observación al microscopio de fluorescencia (Olympus, Japón) 

• Toma de microfotografías mediante software Jenoptik 

• Análisis mediante software Image Pro Plus 7.0 

• Software SPSS 

 

6.7 Procedimiento 

El proyecto se llevará a cabo en el laboratorio de Neurofisiología de la Conducta de 

la Facultad de Medicina de la Universidad Autónoma del Estado de México, de 

acuerdo con los principios y procedimientos descritos por los Institutos Nacionales 

de Salud. 

 

6.8 Límite de tiempo y espacio 

Junio 2018 a Febrero de 2020 
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6.9 Implicaciones éticas 

Los animales experimentales permanecerán en cautiverio y con manejo adecuado 

de acuerdo a la NORMA Oficial Mexicana NOM-062-ZOO-1999 (Especificaciones 

técnicas para la producción, cuidado y uso de los animales de laboratorio). Los 

experimentos que se llevarán a cabo se encuentran dentro de la categoría de 

aquellos que causan molestia o estrés mínimo: restricción momentánea del animal 

con propósitos de observación clínica; toma de muestras de sangre e inyección de 

sustancias por las vías intravenosa, subcutánea, intramuscular, intraperitoneal u 

oral. Estudios agudos sin supervivencia del animal encontrándose éste 

completamente anestesiado. Uso de métodos de eutanasia con inconsciencia 

rápida del sujeto; por ejemplo, sobredosis de anestésicos. Períodos cortos de 

abstinencia de agua o alimento equivalentes a lo que pudiera darse en forma 

natural. 

6.7 Presupuesto y financiamiento 

Financiamiento externo Internacional: Instituto de Nutrición y Salud Kellogg 

Company México S. de R.L. de C.V. Clave SIEA-UAEMex: 4843/2019E.  

Financiamiento interno UAEMex: Proyectos de Investigación Científica para la 

Consolidación de los Grupos de Investigación y los Estudios Avanzados UAEM 

2019. Clave SIEA-UAEMex: 4758/2019CIF. 

 

6.8. Análisis estadístico 

Se realizaron mediante el software IBM® SPSS® Statistics Version 25, como 

prueba de hipótesis se usó la prueba t para grupos independientes. Las variables 

de agrupación quedaron representadas como control y deficiente en hierro (DFe), y 

como variables de prueba el área y la densidad colorimétrica RGB. Los resultados 

con valores p≤0.05 se consideraron como estadísticamente significativos y se 

rechazó la hipótesis nula. 
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7. RESULTADOS 

Después de realizar el proceso metodológico que consistió básicamente en marcar 

Ngb con anti-Ngb, identificar citoplasma y núcleos neuronales con NeuN y núcleos 

celulares con DAPI, para posteriormente colocalizarlos; se analizaron los resultados 

con objetivo 20X y 100X para comparar los datos de área y densidad colorimétrica 

de Ngb empleando el programa Image-Pro® Plus Version 7.0 en neuronas de 

hipocampo, cuerpo estriado y corteza prefrontal de ratas con deficiencia de hierro. 

A continuación, se inicia la descripción de resultados en hipocampo, seguido de 

corteza prefrontal y cuerpo estriado.  

 

7.1 Hipocampo 

Los resultados de la evaluación hipocampal con objetivo 20X en sujetos DFe (Fig. 

15) evidencia la presencia de Ngb en células neuronales. Además, se encontró 

disminución significativa (p≤0.05) del área con marcaje de Ngb (Gráfs. 1); sin 

apreciarse diferencias estadísticamente significativas en densidad de marcaje. 
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Fig. 15. Presencia de Ngb en hipocampo de sujetos deficientes en hierro (DFe). Microfotografías 20X 
de inmunofluorescencia para Ngb en hipocampo de rata control (a) y DFe (b). Ngb además se 
encuentra co-localizada con NeuN (rojo) y DAPI (azul) en rata control (c) y DFe (d). 

 

 

Gráfs. 1. Colorimetría en hipocampo 20X de sujetos deficientes en hierro (DFe). La gráfica a la 
izquierda indica el área con marcaje contra Ngb y la gráfica a la derecha la densidad de marcaje 
contra Ngb en sujetos deficientes de hierro (DFe). Los datos están expresados como promedio ± SE 
(error estándar de la media); *p≤0.05 en comparación con control. La barra verde oscura corresponde 
a sujetos control y la barra verde claro a sujetos DFe. 
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Con objetivo 100X en hipocampo se aprecian neuronas con localización somática 

de Ngb. Además, los sujetos DFe presentan un patrón de marcaje con mayor 

localización de Ngb fuera del soma neuronal, ya que gran parte de Ngb no colocaliza 

con NeuN ni DAPI (Fig. 16). Los sujetos DFe presentaron disminución significativa 

(p≤0.05) en la densidad de Ngb (Gráfs. 2).  

 

 

Fig. 16. Presencia de Ngb en hipocampo de sujetos deficientes en hierro (DFe). Microfotografías 
100x de inmunofluorescencia para Ngb en hipocampo de rata control (a) y DFe (b). Ngb además se 
encuentra co-localizada con NeuN (rojo) y DAPI (azul) en rata control (c) y DFe (d).  
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Gráfs. 2. Colorimetría en hipocampo 100X de sujetos deficientes en hierro (DFe). La gráfica a la 
izquierda indica el área con marcaje contra Ngb y la gráfica a la derecha la densidad de marcaje 
contra Ngb en sujetos deficientes de hierro (DFe). Los datos están expresados como promedio ± SE 
(error estándar de la media); *p≤0.05 en comparación con control. La barra verde oscura corresponde 
a sujetos control y la barra verde claro a sujetos DFe. 

 

7.2 Corteza prefrontal 

Los resultados de la evaluación en la corteza prefrontal con objetivo 20X en sujetos 

DFe (Fig. 17) evidencian localización neuronal de Ngb. Sin embargo, se encontró 

disminución significativa (p≤0.05) de Ngb (Gráfs. 3) tanto del área con marcaje como 

de la densidad de marcaje. 
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Fig. 17. Presencia de Ngb (color verde) en corteza prefrontal de sujetos deficientes en hierro (DFe). 
Microfotografías 20X de inmunofluorescencia para Ngb en corteza prefrontal de rata control (a) y 
DFe (b). Ngb además se encuentra co-localizada con NeuN (rojo) y DAPI (azul) en ratas control (c) 
y DFe (d).  

 

 

Gráfs. 3. Colorimetría en corteza prefrontal 20X de sujetos deficientes en hierro (DFe). La gráfica a 
la izquierda indica el área con marcaje contra Ngb y la gráfica a la derecha la densidad de marcaje 
contra Ngb en sujetos deficientes de hierro (DFe). Los datos están expresados como promedio ± SE 
(error estándar de la media); *p≤0.05 en comparación con control. La barra verde oscura corresponde 
a sujetos control y la barra verde claro a sujetos DFe. 
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Con objetivo 100X en corteza prefrontal se aprecian neuronas con localización 

somática de Ngb. Además, el patrón de marcaje en sujetos DFe muestra una mayor 

locazación de Ngb fuera del soma neuronal, puesto que gran parte de Ngb no 

colocaliza con NeuN ni con DAPI (Fig. 18). No obstante, los sujetos DFe presentaron 

disminución significativa (p≤0.05) en el área con marcaje, mientras que presentaron 

aumento significativo (p≤0.05) en la densidad de marcaje (Gráfs. 4).  

 

 

Fig. 18. Presencia de Ngb (color verde) en corteza prefrontal de sujetos deficientes en hierro (DFe). 
Microfotografías 100X de inmunofluorescencia para Ngb en corteza prefrontal de rata control (a) y 
DFe (b). Ngb además se encuentra co-localizada con NeuN (rojo) y DAPI (azul) en rata control (c) y 
DFe (d). 
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Gráfs. 4. Colorimetría en corteza prefrontal 100X de sujetos deficientes en hierro (DFe). La gráfica a 
la izquierda indica el área con marcaje contra Ngb y la gráfica a la derecha la densidad de marcaje 
contra Ngb en sujetos deficientes de hierro (DFe). Los datos están expresados como promedio ± SE 
(error estándar de la media); *p≤0.05 en comparación con control. La barra verde oscura corresponde 
a sujetos control y la barra verde claro a sujetos DFe. 

 

7.3 Cuerpo Estriado 

Los resultados de la evaluación del cuerpo estriado con objetivo 20X en sujetos DFe 

(Fig. 19) evidencian localización neuronal de Ngb. Asimismo, se encontró 

incremento significativo (p≤0.05) de Ngb (Gráfs. 5) tanto del área con marcaje como 

de la densidad de marcaje. 
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Fig. 19. Presencia de Ngb en cuerpo estriado de sujetos deficientes en hierro (DFe). Microfotografías 
20x de inmunofluorescencia para Ngb en ganglios basales de rata control (a) y DFe (b). Ngb además 
se encuentra co-localizada con NeuN (rojo) y DAPI (azul) en rata control (c) y DFe (d). 

 

 

Gráfs. 5. Colorimetría en cuerpo estriado 20X de sujetos deficientes en hierro (DFe). La gráfica a la 
izquierda indica el área con marcaje contra Ngb y la gráfica a la derecha la densidad de marcaje 
contra Ngb en sujetos deficientes de hierro (DFe). Los datos están expresados como promedio ± SE 
(error estándar de la media); *p≤0.05 en comparación con control. La barra verde oscura corresponde 
a sujetos control y la barra verde claro a sujetos DFe. 
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Con objetivo 100X en cuerpo estriado se aprecia localización esencialmente 

somática de Ngb (Fig. 20). Los sujetos DFe presentaron incremento significativo 

(p≤0.05) en la densidad de marcaje, sin cambios significativos en el área con 

marcaje (Gráfs. 6).  

 

 

Fig. 20. Presencia de Ngb en cuerpo estriado de sujetos deficientes en hierro (DFe). Microfotografías 
100x de inmunofluorescencia para Ngb en ganglios basales de rata control (a) y DFe (b). Ngb 
además se encuentra co-localizada con NeuN (rojo) y DAPI (azul) en rata control (c) y DFe (d). 
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Gráfs. 6. Colorimetría en cuerpo estriado 100x de sujetos deficientes en hierro (DFe). La gráfica a la 
izquierda indica el área con marcaje contra Ngb y la gráfica a la derecha la densidad de marcaje 
contra Ngb en sujetos deficientes de hierro (DFe). Los datos están expresados como promedio ± SE 
(error estándar de la media); *p≤0.05 en comparación con control. La barra verde oscura corresponde 
a sujetos control y la barra verde claro a sujetos DFe. 
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8. DISCUSIÓN 

La neuroglobina (Ngb) es una hemoproteína expresada en tejidos neuronales de 

diferentes especies animales, incluyendo a los mamíferos. El ion hierro de su grupo 

hemo es fundamental para que realice sus muchas de sus funciones (1, 12-14, 18). 

A nivel cerebral la Ngb se encuentra ampliamente expresada, donde se ha 

demostrado inmunomarcaje en corteza cerebral y zonas subcorticales, áreas que 

coinciden con alteraciones mayores por deficiencia de hierro. 

La deficiencia de hierro (DFe) es un problema de salud pública de orden mundial, 

ya que es causante de múltiples afecciones con gran repercusión sobre la salud 

(131-133). Durante el neurodesarrollo, la DFe conlleva a alteraciones como: 

perturbaciones en la función motora, ansiedad, defectos cognitivos y conductuales, 

disfunción auditiva y visual, así como padecimientos psiquiátricos. La fisiopatología 

de estas alteraciones neurológicas, es compleja y comprende: mielinización 

disfuncional, dendritogénesis y sinaptogénesis anormal e inclusive daño en la 

síntesis de neurotransmisores y hormonas (159, 161).  

En general, las alteraciones neurológicas de la DFe se han atribuido a una 

disminución en la incorporación del hierro hemoproteínas (176) y en consecuencia 

un metabolismo energético alterado (177), sin embargo, se desconocían sus efectos 

sobre la presencia de Ngb en áreas cerebrales afectadas por DFe como hipocampo, 

corteza prefrontal o cuerpo estriado, motivo del presente estudio. 

Para llevar a cabo dicha investigación, se realizó un modelo experimental de 

deficiencia de hierro en rata Wistar, desde la gestación hasta que los productos 

llegaron a la edad adulta. Gracias a ello se logró identificar disminución de la 

presencia de Ngb en hipocampo y corteza prefrontal de sujetos adultos DFe. Sin 

embargo, en cuerpo estriado los resultados fueron contrarios, encontrándose 

incremento significativo de la presencia de Ngb. Esto resultados se obtuvieron a 

través del análisis de área con marcaje y densidad de marcaje calculada con el 

programa Image-Pro® Plus Version 7.0.  
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En este estudio al observar una región extensa del hipocampo y la corteza prefrontal 

con objetivo 20X se ha demostrado que los sujetos DFe presentaron una 

disminución neuronal significativa del área con marcaje de Ngb en ambas regiones, 

así como una disminución en la densidad de marcaje en corteza prefrontal (Gráfs. 

1 y 3) (Fig. 15 y 17). El hipocampo es un área cortical relacionada con el aprendizaje 

y la memoria (240), por su parte, la corteza prefrontal es otro área cortical que se 

encuentra asociada con el comportamiento, personalidad, atención, planeación, 

control emocional, memoria y el habla (305-312).  

Las neuronas del hipocampo y la corteza prefrontal son estructuras muy dinámicas, 

de alta actividad basal y complejidad estructural, en específico a nivel dendrítico, 

donde muestran patrones de descarga muy altos (313-322). Ante la DFe perinatal, 

estas áreas son unas de las que presentan mayor pérdida de actividad neuronal 

(178, 275). Incluso, mediante estudios in vivo de DFe se han demostrado 

anormalidades agudas y crónicas en el metabolismo energético de estas áreas 

(179, 180). Más áun, la DFe produce alteraciones en la neurotransmisión 

dopaminérgica y glutaminérgica del hipocampo y la corteza prefrontal, lo cual ha 

sido asociado con desórdenes cognitivos-conductuales y de la memoria (178, 228, 

270-274, 276, 277).  

Por lo tanto, podemos asumir que bajo estas circunstancias Ngb en hipocampo y 

corteza prefrontal no podría actuar como una factor neuroprotector puesto que sólo 

bajo condiciones de sobreexpresión puede activar mecanismos que eludan el déficit 

de energía y preserven la vialidad de las células neuronales (74). Así mismo, 

tampoco sería capaza suprimir la polarización somal (75), ni de modificar la vía 

apoptótica (77, 79, 80), ni promover el anabolismo (83). 

Al evaluar con objetivo 100X y en consecuencia un mayor aumento de la región 

hipocampal y corteza prefrontal, hemos demostrado en este estudio una 

disminución significativa en la densidad de marcaje de Ngb en neuronas de 

hipocampo, así como una disminución significativa en el área con marcaje y un 

aumento significativo en la densidad de marcaje de Ngb en neuronas de corteza 

prefrontal (Gráfs. 2 y 4) (Fig. 16 y 18). Además, tanto en neuronas de hipocampo 



72 
 

como de corteza prefrontal de sujetos DFe se observó mayor presencia de Ngb 

fuera del soma neuronal, puesto que gran parte de Ngb no colocalizó con NeuN ni 

con DAPI, siendo posible una mayor localización de Ngb en dendritas, axones o 

neuroglia (Fig. 16 y 18). 

La célula piramidal es la principal neurona tanto en hipocampo como en corteza 

prefrontal, constituyendo 70-90% de las neuronas en estas regiones, por lo que es 

viable que sea la neurona más afectada por esta disminución de Ngb ante DFe. 

Esta neurona emana un axón a través de su soma y se ramifica profusamente 

emitiendo proyecciones con sinapsis glutaminérgicas excitatorias. Además, 

presenta abundantes arborizaciones y espinas dendríticas por medio de las cuales 

recibe un gran número de señales sinápticas (323-331).  

La DFe temprana conduce a alteraciones en la expresión cerebral de proteínas 

relacionadas con la mielinización, morfología dendrítica, neuro-metabolismo y 

energía celular (183, 184). En hipocampo la DFe conlleva a alteraciones 

estructurales en sus neuronas, produciendo alteraciones en el neurodesarrollo y la 

plasticidad cerebral (241, 244-246). Inclusive la DFe en etapas tempranas 

condiciona que las neuronas piramidales del hipocampo desarrollen ramificaciones 

y espinas dendríticas aberrantes que persisten hasta la adultez (213, 242). Dichas 

alteraciones producen disfunción sináptica y se han sido asociado con alteraciones 

electrofisiológicas (215) y deficiencias en la memoria-aprendizaje (222, 243). Ya que 

la DFe condiciona una estado hipometabólico en estas neuronas (254), es posible 

que las alteraciones estructurales y en la maduración dendrítica y sináptica se 

deban a disfunción mitocondrial y a un inadecuado aporte energético neuronal 

durante el crecimiento dendrítico (183, 214, 247). 

En nuestro estudio al verse disminuida la Ngb en hipocampo y corteza prefrontal de 

sujetos DFe es posible que bajo estas condiciones la Ngb no sea capaz de mejorar 

la supervivencia celular temprana, ni la neurogénesis y en consecuencia la 

plasticidad cerebral tanto en neuronas corticales como hipocampales (61, 80, 91), 

puesto que es necesaria su sobreexpresión para que actué regulando el desarrollo 

y crecimiento neuronal (91).  
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En este estudio al analizar un área extensa del cuerpo estriado con objetivo 20X 

hemos encontrado que los sujetos DFe presentaron un incremento neuronal 

significativo tanto en área de marcaje como en densidad de marcaje de Ngb en 

estriado (Gráfs. 5) (Fig. 19), lo que es contrario a lo observado en hipocampo y 

corteza prefrontal.  El estriado es el principal sitio de entrada en los ganglios basales 

y se encarga de coleccionar y procesar la información proveniente de la corteza 

cerebral a través del sistema extrapiramidal. Además, el estriado se encuentra 

relacionado con funciones como aprendizaje, comportamiento, cognición, 

emociones, procesamiento y planeación del movimiento y toma de decisiones (145, 

332-335).  

La DFe durante etapas tempranas de la vida causa en el estriado alteraciones en la 

neurotransmisión dopaminérgicos y glutaminérgica así como con aberraciones en 

la producción de mielina y en el metabolismo energético con producción defectuosa 

de energía (180). A consecuencia de la DFe se han observado alteraciones en la 

conducta, perturbaciones en el control motor, percepción, memoria y motivación, lo 

cual se ha relacionado con alteraciones en tractos nigro-estriados, trastornos en el 

metabolismo de dopamina  (143, 222, 224, 280-286), alteraciones en la 

neurotransmisión y con pérdida de la integridad sináptica (287, 288, 296).  

Es viable que los resultados opuestos en la presencia de Ngb entre el estriado y el 

hipocampo-corteza prefrontal se deban a diferencias en el tipo de neuronas 

presentes en estas regiones, puesto que en el estriado no se encuentran neuronas 

piramidales (336), por el contrario, la principal neurona del estriado es la neurona 

espinosa mediana (MSN, por sus siglas en inglés) que constituye 90% de las 

neuronas estriatales.  

Las MSN del cuerpo estriado son neuronas gabaérgicas inhibitorias que a pesar de 

encontrarse altamente inervadas por sinapsis glutaminérgicas excitatorias (332-

335, 337-339), son neuronas que tienen un bajo grado de actividad de fondo. 

Además, reflejan la actividad convergente de un gran número de aferentes 

corticales, por lo que en ausencia de una fuerte actividad sináptica o eventos 
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despolarizantes robustos se encuentran hiperpolarizadas, manteniendo una 

frecuencia de descarga baja (340-343). Adicionalmente, es posible que la DFe 

disminuya aún más el bajo grado de actividad de fondo en las MSN, al producir 

disfunción sináptica (222, 243) y reducción de la actividad neuronal (275) en 

neuronas corticales. Incluso, ante DFe temprana el estriado muestra compromiso 

energético, indicios de hipoxia y neurotransmisión glutaminérgica suprimida (180).  

En nuestro estudio al analizar el estriado de sujetos DFe con objetivo 100X y por lo 

tanto con un mayor aumento, encontramos un aumento significativo en la densidad 

de marcaje de Ngb (Gráfs. 6) (Fig. 20). También se hizo evidente que la localización 

de Ngb fue esencialmente somática, ya Ngb colocalizó casi exclusivamente con 

NeuN y DAPI (Fig. 20). Sin embargo, de nuevo estos resultados difieren de los 

encontrados en neuronas de hipocampo y corteza prefrontal de sujetos DFe en 

donde, además, Ngb se encontró fuera del soma neuronal. Es posible que la 

localización exclusiva de Ngb en soma de neuronas estriatales, se deba a que en 

esta región las neuronas se encuentran formando grupos o islas y además las 

extensas arborizaciones de axones corticales y estriatales ocupan un gran volumen 

en el estriado (344-349). 

Es muy probable que la sobreexpresión de Ngb en el soma de neuronas del estriado 

sea consecuencia del metabolismo energético alterado y la hipoxia ocasionada por 

la DFe. Por lo tanto, bajo estas circunstancias Ngb tiene la capacidad de actuar 

como un factor neuroprotector suprimiendo la polarización somal (75), inhibiendo la 

apoptosis (77, 79, 80), regulando del metabolismo energético, promoviendo el 

anabolismo (83), eludiendo el déficit de energía y  finalmente preservando la vialidad 

de estas células neuronales (74). 
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9. Conclusiones 

Neuronas hipocampales y de corteza prefrontal presentan disminución en la 

presencia de neuroglobina ante DFe. En sujetos DFe es posible una mayor 

presencia de Ngb fuera del soma neuronal. Sin embargo, debido a que Ngb necesita 

ser sobreexpresada para cumplir sus funciones, estas áreas cerebrales carecen del 

factor neuroprotector y neurogénico brindado por Ngb. 

Por el contrario, en el cuerpo estriado los sujetos DFe presentaron un incremento 

neuronal en la presencia de Ngb, es viable que estos resultados opuestos con el 

hipocampo y la corteza prefrontal se deban a diferencias en el tipo de neuronas 

presentes en estas regiones. Más aún, la localización de Ngb en estriado fue 

esencialmente somática. En consecuencia, es muy probable que el aumento de la 

presencia de Ngb actué como un factor neuroprotector en neuronas estriatales 

expuestas a DFe.  

 

10. Perspectivas de estudio 

Mejorar el procesamiento de microfotografías de inmunofluorescencia mediante el 

software JENOPTIK GRYPHAX al ajustar con precisión la longitud de onda en nm 

para la emisión pico del fluorocromo Alexa Fluor 488, que equivale a 519 nm. 
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12. Anexos 

 

Anexo I - Inmunofluorescencia neuroglobina 

No. de Catálogo: Sigma N7162 

Cortes de parafina de 2 µm 

1. Montar los cortes en laminillas electrocargadas (Colorfrost Plus, Thermo 

Scientific) y enmarcar con plumón de cera 

2. Añadir 200µL de solución de bloqueo de 1.5 a 2 horas a temperatura 

ambiente 

Solución de Bloqueo: 

-PBS - Tritón 0.3% + Albúmina Sérica Bovina 5%. 

PBS inmunohistoquímica (1L de solución): 

-NaCl……………………………..8g 

-Na2HPO4 (12H2O)………..2.9g 

-KH2PO4………………………..0.2g 

-KCl……………………………….0.2g 

3. Incubar primer anticuerpo primario por 24 horas a 4º C  

Anticuerpo Primario anti-neuroglobina (Sigma Aldrich N7162) dilución 1:200 en 

solución de bloqueo 

4. Lavar en PBS para inmunohistoquímica 3 veces por 5 min 

5. Incubar en Anticuerpo secundario Alexa 488 rabbit (Jackson 711-585-152) 

dilución 1:400 por 1 hora a 4°C protegido de la luz 

6. Lavar en PBS para inmunohistoquímica 3 veces por 5 min 

7. Incubar el segundo anticuerpo primario por 24 hrs más: 

Anticuerpo Primario anti-NeuN (Thermo Scientific PA5-37407), dilución 1:500 en 

solución de bloqueo 

8. Lavar los cortes en PBS para inmunohistoquímica 3 veces por 5 min 
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9. Incubar en Anticuerpo secundario Alexa 647 anti-mouse (Jackson 115-545-

146) dilución 1:400 por 1 hora a 4°C protegido de la luz 

10. Lavar los cortes en PBS para inmunohistoquímica 3 veces por 5 min 

11. Se montan con medio para montar inmunofluorescencia con DAPI 

(Vectashield Antifade Mounting Medium with DAPI). 

12. Colocar en portaobjetos y se sella con esmalte transparente 

 

Anexo II - Preparación de soluciones 

 

Preparación de 1 L de PBS (0.2 M) *Rinde para 2 L de PBS (0.1M)  

1. Pesar 58.03 g de fosfato disódicoanhídro(Na2HPO4) en balanza analítica  

2. Pesar 5.24 g de fosfato monobásico de potasio (KH2PO4) en balanza 

analítica  

3. Colocar en un vaso de precipitados 600 mL de agua destilada y un agitador 

magnético  

4. Colocar el vaso de precipitados en la parrilla de agitación (sin 

calentamiento) y comenzar a agitar el agua  

5. Agregar al agua en agitación la cantidad pesada de fosfato monobásico de 

potasio (KH2PO4) (5.24g)  

6. Una vez disuelta ésta sal adicionar la cantidad pesada de fosfato 

disódicoanhídro (Na2HPO4) (58.03g)  

7. Continuar con la agitación hasta disolución total del fosfato 

disódicoanhídro(Na2HPO4).  

8. Medir pH con potenciómetro (Se debe ajustar el pH de la solución de PBS 

a 7.4, ya sea con la adición de gotas de solución de ácido clorhídrico (1M) 

para bajar el pH o con la adición de gotas de solución de hidróxido de sodio 

(1M) para subir el pH). *Durante el ajuste del pH el electrodo debe estar al 
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interior de la solución y la agitación debe ser suave, evitando la formación de 

burbujas. *Checar apartado para medición de pH.  

9. Una vez ajustado el pH, parar la agitación y extraer el agitador magnético 

del vaso de precipitados.  

10. Vaciar la solución obtenida en una probeta de 1L y aforar con agua 

destilada hasta este volumen precisamente (1L).  

11. Una vez aforada la probeta, regresar la solución al vaso de precipitados 

utilizado y agitar nuevamente la solución por 1 min (con agitador de vidrio).  

PBS 0.1 M  

12. Vaciar 500 mLde esta solución en una probeta de 1 L limpia y aforar con 

agua destilada a 1000 mL.  

13. Hacer lo mismo con los 500 mL de solución de PBS restantes.  

14. Filtrar los dos litros con ayuda de un embudo y papel filtro y recibirlos en 

recipientes limpios. *Durante la filtración la cantidad de solución agregada al 

papel no debe sobrepasar los bordes del papel, para lograr una solución libre 

de partículas.  

15. Una vez filtrados ambos litros, rotular los recipientes con lo siguiente:  

Solución de PBS 0.1 M Filtrada.  

 

Preparación de 100 mL de solución de ácido clorhídrico (1 M) para ajuste de 

pH  

1. En un vaso de precipitados de 50 mLcolocar 40 mLde agua destilada.  

2. Adicionar a este volumen de agua con pipeta graduada 

(PERFECTAMENTE LIMPIA) 8.3 mLde Ácido Clorhídrico al 37%. *Hacer 

este paso en la campana de extracción para evitar la inhalación de vapores 

y hacer la adición del ácido al agua de forma lenta.  
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3. Vaciar el contenido del vaso de precipitados, cuidadosamente, en un 

matraz volumétrico de 100 mL.  

4. Aforar el matraz.  

5. Sellar con parafilm el matraz para evitar derrames y agitar suavemente la 

solución invirtiendo el matraz (dos o tres veces). *Poner dedo índice en la 

boca del matraz tras poner el parafilm al estar agitando.  

6. Vaciar en un recipiente para almacenar la solución  

7. Rotular como sigue:  

Solución de HCl 1M  

*Nunca adicionar el ácido al vaso primero y luego agregar el agua (40mL).  

 

Preparación de 100 mL de solución de hidróxido de sodio (1 M) para ajustar 

pH  

1. Pesar 4 g de hidróxido de sodio (granallas)  

2. En un vaso de precipitados de 50 mL colocar 40 mL de agua destilada.  

3. Adicionar a este volumen de agua la cantidad pesada de hidróxido de 

sodio.  

4. Comenzar a agitar con agitador de vidrio. *Sostener vaso de precipitados 

con franela, ya que la reacción resulta ser exotérmica (genera mucho calor).  

5. Continuar agitando hasta disolución total de la base.  

6. Vaciar el contenido del vaso de precipitados, cuidadosamente, en un 

matraz volumétrico de 100 mL.  

7. Aforar el matraz.  

8. Sellar con parafilm el matraz para evitar derrames y agitar suavemente la 

solución invirtiendo el matraz (dos o tres veces). *Poner dedo índice en la 

boca del matraz tras poner el parafilm al estar agitando.  

9. Vaciar en un recipiente para almacenar la solución  
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10. Rotular como sigue:  

Solución de NaOH 1M  

 

Preparación de 1 L de Paraformaldehído 4% 

1. Pesar 40 g de paraformaldehído en balanza analítica  

2. Colocar en un vaso de precipitados 300 mL de agua destilada y un agitador 

magnético  

3. Colocar el vaso de precipitados en la parrilla de agitación (con 

calentamiento) y comenzar a agitar el agua. *Este volumen debe alcanzar 

una temperatura de 70º C (hacer esto en la campana de extracción)  

4. Una vez alcanzada la temperatura deseada adicionar la cantidad pesada 

de paraformaldehído y tapar vaso con aluminio para evitar evaporación.  

5. Mantener la temperatura y la agitación de manera constante por 20 a 30 

min.  

*Se observará una solución turbia de aspecto jabonoso.  

6. Agregar dos granallas de hidróxido de sodio a la solución y mantener 

agitación.  

*Se aclarara la solución dándole un aspecto traslucido.  

7. Dejar enfriar y dejar de agitar la solución.  

8. Vaciar en una probeta de 500 mL la solución de paraformaldehido 

preparada y enjuagar vaso de precipitados (donde se preparó la solución) 

con agua destilada (solo la necesaria para aforar la probeta a 500mL).  

9. Preparar la otra parte de la solución como se indica a continuación:  

 

Preparación de 500 mL de PBS (0.2 M)  

1. Pesar 29.01 g de fosfato disódicoanhídro (Na2HPO4) en balanza analítica  
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2. Pesar 2.62 g de fosfato monobásico de potasio (KH2PO4) en balanza 

analítica  

3. Colocar en un vaso de precipitados 300 mL de agua destilada y un agitador 

magnético  

4. Colocar el vaso de precipitados en la parrilla de agitación (sin 

calentamiento) y comenzar a agitar el agua  

5. Agregar al agua en agitación la cantidad pesada de fosfato monobásico de 

potasio (KH2PO4) (2.62 g)  

6. Una vez disuelta ésta sal adicionar la cantidad pesada de fosfato 

disódicoanhídro (Na2HPO4) (29.01 g)  

7. Continuar con la agitación hasta disolución total del fosfato disódicoanhídro 

(Na2HPO4).  

8. Medir pH con potenciómetro (Se debe ajustar el pH de la solución de PBS 

a 7.4, ya sea con la adición de gotas de solución de ácido clorhídrico (1M) 

para bajar el pH o con la adición de gotas de solución de hidróxido de sodio 

(1M) para subir el pH). *Durante el ajuste del pH el electrodo debe estar al 

interior de la solución y la agitación debe ser suave, evitando la formación de 

burbujas. *Checar apartado para medición de pH.  

9. Una vez ajustado el pH, parar la agitación y extraer el agitador magnético 

del vaso de precipitados.  

10. Vaciar la solución obtenida en una probeta de 500 mLy aforar con agua 

destilada hasta este volumen precisamente (500 mL).  

11. Mezclar los 500 mL de la solución de paraformaldehído preparada con 

los 500 mL de esta solución en un vaso de precipitados de 1 L y nuevamente 

medir pH. *Debe conservarse el valor de 7.4, de no ser así ajustar 

nuevamente.  

12. Filtrar mezcla con ayuda de un embudo y papel filtro y recibirlos en 

recipientes limpios. *Durante la filtración la cantidad de solución agregada al 
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papel no debe sobrepasar los bordes del papel, para lograr una solución libre 

de partículas. *Hacerlo en campana de extracción  

13. Una vez filtrada la solución, rotular el recipiente con lo siguiente:  

Solución de paraformaldehído al 4% Filtrada.  

 

Anexo III - Calibración de equipo 

 

Potenciómetro 

1. Encender equipo  

2. Presionar Clear por dos segundos  

3. Conectar el electrodo de pH al equipo  

4. Enjuagar electrodo en agua destilada y secarlo con papel de baño *Con 

mucho cuidado sin tocar la membrana del electrodo.  

5. Sumergir electrodo en la primer solución buffer (pH de 7). Medir 

temperatura del buffer con termómetro y ajustar esta temperatura en el 

equipo con ayuda de las flechas up and down.  

6. Presionar el botón Stand por 5 segundos para calibrar. (La palabra WAIT 

aparecerá y desaparecerá hasta que el equipo detecte una lectura estable).  

7. Una vez calibrado el primer punto, este dejara de parpadear en la pantalla, 

mientras los dos puntos restantes permanecen intermitentes.  

8. Sacar electrodo del buffer, secarlo y enjuagarlo nuevamente en agua 

destilada.  

9. Secar nuevamente y sumergir electrodo en la segunda solución buffer.  

10. Medir temperatura del buffer con termómetro y ajustar esta temperatura 

en el equipo con ayuda de las flechas up and down.  

11. Presionar Slope, para calibrar. (La palabra WAIT aparecerá y 

desaparecerá hasta que el equipo detecte una lectura estable).  
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12. Una vez calibrado el segundo punto, este dejara de parpadear en la 

pantalla, mientras el punto restante permanece intermitente.  

13. Nuevamente, sacar electrodo del buffer, secarlo y enjuagarlo nuevamente 

en agua destilada.  

14. Secar y sumergir electrodo en la tercera solución buffer.  

15. Medir temperatura del buffer con termómetro y ajustar esta temperatura 

en el equipo con ayuda de las flechas up and down.  

16. Presionar Slope, para calibrar. (La palabra WAIT aparecerá y 

desaparecerá hasta que el equipo detecte una lectura estable).  

17. Una vez calibrado el tercer punto, el equipo saldrá automáticamente del 

modo de calibración.  

18. Presionar y mantener apretado Mea/Eff por 5 segundos.  

19. El electrodo está listo para usarse.  


