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Abreviaturas 
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 6 

PSH: Plasticidad sináptica homeostática 

Px1: Panexina 1 

Pxs: Panexinas 

P2X7R: Receptor purinérgico tipo P2X7 

RRP: Ready releasable pool  

SNC: Sistema nervioso central 

TNF-α: Tumor necrosis factor-alpha 

TTX: Tetrodotoxina 

vGlut-1: Transportador vesicular de glutamato 1 
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Resumen 

El Sistema Nervioso tiene la capacidad de cambiar en el tiempo en respuesta a 

estímulos en el ambiente, a la adaptación sensorial o a procesos de aprendizaje y 

memoria, entre otros. Estos cambios se traducen como alteraciones en las propiedades 

intrínsecas de las neuronas involucradas y en el número y fuerza de las conexiones 

sinápticas, de forma dependiente de la actividad neuronal, permitiendo refinar las 

propiedades del circuito con la experiencia. Sin embargo, los circuitos neuronales deben 

ser capaces de equilibrar sus necesidades de cambio con las de estabilidad, ya que 

estas últimas mantienen la excitabilidad del circuito dentro de un rango fisiológico. Esto 

puede ser logrado mediante un tipo de plasticidad sináptica conocida como “Plasticidad 

Sináptica Homeostática” (PSH), la cual a través de mecanismos pre y postsinápticos, 

tiene la capacidad de cambiar dinámicamente la eficacia de la transmisión sináptica, 

utilizando mecanismos de retroalimentación negativa. De esta forma, la PSH previene 

que las neuronas se saturen, alcanzando niveles extremos de daño excitotóxico o un 

estado comatoso.   

Proteínas formadoras de canales transmembrana como la familia de las 

conexinas (Cxs) y panexinas (Pxs), son componentes principales de la membrana 

plasmática que determinan tanto la excitabilidad neuronal homeostática, así como en la 

plasticidad sináptica. Esto se debe a que ambas proteínas se encuentran altamente 

expresadas tanto por neuronas como glía, donde permiten el pasaje de metabolitos de 

gran tamaño como el ATP y glutamato. El rol de las Cxs en la PSH, así como en la 

plasticidad de Hebb ha sido ampliamente estudiado y caracterizado en los últimos años. 

Estudios recientes revelan la importancia de los panexones en la modulación de la 

plasticidad de Hebb en el hipocampo murino, sin embargo, el rol de estas proteínas en 

la PSH continúa siendo una incógnita.  

En el presente trabajo, se analizó el rol de los canales formados por Px1 en la 

PSH presináptica, mediante la utilización de co-cultivos disociados de ratones 

transgénicos deficientes en la Px1 y ratas como control, herramientas farmacológicas y 

de detección inmune. De esta forma, podemos comenzar a entender el papel que 

desempeñan los panexones en la PSH, observando que éstos son imprescindibles para 

el ajuste homeostático de la densidad sináptica tanto en neuronas como en glía, 

mientras que para el ajuste de la función presináptica son imprescindibles los panexones 

neuronales. Asimismo, se plantea la existencia de mecanismos de compensación por 

parte de las otras isoformas (Px2, Px3), dado que cuando la proteína se encuentra 

totalmente ausente en el co-cultivo, frente al bloqueo crónico de la actividad del circuito 

las neuronas son capaces de realizar una compensación homeostática de la función 

presináptica, pero no así de la densidad de contactos sinápticos. 
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Introducción 

Sinapsis 

Las funciones normales del organismo requieren de un eslabón coordinador 

entre los estímulos recibidos del ambiente externo y la generación de respuestas 

integradas. Existen dos sistemas coordinadores, el sistema endocrino y el sistema 

nervioso. 

Las células del sistema nervioso pueden dividirse en: nerviosas o gliales, encontrándose 

estas en proporciones similares. Se estima que el encéfalo humano contiene por lo 

menos 1011 neuronas, cada una con la capacidad de influir en muchas otras células 

(Azevedo et al., 2009). De esta forma, se requieren mecanismos complejos y altamente 

eficientes para hacer posible la comunicación entre estos elementos. Esta comunicación 

se logra a través de las sinapsis, término acuñado por Sherrington para definir los 

contactos funcionales entre neuronas, o bien entre una neurona presináptica y otra 

célula excitable postsináptica (Foster & Sherrington, 1897). Estas uniones median la 

comunicación entre ambas células permitiendo que las señales se propaguen con gran 

precisión espacial y temporal, lo cual es fundamental para diversos procesos cognitivos, 

entre ellos, el aprendizaje y la memoria (Südhof, 2012).  

En función del mecanismo utilizado en la transferencia de información, las 

sinapsis se clasifican en dos grandes grupos: eléctricas, modelo propuesto por Furshpan 

y Potter (Furshpan & Potter, 1958), donde la corriente eléctrica se transmite 

directamente; y químicas, modelo propuesto por Loewi (Loewi & Navratil, 1924), donde 

la transmisión de información se da a través de un mensajero químico (Figura 1, Tabla 

1). Ambas modalidades coexisten en la mayoría de las estructuras nerviosas.  

La transmisión eléctrica entre dos neuronas está mediada por uniones en hendidura 

(UH) o uniones GAP (gap junctions, GJ) que consisten en canales intercelulares que 

comunican directamente el citoplasma de dos células adyacentes, posibilitando el 

pasaje bidireccional de corrientes eléctricas y pequeñas moléculas, como el Ca2+, AMPc 

e IP3 (Figura 1B, Tabla 1). Las uniones GAP constituyen el sustrato morfológico de las 

sinapsis eléctricas, y se forman por el ensamblaje de dos hemicanales hexaméricos de 

conexina denominados conexones, cada uno de ellos aportado por una de las células 

adyacentes. La familia génica de las conexinas posee al menos 20 genes en mamíferos, 

siendo la Cx36 la conexina predominantemente expresada en neuronas de mamíferos 

(Pereda, 2014). 

A diferencia de lo que ocurre en la transmisión eléctrica, en las sinapsis químicas no 

existe continuidad citoplasmática entre las neuronas pre y post-sinápticas, sino que 
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éstas se encuentran separadas por la hendidura sináptica con una distancia de entre 

20–40nm (Figura 1A, Tabla 1). La comunicación entre ambas células ocurre ante la 

llegada de un potencial de acción (PA) a la célula presináptica, la cual en respuesta a 

un influjo de Ca2+ a la terminal presináptica desencadena la liberación de un agente 

químico denominado neurotransmisor a la hendidura sináptica. Éste agente actúa sobre 

receptores específicos anclados a la membrana postsináptica generando así cambios 

en el potencial de membrana postsináptico; estos cambios pueden desencadenar la 

generación de un PA postsináptico. En este trabajo nos enfocaremos en este tipo de 

neurotransmisión mediada por mensajeros químicos. 

 

Figura 1. Las dos modalidades principales de transmisión sináptica. (A) La 

transmisión química requiere de una maquinaria molecular presináptica sofisticada que regule la 

liberación de neurotransmisores de forma probabilística frente a la despolarización de la terminal 

presináptica (en este caso, frente a la llegada de un potencial de acción), lo cual produce la 

activación de canales de Ca2+ operados por voltaje. Se requiere, además, una maquinaria 

molecular postsináptica de similar complejidad. Esto incluye tanto la presencia de receptores 

ionotrópicos como metabotrópicos específicos para el neurotransmisor capaces de detectar y 

traducir el mensaje presináptico en una diversidad de eventos postsinápticos que amplifican la 

señal presináptica. (B) La transmisión eléctrica es mediada por un clúster de canales 

intercelulares denominados uniones GAP, los cuales conectan el interior de dos células 

adyacentes, permitiendo el pasaje bidireccional de corrientes eléctricas producidas por iones 

(flechas) como también por mensajeros intracelulares y pequeños metabolitos (no 

ilustrados).Tomado de Pereda, 2014. 
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Tabla 1. Distinguiendo las propiedades de las sinapsis químicas y eléctricas. Obtenido de 

Kandel et al., 2013. 

SINAPSIS QUÍMICA ELÉCTRICA 

DISTANCIA ENTRE LAS MEMBRANAS 

PRE Y POSTSINÁPTICAS 

20 – 40 nm 4 nm 

EXISTE CONTINUIDAD 

CITOPLASMÁTICA ENTRE LA CÉLULA 

PRE Y POSTSINÁPTICA? 

No Si 

COMPONENTES ULTRA-

ESTRUCTURALES 

Vesículas 

presinápticas, zonas 

activas, receptores 

postsinápticos 

Canales de 

unión en 

hendidura (gap 

junctions) 

AGENTE DE TRANSMISIÓN Transmisores 

químicos 

Corriente iónica 

LATENCIA SINÁPTICA Al menos 0,3ms, 

usualmente 1 – 5 ms 

o más 

Virtualmente 

ausente 

DIRECCIONALIDAD DE LA 

TRANSMISIÓN DE INFORMACIÓN 

Unidireccional Usualmente 

bidireccional 

 

Sinapsis química 

La transmisión química requiere una maquinaria molecular presináptica 

sofisticada que regule la liberación de neurotransmisores de forma probabilística cuando 

un PA invade la terminal sináptica. Esta transmisión también necesita una maquinaria 

molecular postsináptica de similar complejidad, dentro de las cuales se incluyen 

receptores operados por ligando del tipo a) ionotrópicos, que median acciones 

sinápticas rápidas ya que ellos mismos son un canal iónico y b) metabotrópicos, cuya 

activación influye indirectamente, mediante mensajeros secundarios, sobre la apertura 

o cierre de canales iónicos (Figura 1A). Estos canales median respuestas más lentas o 

bien actúan como moduladores de respuestas ya puestas en marcha. Esta diversidad 

de receptores permite que las sinapsis químicas se adapten a diversos requerimientos 

funcionales (Pereda, 2014). 

La neurotransmisión en las sinapsis químicas se basa en una elaborada 

secuencia de eventos que se describen a continuación tomando como referencia una 

neurona piramidal glutamatérgica de hipocampo. El proceso se inicia cuando un PA 
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invade la terminal presináptica de la neurona, despolarizándola. El cambio que se 

produce en el potencial de membrana provoca la apertura de canales de Ca2+ voltaje-

dependientes enriquecidos en la membrana presináptica. Debido a que existe un 

gradiente de Ca2+ a ambos lados de la membrana presináptica, la apertura de estos 

canales genera un rápido incremento de la concentración intracelular para este ion 

provocando que las VS se fusionen con la membrana presináptica y liberando el 

neurotransmisor a la hendidura sináptica (Llinás, 1982; Llinás et al., 1981). 

A continuación, reconoceremos en detalle la fisiología de la sinapsis química: la 

presinapsis, la hendidura sináptica y la postsinapsis. 

Terminal presináptica 

Se trata de una región especializada del axón presente en la neurona 

presináptica desde donde ocurre la liberación del neurotransmisor a partir de vesículas 

sinápticas (VS), conteniendo típicamente cada terminal entre 100 y 200 VS, donde a su 

vez, cada una de éstas, almacena miles de moléculas neurotransmisoras (Figura 1A) 

(Kandel et al., 2013). En ella es posible distinguir una región denominada zona activa, 

la cual se define como un área especializada de la membrana plasmática presináptica 

donde las vesículas sinápticas que contienen el neurotransmisor se encuentran 

ancladas y listas para ser liberadas (Harris & Weinberg, 2012). A este conjunto de VS 

se las denomina “ready releasable pool” (RRP). Asimismo, existen otros dos grupos de 

VS distribuidas en la terminal presináptica, estas componen el "pool de reciclaje" y el 

"pool de reserva" (Harris & Weinberg, 2012). Estos pools presentan capacidades 

diferentes de exocitosis, donde el RRP es liberado inmediatamente dado que se 

encuentra pronto para la liberación, el pool de reciclaje es el encargado de reponer el 

RRP durante la estimulación fisiológica, mientras que el pool de reserva se libera 

únicamente durante la estimulación intensa (Harris & Weinberg, 2012; Rizzoli & Betz, 

2005). 

La fusión de las VS produce la adición de nueva porción de membrana a la 

membrana de la terminal presináptica, pero ésta no es permanente. Así, luego de la 

exocitosis, las VS sufren endocitosis y se reciclan, siendo nuevamente cargadas con el 

neurotransmisor específico y formando parte de un nuevo ciclo de liberación.   

Hendidura sináptica 

Se trata del espacio estructuralmente organizado que separa las neuronas pre y 

post-sinápticas, cuyo ancho se encuentra entre los 20 - 40nm, donde es liberado el 
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neurotransmisor (Figura 1A). Este espacio se encuentra altamente enriquecido en 

moléculas de adhesión asociadas a las membranas pre y post-sinápticas, encargadas 

de guiar la sinaptogénesis y modular la maduración sináptica, así como la 

neurotransmisión (Biederer et al., 2017). En la hendidura sináptica también se 

encuentran componentes de la matriz extracelular, que interactúan con moléculas de 

adhesión, receptores y canales iónicos, y participan en el desarrollo y regeneración del 

SNC, así como en procesos de plasticidad sináptica (Dityatev & Schachner, 2003; Perez 

de Arce et al., 2015). 

Terminal postsináptica 

El neurotransmisor liberado a la hendidura sináptica, se une a receptores 

anclados en la membrana plasmática postsináptica regulando directa o indirectamente 

la apertura de canales iónicos. Se denomina densidad postsináptica (PSD) al complejo 

macromolecular de señalización anclado en la membrana postsináptica contrapuesta a 

la zona activa. La PSD es particularmente prominente en sinapsis glutamatérgicas 

excitadoras, y es fácilmente detectable por microscopía electrónica como una zona de 

material electrondenso debido al alto contenido de proteínas (Holderith et al., 2012). En 

este tipo de contacto sináptico, el contenido de macromoléculas de la PSD incluye 

receptores del tipo N-metil-D-aspartato (NMDAR), ácido α-amino-3-hidroxi-5-metilo-4-

isoxazol propiónico (AMPAR), moléculas de andamiaje (PSD-95, proteína asociada a 

sinapsis 97, Shank y Homer) (Chen et al., 2005; Dani et al., 2010), protein kinasas, 

fosfatasas y componentes del citoesqueleto. Los receptores son altamente dinámicos y 

continuamente ciclan hacia adentro y afuera de la sinapsis, a través de mecanismos 

regulados de difusión lateral rápida a lo largo de la membrana, intercambios entre los 

sitios extra e intrasinápticos, y el tráfico mediado por ciclos de endocitosis-exocitosis 

entre los pools intracelular y la superficie de membrana (Choquet & Triller, 2013).  

Como consecuencia de la unión del neurotransmisor al receptor, se originará una 

excitación o una inhibición lo cual dependerá del receptor activado. Así, la activación de 

receptores específicos desencadenará una despolarización de la membrana 

postsináptica generando un potencial postsináptico excitador (PPSE) o una 

hiperpolarización, alejando a la célula de su umbral de disparo y generando un potencial 

postsináptico inhibidor (PPSI). De esta forma, generalmente los PPSE resultan de la 

apertura de canales de Na+ químicamente excitables, donde la entrada de Na+ conduce 

a una disminución en la polaridad de la membrana. Por otro lado, habitualmente los 

PPSI resultan de la actividad de ciertos neurotransmisores sobre canales de Cl- o de K+, 

cuyos potenciales de equilibrio son aún más negativos que el potencial de membrana 
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en reposo, y por lo tanto, la apertura de estos canales hiperpolariza la membrana 

(Kandel et al., 2013; Purves et al., 2004). 

En general existe una latencia sináptica de aproximadamente 0,6 ms (Lisman et al., 

2007). Pese a la lentitud que tienen en comparación con las sinapsis eléctricas, las 

sinapsis químicas poseen la propiedad de amplificación. Dado que apenas un reducido 

número de moléculas de neurotransmisor son capaces de activar a un receptor, la 

descarga de una única vesícula sináptica puede desencadenar la apertura de miles de 

canales iónicos, que son capaces de despolarizar a una célula postsináptica grande 

(Kandel et al., 2013; Purves et al., 2004). 

Sinapsis tripartita y multipartita 

Cabe destacar que en los últimos años se produjo un cambio de paradigma en 

torno al rol que desempeñan las células gliales en el SNC. Estas eran vistas como 

simples células de soporte y nutrición neuronal, sin embargo, actualmente se plantea 

que las mismas contribuyen al desarrollo del sistema nervioso, la sinaptogénesis, la 

modulación de la eficiencia de las conexiones sinápticas excitadoras en el hipocampo, 

en particular, en la plasticidad de Hebb, sugiriendo que estas células participan 

activamente en el procesamiento y almacenamiento de la información sináptica (Letellier 

et al., 2016; Perea & Araque, 2007; Stan et al., 2010). Según este nuevo paradigma, los 

astrocitos surgen como socios activos de las neuronas presinápticas y postsinápticas 

durante la transmisión de la información, dando lugar al concepto actual de sinapsis 

tripartita (Pascual et al., 2005; Perea & Araque, 2010). Este concepto se basa en la 

habilidad de los astrocitos de responder a la liberación de neurotransmisores durante la 

actividad neuronal, liberando sustancias neuroactivas denominadas gliotransmisores 

que influencian la excitabilidad neuronal y la transmisión sináptica. Estudios recientes 

realizados en cultivos disociados de corteza cerebral sugieren la importancia de factores 

liberados por astrocitos para la inducción de plasticidad neuronal (Steinmetz & 

Turrigiano, 2010; Stellwagen & Malenka, 2006).  

En los últimos años, la matriz extracelular presente en la hendidura sináptica y 

la microglía cercana a la zona sináptica se han incluido dentro de los componentes 

sinápticos, por lo cual, el concepto de sinapsis tripartita ha evolucionado hacia una visión 

más amplia que incluye un conjunto sináptico de múltiples partes, donde existen 

relaciones multidireccionales complejas entre todos los componentes: las terminales pre 

y postsinápticas, el proceso perisináptico del astrocito, la microglía y la matriz 

extracelular (Nimmerjahn et al., 2005; Verkhratsky & Nedergaard, 2014; Wu et al., 2015). 
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Fuerza sináptica 

La eficacia de la transmisión sináptica, es decir, la fuerza sináptica, puede 

definirse como la cantidad promedio de corriente o la amplitud del cambio de voltaje 

producido en la neurona postsináptica por un PA en la neurona presináptica (Murthy, 

1998). De manera simplificada, la fuerza sináptica entre dos neuronas depende 

fundamentalmente del producto de tres factores: el número de contactos sinápticos o de 

sitios activos de liberación (n), la probabilidad de liberación del neurotransmisor en cada 

sinapsis (pr) y el tamaño de la respuesta postsináptica causada por la liberación de 

neurotransmisor desde una única VS (denominado tamaño quantal, q) (Branco & Staras, 

2009; Burrone & Murthy, 2003; Del Castillo & Katz, 1954).  

De esta forma, Fsináptica = pr . n . q 

La pr es una consecuencia de la naturaleza estocástica inherente de los procesos que 

llevan a la exocitosis de las VS (Südhof, 2004). Para cada PA, hay una cierta 

probabilidad de que ocurra la liberación de neurotransmisor, que define la confiabilidad 

de una sinapsis en transmitir la señal y determina la fuerza sináptica promedio (Del 

Castillo & Katz, 1954). En las sinapsis del SNC, a diferencia de la unión neuromuscular 

(NMJ), la pr es relativamente baja, por ejemplo, en el hipocampo es de 0,3 en promedio, 

si bien existe gran variabilidad entre los botones sinápticos (Dobrunz & Stevens, 1997; 

Murthy et al., 1997). 

Por tanto, la transmisión sináptica es más eficaz si n, pr o q aumentan. 

Generalmente, un aumento de n o pr indica un mecanismo presináptico, mientras que 

un aumento de q se vincula a un mecanismo postsináptico, como un incremento en el 

número y/o sensibilidad de los receptores postsinápticos (Bekkers & Stevens, 1990). 

En el presente trabajo, estimaremos cambios en la fuerza sináptica centrándonos 

en mecanismos presinápticos que modifican tanto la pr como n (ver Materiales & 

métodos, Procesamiento de imágenes). 

Plasticidad sináptica 

La eficacia de la transmisión sináptica puede ser modificada por períodos cortos 

o largos, una propiedad denominada plasticidad sináptica. Dicha modificación funcional 

puede ser efectuada por señales intrínsecas o extrínsecas. Un ejemplo de señal 

intrínseca es una alta tasa de disparo, mientras que las señales extrínsecas incluyen las 

entradas sinápticas directas desde otras neuronas.  
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Para lograr el complejo procesamiento de la información que deben realizar los circuitos 

neuronales es esencial que las sinapsis puedan ser modificadas tanto a nivel estructural 

como funcional. Se pueden evidenciar dos grandes formas de plasticidad en función del 

tiempo de duración de los cambios en la eficiencia sináptica:  

1. Plasticidad a corto plazo, la cual ocurre durante milisegundos a minutos y 

permite a las sinapsis realizar funciones computacionales críticas en los circuitos 

neuronales. Ejemplos clásicos de este tipo de plasticidad son la facilitación, incremento, 

potenciación post-tetánica, depresión, entre otros (Colino et al., 2002). 

2. Plasticidad a largo plazo, la cual involucra cambios que duran horas hasta 

varios días. Dentro de ésta se encuentra la plasticidad de Hebb y la Plasticidad Sináptica 

Homeostática (PSH), que se diferencian en el tiempo que lleva la inducción y la 

expresión de los cambios, siendo rápidos en la primera (minutos, horas) y lentos en la 

segunda (horas, días). 

En este trabajo, nos enfocaremos en los cambios plásticos que ocurren a largo plazo 

centrándonos principalmente en la PSH. 

Plasticidad de Hebb 

Hebb propuso un mecanismo basado en la plasticidad sináptica como sustrato 

para la memoria, estableciendo un sistema compuesto por dos células que se 

encuentran conectadas por sinapsis excitadoras, donde la activación de una célula lleva 

a la activación de una segunda célula, provocando que la conexión entre ambos 

componentes se refuerce (Hebb, 1949; Huganir & Nicoll, 2013; Luscher & Malenka, 

2012; Malenka & Bear, 2004). Incluye procesos de potenciación a largo plazo (LTP), así 

como de depresión a largo plazo (LTD). Es la forma de plasticidad a largo plazo 

dependiente de actividad más estudiada, y se conocen los mecanismos moleculares 

necesarios para provocar el cambio (inducción), seguido de mecanismos para la 

expresión (durante horas) y el mantenimiento (días) (Lüscher & Malenka, 2012). 

Debido a que estas características distintivas facilitan el reforzamiento de ciertas 

conexiones sinápticas, siendo esto fundamental para el correcto almacenamiento de la 

información en el cerebro, se cree que estos mecanismos Hebbianos permiten que las 

propiedades de un circuito dado se refinen con la experiencia, siendo la base de 

procesos de memoria y aprendizaje. Sin embargo, el requerimiento de actividad 

correlativa entre una pre-sinapsis y una post-sinapsis para reforzar la conexión provoca 

mecanismos de feedback positivos dependientes de la actividad (Figura 2A). A medida 
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que la actividad correlativa de la pre y post-sinapsis refuerza conexiones sinápticas 

específicas, la neurona post-sináptica tendrá una fuerza sináptica mayor, de forma que 

los inputs pre-sinápticos que estaban poco correlacionados con el disparo de dicha post-

sinapsis, podrán ahora desencadenar la activación de la post-sinapsis más fácilmente 

(Figura 2B) (Turrigiano, 2008). Por lo tanto, la generación de mecanismos de feedback 

positivos sin restricción conllevan a que eventualmente la actividad alcance un estado 

propenso a la hiperexcitabilidad (Cooper & Bear, 2012; Turrigiano, 2008; Turrigiano & 

Nelson, 2000; Vitureira & Goda, 2013). 

Asimismo, luego de inducida la LTD, aquellas sinapsis deprimidas podrán someterse 

más fácilmente a mayor LTD, lo cual, ocurriendo sin restricciones, podría provocar un 

silenciamiento patológico de las sinapsis o incluso su eliminación (Collingridge et al. 

2010; Cooper & Bear, 2012; Vitureira & Goda, 2013). 

 

Figura 2. Ciertos mecanismos de potenciación sináptica son potencialmente 

desestabilizadores. (A) El disparo pre y post-sináptico correlativo induce potenciación a largo 

plazo (LTP), lo que permite que la neurona pre-sináptica impulse a la neurona post-sináptica con 

mayor fuerza. Esto aumenta la correlación entre la activación pre y post-sináptica, lo cual produce 

mayor LTP, generando un ciclo de feedback positivo. (B) La generación de LTP sin restricciones 

provoca la pérdida de especificidad sináptica, ya que la inducción del LTP impulsa a la neurona 

post-sináptica con mayor fuerza, volviendo así más fácil que otros inputs logren que la neurona 

post-sináptica dispare, de forma que éstos comienzan a desarrollar LTP. Imagen recuperada de 

Turrigiano, 2008. 

Plasticidad sináptica homeostática 

Con el fin de prevenir el componente desestabilizador de la plasticidad de Hebb 

en la función de los circuitos neuronales, las neuronas deben ser capaces de percibir su 

propia excitabilidad, pudiendo desencadenar mecanismos homeostáticos que 

compensen las perturbaciones de la actividad sináptica manteniéndolas dentro de un 
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rango fisiológico dinámico. Recientemente se ha identificado un tipo de plasticidad 

sináptica denominada “Plasticidad Sináptica Homeostática” (PSH), la cual estabiliza la 

actividad de una neurona o de un circuito neuronal para enfrentar cambios en la 

densidad sináptica y/o en la intensidad de la respuesta sináptica que puedan alterar la 

excitabilidad del circuito. La PSH incluye mecanismos pre y post-sinápticos (Figura 3). 

Por ejemplo, la eficacia de la neurotransmisión puede ajustarse mediante mecanismos 

presinápticos que incluye tanto modificaciones en la probabilidad de liberación de 

neurotransmisores (pr), así como el número de contactos sinápticos (n), en una 

dirección compensatoria a los cambios en la actividad del circuito. Por otra parte, el 

ajuste de la función postsináptica dependiente de actividad, requiere de cambios en la 

abundancia de receptores del tipo AMPA en la superficie sináptica (Vitureira & Goda, 

2013). 

 

Figura 3. Esquema básico de la plasticidad sináptica homeostática en una 

sinapsis excitadora. (A) Condiciones basales. La transmisión sináptica está mediada a través 

de la liberación de neurotransmisores desde la terminal presináptica con una subsecuente 

activación de los receptores en la célula postsináptica. La fuerza sináptica está determinada por 

la eficacia tanto de la liberación de los neurotransmisores en la presinapsis, como la abundancia 

de sus receptores específicos en la postsinapsis. (B) La actividad neuronal presinápticamente 

reducida (mediante el bloqueo crónico con TTX), es compensada mediante un incremento en el 

reciclaje de vesículas, el número de vesículas ancladas en la terminal y la probabilidad de 

liberación de neurotransmisores. Postsinápticamente, se incorporan receptores de 

neurotransmisores adicionales mediante mecanismos de difusión lateral y exocitosis intracelular. 

(C) O, por el contrario, para compensar un aumento en la actividad neuronal, las neuronas 

presinápticas disminuyen la probabilidad de liberación de neurotransmisores, mientras que la 

célula postsináptica reduce el número de receptores mediante mecanismos de endocitosis o 
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difusión lateral. Imagen recuperada de Pozo & Goda, 2010. 

Diversas formas de regulación homeostática mantienen controlada la eficiencia 

de las conexiones, entre otras, la variación en el número de contactos sinápticos 

establecidos (Pozo & Goda, 2010); la regulación de la fuerza sináptica excitadora y/o 

inhibidora (Turrigiano & Nelson, 2004); así como la alteración de las conexiones 

sinápticas entre neuronas, o el ajuste de las propiedades eléctricas intrínsecas dadas 

por las conductancias voltaje dependientes tanto entrantes como salientes (Desai, 2004; 

Marder & Goaillard, 2006). La PSH debe ser capaz de sensar algún aspecto común de 

la actividad sináptica, indistintamente del método de regulación que se implemente. 

Debe además, poder integrar esta información en un lapso de tiempo largo (minutos a 

horas) en comparación con el tiempo que requiere la transferencia de información 

(milisegundos a minutos), manteniéndose cercano a un valor de referencia mediante el 

ajuste de las propiedades sinápticas (Turrigiano, 2008). 

Una actividad neuronal estable y flexible es fundamental para la función apropiada del 

cerebro, formando una interfaz dinámica entre mecanismos de PSH y plasticidad de 

Hebb (Vitureira & Goda, 2013). A pesar que ambas formas de plasticidad son estudiadas 

de forma independiente, es probable que compartan parcialmente los mecanismos 

moleculares que regulan efectores comunes sinápticos (Arendt et al. 2013; Cooper & 

Bear, 2012; Pozo & Goda, 2010; Thiagarajan et al. 2007; Vitureira & Goda, 2013). 

La PSH está mediada por el ajuste compensatorio de la función tanto pre como 

postsináptica; la contribución de cada uno de estos componentes depende de varios 

factores, como la edad del cultivo, el tipo celular o tejido estudiado. 

Plasticidad sináptica homeostática postsináptica 

La forma más estudiada de PSH en las sinapsis excitadoras del SNC se 

denomina synaptic scaling, y ocurre a través de la activación de mecanismos 

postsinápticos que involucran el ajuste compensatorio de la abundancia de AMPAR. Las 

primeras evidencias del synaptic scaling fueron obtenidas in vitro en cultivos de 

neuronas corticales, hipocampales y de médula espinal, a través de manipulaciones 

farmacológicas que modificaban la actividad neuronal de forma crónica (Lissin et al., 

1998; O’Brien et al., 1998; Turrigiano et al., 1998). En particular, el bloqueo prolongado 

de la descarga neuronal (aplicando tetrodotoxina – TTX bloqueante específico de 

canales de Na+ voltaje-dependientes) o la inhibición de los receptores de glutamato 

(CNQX, antagonista de los AMPAR), o el aumento de la actividad, inducida por el 

bloqueo de la transmisión inhibidora (mediante bicuculina, antagonista de receptores 
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GABAA), produce un aumento o una disminución compensatoria de las corrientes 

mediadas por AMPAR, respectivamente (Figura 4). Otros mecanismos de PSH 

postsináptica incluyen proteínas de la PSD, la liberación de factores solubles tanto por 

neuronas como por células gliales adyacentes, proteínas de adhesión sinápticas, entre 

otras (Fernandes & Carvalho, 2016). 

 

Figura 4. La amplitud de los mEPSC aumenta en presencia de TTX, mientras que 

disminuye frente a la aplicación de bicuculina. Se muestran registros representativos de 

los mEPSC de cultivos control y de cultivos en presencia de TTX y bicuculina por 48hs. A la 

izquierda los datos sin procesar; a la derecha, la forma de la onda del promedio de mEPSC de 

la neurona de la izquierda. Tomado de Turrigiano et al., 1998. 

Por otro lado, en experimentos realizados en cultivos hipocampales y de la corteza 

visual jóvenes (≤14 DIV), la PSH inducida por inactividad crónica es exclusivamente 

postsináptica, y a medida que el circuito madura emerge la expresión presináptica de 

PSH (Wierenga et al., 2006). 

Plasticidad sináptica homeostática presináptica 

La PSH presináptica se refiere al ajuste homeostático de la liberación del 

neurotransmisor. Se trata de un fenómeno robusto y altamente conservado, sin 

embargo, los mecanismos moleculares están comenzando a emerger recientemente. 

Las evidencias provienen principalmente de estudios realizados en la unión 

neuromuscular (neuromuscular junction) de Drosophila y en cultivos disociados de 

mamíferos. Distintas evidencias sugieren que la modulación homeostática de la 

liberación presináptica implica un aumento en la entrada de Ca2+ presináptica a través 

de los canales Cav2.1 (el único canal responsable de la transmisión sináptica en la NMJ 

de Drosophila) (Müller & Davis, 2012), así como un aumento del número de VS en el 

RRP (Muller et al., 2012; Müller et al., 2011). 
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Asimismo, se evidenció que la expresión del transportador vesicular de 

glutamato 1 (vGlut-1) en la terminal presináptica está incrementada frente al bloqueo 

crónico de la actividad, lo que ha sugerido la posibilidad que, además del aumento en 

los receptores postsinápticos, las neuronas también podrían cargar con más 

neurotransmisor cada VS y ambos procesos podrían colaborar en el aumento de la 

amplitud de las corrientes postsinápticas excitadoras en miniatura (mEPSCs) (De Gois 

et al., 2005; Erickson et al., 2006; Turrigiano, 2012; Vitureira et al., 2012). 

Proteínas formadoras de canales transmembrana como la familia de las 

conexinas (Cxs) y panexinas (Pxs), son componentes principales que determinan tanto 

la excitabilidad neuronal homeostática, así como en la plasticidad sináptica. Esto se 

debe a que ambas proteínas se encuentran altamente expresadas tanto por neuronas 

como glía, facilitando la propagación lenta de las ondas de Ca2+ astrocitarias y 

permitiendo el pasaje de grandes metabolitos como el ATP y glutamato (Dahl, 2015; 

Giaume et al., 2013; Kang et al., 2008).  

El rol de las Cxs en la PSH ha sido ampliamente estudiado y caracterizado en 

los últimos años, sin embargo, el rol de las Pxs continúa siendo una incógnita.  

Canales de panexina 

Neuronas y células gliales del SNC expresan canales formados por subunidades 

proteicas de panexinas, las cuales poseen cuatro dominios transmembrana con 

dominios citoplasmáticos N- y C-terminales y grupos cisteína en los dos bucles 

extracelulares (Figura 5) (Shestopalov & Panchin, 2008).  

En mamíferos, las Pxs operan fundamentalmente como canales de membrana 

(panexones), ya que sus residuos glicosilados impiden el ensamblaje de dos panexones 

para formar una GJ (Bruzzone et al., 2003), razón por la que actualmente se abandonó 

el término de hemicanales para los canales de panexina. La única evidencia de GJ 

formados por Pxs fueron estudios realizados en sistemas de sobre-expresión en líneas 

celulares, los cuales arrojaron propiedades distintas de las GJ formadas por Cxs 

(Bruzzone et al., 2003; Lai et al., 2007; Sahu et al, 2014). 

Los vertebrados expresan las panexinas 1–3 (Figura 6); la Px1 forma panexones 

en neuronas piramidales del hipocampo y astrocitos, los cuales se abren a potenciales 

de membrana negativos y a concentraciones fisiológicas de Ca2+ (Barbe et al., 2006; 

Orellana et al., 2009; Thompson et al., 2008). Los canales de Px1 expresados a nivel de 

la membrana postsináptica neuronal, pueden activarse además por los receptores de 
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tipo NMDA (Huang & Trussel, 2008; Thompson, 2006). La Px2 se expresa en el cerebro, 

y junto con Px1 son particularmente abundantes en la corteza, hipocampo, tálamo 

reticular, neuronas motoras del tallo cerebral y mesencéfalo, el núcleo supraóptico y 

supraquiasmático del hipotálamo y el cerebelo. En el hipocampo, se encuentran 

altamente expresadas tanto en neuronas piramidales e interneuronas (Barbe et al., 

2006). Por otro lado, la Px3 está fundamentalmente expresada en hueso, cartílago, 

músculo esquelético, y piel, no detectándose su expresión en el hipocampo murino 

(Bruzzone et al., 2003; Penuela et al., 2013).  

 

Figura 5. Organización estructural de panexinas. Cada subunidad posee cuatro 

dominios transmembrana conectados entre sí a través de un dominio intracelular y dos loops 

extracelulares. Tanto el extremo carboxilo como el amino se extienden hacia el citoplasma. La 

cola carboxi-terminal es el sitio de modificaciones regulatorias y fosforilación. La N-glicosilación 

del segundo loop extracelular impide el ensamblaje de uniones de hendidura funcionales. Imagen 

recuperada y modificada de Lapato & Tiwari-Woodruff, 2017. 

 

Figura 6. Estructura transmembrana de la familia de panexinas murinas. Los 

números indican la posición aminoacídica de los cuatro dominios transmembrana. Los sitios 

consenso de N-glicosilación se encuentran señalados en rojo. CT, extremo carboxi-terminal; EL, 
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loop extracelular; IL loop intracelular.   Imagen recuperada de Penuela et al., 2009.  

Por otra parte, la expresión de panexinas es edad dependiente, siendo Px1 más 

abundante durante el desarrollo neuronal temprano, mientras que Px2 es más 

abundante en etapas más adultas (Ardiles et al., 2014; Bond & Naus, 2014).  

Las propiedades estructurales y biofísicas de esta familia aún permanecen 

elusivas y controversiales, mayoritariamente debido al descubrimiento reciente de estos 

canales. Sin embargo, se ha reportado que la conductancia unitaria de los canales de 

Px1 se encuentra en un intervalo de 70-550 pS (Cheung et al., 2014); los residuos 3-7, 

10 y 12 del extremo amino, 58-62 del primer segmento transmembrana y 414-426 del 

extremo carboxilo constituyen el revestimiento del poro (Wang & Dahl, 2010), siendo su 

diámetro externo de aproximadamente 17-21Å (29.5-30.5Å para Px2) (Ambrosi et al., 

2010). El extremo carboxi-terminal bloquea el canal de Px1 a través de un mecanismo 

de “bola y cadena” (Chiu et al., 2014). 

En ensayos de Western blot las Pxs se presentan en tres bandas, las cuales 

representan tres formas distintas de las proteínas de acuerdo a su grado de 

glicosilación: Gly-0 representa el estado sin glicosilar (las tres isoformas de la proteína 

pueden encontrarse en este estado), Gly-1 es el estado de alta manosa (presente en 

Px1, estado predominante para Px2) y Gly-2, que representa el complejo de especies 

glicosiladas (estado predominante para Px1 y Px3). Px1 puede viajar hasta la membrana 

plasmática en cualquiera de sus tres estados, sin embargo, el estado Gly-2 es el 

predominante entre las tres especies, mientras que Gly-1 refiere mayoritariamente a 

proteínas asociadas al retículo endoplasmático (Penuela et al., 2014). Los oligómeros 

de Pxs se trasladan desde el retículo endoplasmático hacia el aparato de Golgi. Este 

transporte es llevado a cabo por la proteína COPII y se piensa que también es la 

encargada de mediar el transporte de Px1 hacia la superficie celular, siendo su vida 

media inferior a 4 horas (Penuela et al., 2014). 

La apertura de los canales de Pxs ha sido considerada deletérea, teniendo lugar 

bajo condiciones patológicas como isquemia, produciendo muerte celular excitotóxica. 

Sin embargo, recientemente se ha visto que la apertura de estos canales podría estar 

vinculada a actividades fisiológicas, incluyendo la señalización parácrina, a través de la 

activación de  conexones y/o panexones seguido de la liberación de moléculas de ATP 

al espacio extracelular (Bennett & Zukin, 2004). A su vez, el ATP liberado puede actuar 

sobre receptores presentes tanto en neuronas como glia, pudiendo activar en esta última 

receptores purinérgicos del tipo P2Y o P2X, provocando una liberación de Ca2+ desde 

las reservas endoplasmáticas. El aumento intracelular de Ca2+ astroglial conlleva a una 
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liberación aún mayor de ATP, provocando así una propagación de la señal a células 

vecinas (Barbe et al., 2006). Con relación a esto y de especial interés, es el hecho que 

la Px1 forma parte del complejo del receptor P2X7 siendo necesaria para la liberación 

de ATP (Locovei et al., 2006; Locovei et al., 2007; Pelegrin & Surprenant, 2006). 

Por otro lado, la liberación de ATP por parte de eritrocitos a través de Px1 

produce cambios en el flujo sanguíneo frente a condiciones de estrés, iniciando una ola 

de propagación de Ca2+ a través de la estimulación de receptores purinérgicos 

expresados por células endoteliales (Locovei et al., 2006). 

Asimismo, se propuso que Px1 forma el poro asociado a al complejo apoptótico de P2X7 

(Locovei et al., 2007), donde la liberación de nucleótidos tales como el ATP y el UTP 

actúan como señales de reclutamiento que atraen fagocitos (Chekeni et al., 2010). 

En cuanto a su rol en la plasticidad, la Px1 ha sido estudiada en la plasticidad de Hebb, 

observándose que en animales Px1 KO existe una alteración en el estado de plasticidad, 

donde se potencia la LTP, mientras que no se puede inducir LTD en adultos. Estas 

alteraciones in vitro se acompañan de alteraciones in vivo en el comportamiento, 

relacionadas al deterioro de la memoria espacial y de la flexibilidad de los aprendizajes 

(Ardiles et al., 2014; Gajardo et al., 2018; Prochnow et al., 2012). Sin embargo, el rol de 

esta proteína en la inducción y/o mantenimiento de la PSH aún no ha sido estudiado. 
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Antecedentes específicos 

Experimentos previos realizados en nuestro laboratorio utilizando antagonistas 

específicos de la Px1 sugieren un papel esencial de esta proteína en la inducción y/o 

mantenimiento de la PSH. En estos estudios, co-cultivos de hipocampo de rata neonata 

fueron tratados a los 14-15DIV durante 15 min previos y durante el tratamiento con TTX 

(1µM, 24hs) con a) Probenecid (500µM) y b) péptido bloqueante 10Panx1 (400µm). 

Cultivos no tratados fueron utilizados como control de la función sináptica basal. 

Posteriormente, estas células fueron fijadas, realizando ensayos de inmunocitoquímica 

a través de un triple marcaje: contra el transportador vesicular de glutamato 1 (vGlut-1), 

el marcador post sináptico Homer-1, y el marcador del citoesqueleto específico neuronal 

MAP-2 (ver Materiales y Métodos, ensayos de inmunocitoquímica).  El vGlut-1 juega un 

papel esencial en la transmisión sináptica facilitando la incorporación de glutamato en 

las vesículas sinápticas. Estudios recientes proponen que la abundancia de vGlut-1 

sináptico, se correlaciona directamente con la pr y el tamaño quantal y se ajusta 

bidireccionalmente con cambios en la actividad sináptica (Mutch et al., 2011; Wilson et 

al., 2005). Este marcador resulta entonces una herramienta fiable para detectar cambios 

en la función presináptica. 

Al analizar el efecto de estos antagonistas específicos de la Px1 ante el bloqueo crónico 

de la actividad con TTX (1µm, 24hs), se observó que el tratamiento con 10Panx1 y 

Probenecid previene el ajuste homeostático del v-Glut-1 sináptico, sugiriendo que los 

canales de Px1 modulan la función presináptica dependiente de actividad (Anexo, Figura 

1). Cabe destacar que estos antagonistas bloquean todos los canales de Px1, no 

pudiendo diferenciar la acción de los canales neuronales y gliales. 
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Hipótesis  

Teniendo en cuenta los antecedentes previamente mencionados, proponemos un rol 

protagónico de los canales formados por Px1 en la modulación de la fuerza sináptica 

dependiente de actividad. Postulamos que el bloqueo crónico de la actividad sináptica 

promueve la liberación de factores solubles a través de canales de Px1 neuronales y/o 

gliales, modulando así la función presináptica. Esto podría ir acompañado de un 

aumento en la densidad de contactos sinápticos, promoviendo una mayor potenciación 

de la fuerza sináptica del circuito. 

Objetivos 

Objetivo experimental 1: Evidenciar la presencia de canales de Px1 en 

nuestro modelo experimental. 

Objetivo experimental 2: Determinar la relevancia relativa de los canales de 

Px1 neuronales y/o gliales en el ajuste homeostático de la fuerza sináptica. 
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Materiales y Métodos 

Para analizar la importancia de los canales formados por Px1 en el ajuste 

homeostático de la fuerza sináptica y diferenciar el rol de los canales neuronales y 

gliales, se utilizaron co-cultivos disociados de hipocampo de rata Wistar (día posnatal 0-

1) y ratones transgénicos Px1- knock out globales (Px1 KO, Genetic Engineering Tech, 

Inc.; USA; día posnatal 0-1) de la cepa C57Bl6. Los animales fueron sacrificados 

mediante decapitación, realizando todos los esfuerzos para minimizar tanto el número 

de individuos empleados como su sufrimiento. Los procedimientos experimentales se 

cumplieron de acuerdo a las normativas éticas vigentes a nivel internacional, 

organizadas en la Ordenanza Universitaria "Uso de animales en experimentación, 

docencia e investigación Universitaria", CDC Exp. 4332/99, Diario Oficial Nº 25467, Feb. 

21/00, UdelaR, http://www.csic.edu.uy/chea.  

1. Preparación de placas de cultivo. Las células fueron sembradas en 

cubreobjetos de vidrio (12mm, espesor N°0), los cuales fueron tratados previamente de 

la siguiente manera: sumergidos en ácido nítrico overnight, lavados 20 veces con agua 

deionizada y 15 veces con etanol al 95-99%. Luego fueron almacenados en etanol al 

99% hasta ser utilizados.  

Los cubres tratados se colocaron en placas de cultivo de 24 pocillos y fueron tratados 

con una solución de ácido acético (3mM), colágeno de cola de rata (23%), poli-D-lisina 

(20µg/ml, Sigma) en agua. Posteriormente, reciben luz UV durante 25 minutos para su 

esterilización. 

2. Obtención de células de hipocampo. Una vez sacrificados los animales 

neonatos por decapitación, en un cámara de flujo laminar se extrajo el cerebro y se 

colocó en medio de disección compuesto por HBSS (Hanks Balanced Salt Solution, 

Gibco) + HEPES (10mM, Sigma) a 4°C. Se procedió a realizar la disección para extraer 

los hipocampos siendo éstos seccionados en 4-6 pequeños fragmentos e introducidos 

en 3ml de una solución enzimática incluyendo: papaína (20 unidades, Sigma), EDTA 

(0.5mM), CaCl2 (1.5mM), L-cisteína (0.2mg/ml) y DNAsa (0.1mg/µl). Se incubó durante 

18 minutos a 37°C y luego se realizaron dos lavados con medio de glía BME (Basal 

Medium Eagle, Gibco), suplementado con glucosa (16mM, Sigma), suero bovino fetal 

(FBS, 10%, Gibco), piruvato (1mM, Gibco), HEPES (0.01M, Sigma), 

penicilina/estreptomicina (100U/ml; 100µg/ml, Gibco). El tejido fue disgregado 

mecánicamente en 1ml de medio de neurona NB (Neurobasal, Gibco), suplementado 

con glucosa (34mM), B27 (2.5%, Gibco), glutamax (2mM, Gibco) y 

penicilina/estreptomicina (100U/ml; 100µg/ml, Gibco). El volumen fue llevado a 5ml para 

http://www.csic.edu.uy/chea
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luego centrifugar durante 5 minutos a 112 RCF (Relative Centrifugal Force).  

3. Preparación de monocapas gliales. El pellet obtenido en 2) se incubó en 

medio de glía en una botella (25cm2) a 37°C y 5% CO2 durante 7-14 días hasta la 

formación de una monocapa. Posteriormente, las células fueron lavadas con PBS e 

incubadas durante 1 minuto en 2ml de tripsina (Trypsin-EDTA 0.05%, Gibco), lavadas 

con 3ml de medio de glia y transferidas a un falcon alcanzando un volumen de 5ml. 

Luego son disgregadas mecánicamente y centrifugadas durante 5 minutos a 112 RCF, 

resuspendidas en 2ml de medio de glia y contadas en la cámara de Neubauer. Se 

plantaron entre 4 – 6 x103 células gliales por pocillo, las cuales fueron incubadas a 37°C 

y 5% CO2. 

4. Cultivos neuronales. Cuando la glia sembrada en los cubreobjetos alcanzó un 

estado de confluencia (aproximadamente del 70%) se procedió a sembrar neuronas 

sobre ésta. En este caso, el pellet obtenido según 2) se resuspende en 2ml de medio 

de neurona. Siguiendo el protocolo previamente descripto, las células fueron contadas 

utilizando la cámara de Neubauer y azul de tripán (5%) para identificar las células 

muertas. Se plantaron 3.5 – 4.5 x104 células por pocillo y se incubaron a 37°C y 5% CO2 

durante 14-15 días en estufa de CO2. 

4.1. Combinación de co-cultivos. a) co- cultivos Px1KO, donde la monocapa 

de células gliales y la población neuronal derivaron del hipocampo de ratones neonatos 

knock-out para la Px1,  b) co-cultivos glía Px1KO/neuWT, donde la monocapa glial 

derivó de ratones neonatos knock-out para la Px1 y la población neuronal sembrada 

posteriormente provino del hipocampo de animales control , c) glia WT/neu Px1KO, co-

cultivos donde la monocapa glial derivó del hipocampo de animales no manipulados 

genéticamente y la población neuronal sembrada a posteriori derivó del hipocampo de 

ratones neonatos knock-out para la Px1, y d) co-cultivos WT, derivados de animales no 

manipulados genéticamente que serán utilizados como control. 

Pasadas 24 horas desde la siembra de las neuronas, los co-cultivos fueron 

tratados con el antimitótico citosina-β-D arabinofuranósido (AraC, 4µM) para evitar el 

crecimiento excesivo de células gliales. 

5. Tratamientos. Transcurridos 14-15 DIV los cultivos fueron tratados con TTX 

(tetrodotoxina, 1µm), bloqueante específico de los canales de Na+ dependientes de 

voltaje, durante 24-48 horas para inducir la PSH (Murthy et al., 2001; Thiagarajan et 

al., 2005; Vitureira et al., 2012), y cultivos no tratados fueron utilizados como control de 
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la función sináptica basal. 

6. Fijación de células e inmunocitoquímica. Los cultivos fueron fijados 

utilizando una solución conteniendo 4% de paraformaldehído (PFA) en PBS, luego de 

transcurridas entre 24-48 horas del tratamiento con TTX. Las células fueron lavadas dos 

veces con PBS y una vez con PBS-0.1% tritón. Se incubaron durante 30 minutos en una 

solución conteniendo 10% FBS y glicina (0.2M) en PBS-0.1% tritón a temperatura 

ambiente. Luego se realizó un lavado con PBS-0.1% tritón y se incubó durante 2 horas 

en una solución con 5% de suero bovino fetal, 0.1% PBS tritón y los siguientes 

anticuerpos primarios: anti MAP-2, reconoce específicamente los microtúbulos de 

neuronas; anti vGlut-1, reconoce al transportador vesicular de glutamato 1 (vGlut-1) 

presente en las terminales presinápticas excitadoras, anti Homer-1, marcador 

postsináptico y anti-Px1, el cual reconoce los canales formados por Px1 (Tabla 1). A 

continuación, se lavó 3 veces con PBS-0.1% tritón durante 5 minutos y se incubó 

durante una hora con anticuerpos secundarios conjugados a diferentes fluorocromos 

(Tabla 1). Además, se utilizó el anticuerpo primario anti-GFAP conjugado al fluorocromo 

Cy3, el cual marca los filamentos intermedios de los astrocitos (Tabla 1). 

Posteriormente, se volvió a lavar con PBS-0.1% tritón durante 5 minutos y por último se 

realizaron 3 lavados con PBS durante 5 minutos. Los cubreobjetos fueron montados a 

portaobjetos utilizando FluoromountTM (Sigma). Se obtuvieron imágenes de alta 

resolución utilizando el Microscopio Confocal Zeiss modelo Axio Observer Z1 LSM 800 

de la Unidad de Microscopía del Instituto Pasteur Montevideo. 

La principal ventaja de la microscopía confocal es que permite obtener imágenes 

de mayor resolución y contraste en comparación con la técnica de microscopía óptica 

convencional. Esto se debe a que utiliza técnicas de filtrado espacial que eliminan la luz 

proveniente de planos fuera de foco, lo cual permite no sólo controlar la profundidad de 

campo, sino también obtener series de imágenes del espécimen de estudio cambiando 

el plano de foco, pudiendo realizar un estudio tridimensional. 

En este caso, se adquirieron stacks de imágenes confocales consecutivas a intervalos 

de 1µm, realizando proyecciones Z de la intensidad máxima para el análisis posterior, 

empleando softwares detallados a continuación. 

7. Análisis de la abundancia de vGlut-1 sináptico. Para la cuantificación de 

la fluorescencia asociada al marcador presináptico vGlut-1, se utilizó el software libre 

FIJI (Fiji Is Just ImageJ) (Schindelin et al., 2012). Se identificaron las sinapsis 

individuales teniendo en cuenta dos criterios (Figura 7): 
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1. Presencia de co-localización parcial o total de los marcadores pre y post-

sinápticos (vGlut-1 y Homer-1, respectivamente). 

2. La colocalización de estos marcadores pre y post-sinápticos debe situarse en 

una dendrita perteneciente a la neurona a analizar (identificada con MAP-2). 

Se midió la intensidad de fluorescencia media asociada a vGlut-1 sináptico, 

seleccionando manualmente entre 30-170 sinapsis por neurona con la herramienta ROI 

(Region Of Interest) y realizando promedios por neurona. Se analizaron un mínimo de 8 

neuronas por condición en cada experimento y se sustrajo la señal de fondo en cada 

imagen promediando la intensidad de fluorescencia de regiones sin marcaje para vGlut-

1. Se realizaron 3-4 experimentos independientes para cada configuración de co-cultivo. 

Tabla 1. Detalle de los anticuerpos primarios y secundarios utilizados en los ensayos 

de inmunocitoquímica. 

Anticuerpo Especie Dilución Referencia Descripción 

anti vGlut-1 Conejo 1:7000 Synaptic Systems 

#135303 

Transportador 

vesicular de 

glutamato 1; 

marcador presináptico 

anti Homer-1 Ratón 1:500 Synaptic Systems 

#160011 

Proteína Homer-1; 

marcador post-

sináptico 

anti MAP-2 Pollo 1:1000 Abcam #ab5392 Proteína asociada a 

los microtúbulos 2; 

marcador de 

dendritas y soma 

neuronal 

anti Px1 Conejo 1:200 Alomone #ACC-234 Proteína panexina 1 

anti GFAP-Cy3 Ratón 1:1000 Sigma #C9205 Proteína glial fibrilar 

ácida, conjugado al 

fluorocromo Cy3 

DyLight 649 Pollo 1:300 Jackson #103-495-

155 

Anticuerpo secundario 

anti-pollo conjugado a 

DyLight 648 

Alexa Fluor 488 Conejo 1:500 Invitrogen #A-11070 Anticuerpo secundario 

anti-conejo conjugado 

a Alexa Fluor 488 

Alexa Fluor 568 Ratón 1:500 Invitrogen #A10037 Anticuerpo secundario 

anti-ratón conjugado a 

Alexa Fluor 568 

 

8. Análisis de la densidad de contactos sinápticos. Para cuantificar la 

densidad de sinapsis (n), se cuantificó el número de contactos sinápticos presentes en 

el segmento proximal de las dendritas de neuronas individuales siguiendo el criterio 

previamente mencionado para la identificación de contactos sinápticos y, normalizando 

los datos obtenidos a una distancia de 30µm (Figura 7). 
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Figura 7. Identificación de sinapsis individuales. Imágenes representativas de un co-

cultivo control (A-D). Se realizó un triple marcaje contra el transportador vesicular de glutamato 

vGlut-1 (verde, A), el marcador post sináptico Homer-1 (rojo, B), y un marcador del citoesqueleto 

neuronal MAP-2 (azul, C). (D) Combinación de las imágenes A-C. Escala: 24μm. Se muestra con 

mayor magnificación la región señalada con un rectángulo debajo de cada imagen. Escala: 4μm. 

Las flechas señalizan botones sinápticos donde existe colocalización parcial o total entre vGlut-

1 y Homer-1. 

9. Análisis estadístico. Se realizó el t-test no apareado debido a que se trata 

de muestras pequeñas de una población que se ajusta a una distribución normal y 

contamos con dos grupos de muestras aleatorias e independientes. Para esto, se utilizó 

el software GraphPad Prism 5. Los resultados son expresados como la media ± el error 

estándar de la media.  
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Resultados 

Neuronas y astrocitos expresan canales formados por Px1 en 

cultivos disociados de hipocampo murino 

Para la realización del objetivo específico 1, se realizaron ensayos de ICC en co-

cultivos control de 14 DIV, utilizando los anticuerpos primarios contra la Px1, GFAP y 

MAP-2 (Tabla 1). Posteriormente, se obtuvieron imágenes de microscopía confocal las 

cuales revelaron la presencia de Px1 tanto en células neuronales como en astrocitos 

(Figuras 8 y 9). Las neuronas expresan dicha proteína tanto en el cuerpo celular como 

a lo largo de su árbol dendrítico, siendo este marcaje más intenso con respecto al 

observado en los astrocitos (Figuras 8 y 9), en concordancia con lo reportado en otros 

estudios (Vogt et al., 2005; Zoidl et al., 2007). 

Cabe destacar que las monocapas gliales utilizadas en este trabajo, presentan 

tanto astrocitos, microglía y oligodendrocitos (Anexo, Figura 2). Dado que fue utilizado 

únicamente un marcador glial astrocitario, no se descarta la expresión de Px1 en los 

otros tipos gliales, lo cual también ha sido descrito en la bibliografía. 

 

Figura 8. Px1 se expresa tanto en neuronas como astrocitos. Inmunocitoquímicas 

donde se evidencia la expresión de Px1 en neuronas y astrocitos en co-cultivos de hipocampo 

de ratas neonatas (A-F). Se realizó un triple marcaje contra panexina 1 (verde, A), GFAP (rojo, 

B), MAP-2 (azul, C). (D) Combinación de las imágenes A–C, evidenciando la presencia de 

canales de Px1 en neuronas (A) y astrocitos (B). Escala: 24μm. (E, F) Magnificación de los 

recuadros señalados en D, donde se muestra la expresión de Px1 en dendritas (E) y astrocitos 

(F). Escala: 8μm.  
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Figura 9. Px1 se expresa tanto en neuronas como astrocitos. Inmunocitoquímica 

donde se evidencia la expresión de Px1 en neuronas y astrocitos en co-cultivos de hipocampo 

de ratas neonatas (A-F). Se realizó un triple marcaje contra panexina 1 (verde, A), GFAP (rojo, 

B), MAP-2 (azul, C). (D) Combinación de las imágenes A–C, evidenciando la presencia de 

canales de Px1 en neuronas (A) y astrocitos (B). Escala: 24μm. (E, F) Magnificación de los 

recuadros señalados en D, donde se muestra la expresión de Px1 en dendritas (E) y astrocitos 

(F). Escala: 8μm. 

Px1 es esencial en el ajuste homeostático de la fuerza sináptica 

Con el fin de determinar la relevancia relativa de los canales de Px1 neuronales y 

gliales en el ajuste homeostático de la fuerza sináptica, se analizaron dos parámetros 

que la determinan, por un lado, estimamos cambios en la función presináptica mediante 

el análisis de la intensidad de fluorescencia asociada a vGlut-1 sináptico; por otro, 

analizamos cambios en la densidad de contactos del circuito (n). Cambios en cualquiera 

de estos parámetros modifican en última instancia la fuerza de las conexiones. 

Para poder evidenciar el papel diferencial de la Px1 neuronal y glial utilizamos 

diferentes combinaciones de co-cultivos en este estudio. En primer lugar, utilizamos co-

cultivos control (WT) donde tanto células neuronales como gliales expresan Px1. En 

coincidencia con Wilson et al., 2005 y estudios previos realizados en el laboratorio, 

detectamos un aumento significativo en los niveles de fluorescencia asociados a vGlut-

1 sináptico en co-cultivos tratados con TTX (Figura 10E), en comparación con co-

cultivos control no tratados (Figura 10A) (co-cultivos tratados: 1.42 ± 0.07, co-cultivos 

control: 1.00 ± 0.03, p<0.0001, datos normalizados al control sin tratamiento) (Figura 

10I). De igual forma, ante el bloqueo crónico de la actividad neuronal, se observa un 
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aumento significativo en la densidad de sinapsis (n) (Figura 10J) en co-cultivos tratados 

con TTX en comparación con co-cultivos control (co-cultivos tratados: 8.04 ± 0.75, co-

cultivos control: 6.46 ± 0.37, p<0.001). En conjunto, estos resultados sugieren que el 

bloqueo crónico de la actividad sináptica, promueve un aumento compensatorio de la 

función presináptica y de la densidad de sinapsis excitadoras por neurona (n), lo cual, 

en conjunto, podrían traducirse a un incremento de la fuerza sináptica del circuito. 

 Para analizar la importancia de los canales formados por la Px1 en el ajuste 

homeostático de la fuerza sináptica, realizamos co-cultivos derivados de animales 

deficientes en Px1 (Px1 KO) y analizamos la abundancia de vGlut-1 sináptico y la 

densidad de contactos sinápticos luego del bloqueo crónico de la actividad sináptica. 

Sorprendentemente, se detectó un aumento significativo en los niveles de fluorescencia 

asociados al marcador vGlut-1 sináptico en co-cultivos Px1 KO tratados con TTX (Figura 

11D) en comparación con co-cultivos no tratados (Figura 11A) (co-cultivos tratados: 1.40 

± 0.07, co-cultivos control: 1.00 ± 0.03, p<0.0001, datos normalizados al control sin 

tratamiento) (Figura 11I), siendo este cambio similar al observado en cocultivos WT. 

Estos resultados sugieren que la Px1 es dispensable para el ajuste homeostático de la 

función presináptica. Por otro lado, en los cultivos Px1 KO no se observó un incremento 

compensatorio en la densidad de sinapsis (n) en cultivos tratados con TTX con respecto 

a cultivos no tratados (Figura 11J) (co-cultivos tratados: 6.41 ± 0.55, co-cultivos control: 

6.75 ± 0.47, ns: p>0.05). En conjunto, estos resultados sugieren que la Px1 es esencial 

para el ajuste homeostático de la densidad de contactos sinápticos y no así para el 

ajuste de la función presináptica.  

Teniendo en cuenta los resultados farmacológicos obtenidos previamente en el 

laboratorio que sugerían un rol esencial de la Px1 en el ajuste de la fuerza sináptica, 

decidimos analizar la importancia diferencial de la Px1 glial y neuronal en la PSH. Para 

ello realizamos a) co-cultivos con glia derivada de animales Px1 KO y neuronas 

derivadas de animales WT (glia Px1 KO/ neu WT) y b) co-cultivos con glía derivada de 

animales WT y neuronas derivadas de animales Px1 KO (glia WT/ neu Px1 KO). En 

ausencia de Px1 glial, se detectó un aumento compensatorio significativo en los niveles 

de fluorescencia asociados al marcador vGlut-1 sináptico en los co-cultivos tratados con 

TTX (Figura 12D), en comparación con co-cultivos no tratados (Figura 12A) (co-cultivos 

tratados: 1.24 ± 0.05, co-cultivos control: 1.00 ± 0.03, p<0.0001, datos normalizados al 

control sin tratamiento) (Figura 12I). Por otro lado, la ausencia de la Px1 glial fue 

suficiente para prevenir el ajuste compensatorio de la densidad de contactos sinápticos 

vGlut-1 – positivos, no observándose diferencias en n en ausencia de la Px1 glial (Figura 

12J) (co-cultivos tratados: 7.00 ± 0.56, co-cultivos control: 7.76 ± 0.51, ns: 
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estadísticamente no significativo). En conjunto, estos resultados sugieren un papel 

relevante de la Px1 de origen glial en el ajuste homeostático de la densidad sináptica, 

siendo dispensable para el ajuste de la función presináptica. Por último, se analizó la 

importancia de la Px1 neuronal en el ajuste compensatorio de la fuerza sináptica. Así, 

se observó que en co-cultivos derivados de glia WT/ neu Px1 KO, se previno el aumento 

compensatorio de vGlut-1 sináptico en co-cultivos tratados con TTX (Figura 13D) en 

comparación con los co-cultivos no tratados (Figura 13A) (co-cultivos tratados: 0.96 ± 

0.04, co-cultivos control: 1.00 ± 0.04, p=0.50, datos normalizados al control sin 

tratamiento) (Figura 13I). Asimismo, en ausencia de la Px1 neuronal, no se evidenciaron 

cambios significativos en la densidad de contactos sinápticos en co-cultivos control y 

tratados con TTX (Figura 13J) (co-cultivos tratados: 5.60 ± 0.47, co-cultivos control: 5.16 

± 0.34, ns: estadísticamente no significativo). En conjunto estos resultados sugieren un 

rol esencial de la Px1 neuronal tanto en el ajuste homeostático de la función presináptica 

como de la densidad de contactos sinápticos excitadores. 

Los resultados obtenidos deben compararse con co-cultivos control (Px1 WT) de 

ratones neonatos, con el fin de comprobar que no existen diferencias entre los complejos 

sinápticos, el ajuste en la densidad de contactos sinápticos y en la función presináptica 

frente al bloqueo crónico de la actividad del circuito de dichos cultivos y los utilizados 

como control en el presente trabajo, los cuales provienen de ratas neonatas WT. 

Asimismo, se debe comprobar que la expresión de Px1 en ratones es igual a la 

evidenciada en ratas (Figura 8, 9). 

Los resultados obtenidos se encuentran resumidos en la Tabla 2. 

Tabla 2. Resumen de los resultados obtenidos. 

 Intensidad de 

fluorescencia asociada a 

vGlut-1 (con TTX) 

Densidad de 

sinapsis (n) con 

TTX 

Maniobras farmacológicas ↑ No se analizó 

Co-cultivos WT ↑ ↑ 

Co-cultivos KO ↑ = 

Co-cultivos glíaPx1KO/NeuWT ↑ = 

Co-cultivos glíaWT/NeuKO Px1 = = 
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Figura 10. Inmunocitoquímica de un co-cultivo WT. Imágenes representativas de co-

cultivos WT control (A-D) y tratados con TTX (1μM, 24-48hs) (E-H). Se realizó un triple marcaje 

contra vGlut-1 (verde, A, E), Homer-1 (rojo, B, F), y MAP-2 (azul, C, G). (D, H) Combinación de 

las imágenes A-C y E-G, respectivamente. Escala: 24μm. Se muestra con mayor magnificación 

la región señalada con un rectángulo en la parte superior de cada imagen. (I) Cuantificación de 

la intensidad de fluorescencia asociada a vGlut-1 en co-cultivos tratados con TTX y control, datos 

normalizados al control. (J) Cuantificación de la densidad de sinapsis normalizada a 30μm en 

condiciones control y con tratamiento con TTX. La línea punteada representa la intensidad de 

fluorescencia asociada a vGlut-1 o la densidad de sinapsis normalizada a 30μm en cultivos 

control. Los números dentro de las barras refieren al número de neuronas analizadas para cada 

condición. Escala: 4μm. Las flechas señalizan botones sinápticos donde existe colocalización 

parcial o total entre vGlut-1 y Homer-1. *** p<0.0001, ** p<0.001. Two-tailed Student´s t-test. 
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Figura 11. Inmunocitoquímica de un co-cultivo KO para Px1. Imágenes representativas 

de co-cultivos KO para Px1 control (A-D) y tratados con TTX (1μM, 24-48hs) (E-H). Se realizó un 

triple marcaje contra vGlut-1 (verde, A, E), Homer-1 (rojo, B, F), y MAP-2 (azul, C, G). (D, H) 

Combinación de las imágenes A-C y E-G, respectivamente. (I) Cuantificación de la intensidad de 

fluorescencia asociada a vGlut-1 en co-cultivos tratados con TTX y control, datos normalizados 

al control. (J) Cuantificación de la densidad de sinapsis normalizada a 30μm en condiciones 

control y con tratamiento con TTX. La línea punteada representa la intensidad de fluorescencia 

asociada a vGlut-1 o la densidad de sinapsis normalizada a 30μm en cultivos control. Los 

números dentro de las barras refieren al número de neuronas analizadas para cada condición. 

Escala: 24μm. Se muestra con mayor magnificación la región señalada con un rectángulo en la 

parte superior de cada imagen. Escala: 4μm. Las flechas señalizan botones sinápticos donde 

existe colocalización parcial o total entre vGlut-1 y Homer-1. *** p<0.0001. NS, estadísticamente 

no significativo. Two-tailed Student´s t-test. 
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Figura 12. Inmunocitoquímica de un co-cultivo glia KO/neuWT. Imágenes 

representativas de co-cultivos glia KO/neuWT control (A-D) y tratados con TTX (1μM, 24-48hs) 

(E-H). Se realizó un triple marcaje contra vGlut-1 (verde, A, E), Homer-1 (rojo, B, F), y MAP-2 

(azul, C, G). (D, H) Combinación de las imágenes A-C y E-G respectivamente. (I) Cuantificación 

de la intensidad de fluorescencia asociada a vGlut-1 en co-cultivos tratados con TTX y control, 

datos normalizados al control. (J) Cuantificación de la densidad de sinapsis normalizada a 30μm 

en condiciones control y con tratamiento con TTX. La línea punteada representa la intensidad de 

fluorescencia asociada a vGlut-1 o la densidad de sinapsis normalizada a 30μm en cultivos 

control. Los números dentro de las barras refieren al número de neuronas analizadas para cada 

condición. Escala: 24μm. Se muestra con mayor magnificación la región señalada con un 

rectángulo en la parte superior de cada imagen. Escala: 4μm. Las flechas señalizan botones 

sinápticos donde existe colocalización parcial o total entre vGlut-1 y Homer-1. *** p<0.0001. NS, 

estadísticamente no significativo. Two-tailed Student´s t-test. 
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Figura 13. Inmunocitoquímica de un co-cultivo glia WT/neuKO. Imágenes 

representativas de co-cultivos glia WT/neuKO control (A-D) y tratados con TTX (1μM, 24-48hs) 

(E-H). Se realizó un triple marcaje contra vGlut-1 (verde, A, E), Homer-1 (rojo, B, F), y MAP-2 

(azul, C, G). (D, H) Combinación de las imágenes A-C y E-G respectivamente. (I) Cuantificación 

de la intensidad de fluorescencia asociada a vGlut-1 en co-cultivos tratados con TTX y control, 

datos normalizados al control. (J) Cuantificación de la densidad de sinapsis normalizada a 30μm 

en condiciones control y con tratamiento con TTX. La línea punteada representa la intensidad de 

fluorescencia asociada a vGlut-1 o la densidad de sinapsis normalizada a 30μm en cultivos 

control. Los números dentro de las barras refieren al número de neuronas analizadas para cada 

condición. Escala: 24μm. Se muestra con mayor magnificación la región señalada con un 

rectángulo en la parte superior de cada imagen. Escala: 4μm. Las flechas señalizan botones 

sinápticos donde existe colocalización parcial o total entre vGlut-1 y Homer-1. NS, 

estadísticamente no significativo. Two-tailed Student´s t-test. 
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Discusión 

Px1 se expresa en neuronas y astrocitos en co-cultivos de hipocampo 

de ratas neonatas 

Este trabajo tiene como objetivo principal analizar el rol de los canales de Px1 en el 

ajuste homeostático de la fuerza sináptica, de forma que el primer abordaje realizado 

consistió en determinar si la Px1 se expresa en nuestro modelo experimental. Utilizando 

co-cultivos neurona-glia de hipocampo murino derivado de animales neonatos (P0-P1), 

se realizaron ensayos de inmunocitoquímica, los cuales a través de un triple marcaje 

revelaron la expresión de Px1 tanto por células neuronales (MAP-2 positivas), como por 

astrocitos (GFAP positivas) (Figura 8, 9). Las neuronas expresan dicha proteína tanto 

en el cuerpo celular como a lo largo de su árbol dendrítico, siendo este marcaje más 

intenso con respecto al observado en los astrocitos, en concordancia con lo reportado 

en otros estudios (Vogt et al., 2005; Zoidl et al., 2007). Zoidl y cols. demostraron, 

además, que ésta proteína se acumula en sitios postsinápticos en sinapsis 

hipocampales y de corteza (Zoidl et al., 2007). Asimismo, cabe destacar que análisis 

inmunohistoquímicos de la expresión de Px1 han mostrado que diferentes anticuerpos 

anti-Px1 fabricados por distintas empresas presentan marcaje en diferentes sitios 

subcelulares neuronales, lo que podría explicarse por diferentes conformaciones o 

asociaciones a otras proteínas en los cuerpos celulares y dendritas (Cone et al., 2013; 

Dahl, 2015). También es posible que los anticuerpos anti-Px1 reconozcan otras 

isoformas de la proteína (Px2, Px3), lo cual creemos que sucedió al realizar ensayos de 

ICC en co-cultivos Px1 KO, evidenciando marcaje Px1 positivo (resultados no 

publicados). 

Cabe destacar que las monocapas gliales utilizadas en este trabajo, presentan 

tanto astrocitos, microglía y oligodendrocitos (Anexo, Figura 2). Dado que fue utilizado 

únicamente un marcador glial astrocitario, no se descarta la expresión de Px1 en los 

otros tipos gliales, lo cual también ha sido descrito en la bibliografía (Decrock et al., 

2015; Lapato & Tiwari-Woodruff, 2017). 

Rol de Px1 en la formación y/o mantenimiento de las sinapsis 

Los diversos co-cultivos realizados presentaron células neuronales saludables y de 

morfología normal, siendo éstas lo suficientemente abundantes como para cuantificar 

30-170 sinapsis por neurona, de forma de poder analizar tanto la densidad de sinapsis 
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por neurona, como la intensidad de fluorescencia asociada al marcador presináptico 

vGlut-1.  

En cuanto a los co-cultivos Px1 KO, observamos que estos son incapaces de 

incrementar la densidad de contactos sinápticos vGlut-1 positivos frente al bloqueo 

crónico de la actividad sináptica en comparación a los co-cultivos no tratados (Figuras 

10-11H, J) (Tabla 2). Esto podría indicar que la presencia de Px1 en ambos tipos 

celulares es necesaria para realizar el ajuste homeostático de la densidad sináptica, o 

bien, podría ser sólo necesaria la Px1 neuronal o la glial. Con el fin de analizar el posible 

rol diferencial de la Px1 neuronal o glial en el ajuste homeostático compensatorio de la 

densidad de sinapsis excitadoras, realizamos diferentes configuraciones de co-cultivos. 

Para el caso de los co-cultivos glia Px1KO/ neuWT, en ausencia de Px1 glial no se 

observó un aumento compensatorio en la densidad de sinapsis frente al bloqueo crónico 

de la actividad con TTX (Figura 12H, J), en comparación con esta misma configuración 

de co-cultivos no tratados (Figura 10H, J) (Tabla 2). Por último, en los co-cultivos Px1 

gliaWT/ neuPx1KO, frente la ausencia de Px1 neuronal, los cultivos tratados con TTX 

no fueron capaces de incrementar la densidad de contactos sinápticos en comparación 

con cultivos control (Figura 13H, J) (Tabla 2). En conjunto, estos resultados sugieren 

que los canales de Px1 son esenciales para realizar un ajuste homeostático de la 

densidad de contactos sinápticos n, requiriendo su presencia tanto en neuronas como 

en glia. Esto podría sugerir un posible rol de los canales de Px1 en la formación y/o 

estabilización de los complejos sinápticos. Estas observaciones están en concordancia 

con evidencias aportadas por estudios realizados en otros laboratorios, los cuales 

destacan la importancia del extremo C-terminal de la Px1 para formar sitios de anclaje 

para complejos multiproteicos (Decrock et al., 2015; Wicki-Stordeur & Swayne, 2014). 

Este extremo carboxilo terminal resulta de gran interés, ya que presenta gran 

variabilidad entre las distintas isoformas de estas proteínas. Además, contiene múltiples 

sitios de interacción para diversas proteínas del citoesqueleto (Bhalla-Gehi et al., 2010; 

Wicki-Stordeur & Swayne, 2013), receptores y canales iónicos (Silverman et al., 2009; 

Zoidl et al., 2009), entre otros (Decrock et al., 2015; Wicki-Stordeur & Swayne, 2014), 

pudiendo facilitar el reconocimiento de las terminales, formación y/o estabilización de 

los contactos sinápticos. De esta forma, Px1 está involucrada en diversos procesos de 

señalización intracelular, como la señalización a través de receptores (receptor 

signaling) o la transcripción génica (Vinken et al., 2012; Wicki-Stordeur & Swayne, 

2014). Actualmente, el papel funcional de estas proteínas se centra no sólo por su 

capacidad de formar hemicanales, sino también por su interacción con diversos 

sistemas de señalización que regulan la función celular.  
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Por otro lado, utilizando un modelo in vitro de células Neuro-2a (N2a) (línea celular 

derivada del neuroblastoma murino), se demostró que la Px1 juega un papel 

fundamental en la migración celular y el crecimiento neurítico, estableciendo 

interacciones adicionales con elementos del citoesqueleto, como el complejo nucleador 

de actina Arp2/3 (Wicki-Stordeur et al., 2012). Este complejo regula los filamentos de 

actina presentes en las neuritas, donde la depleción del complejo reduce 

significativamente la formación de filopodios tanto en neuronas primarias como en 

neuroblastomas (Korobova & Svitkina, 2008). Asimismo, se ha comprobado que Px1 

modula la extensión, ramificación y densidad axonal en nervios periféricos (Horton et 

al., 2017). 

Así, resumiendo, la incapacidad de ajustar homeostáticamente la densidad de 

contactos sinápticos frente al tratamiento con TTX podría deberse a un papel de la Px1 

directamente en la formación y/o mantenimiento de las sinapsis o, en otro escenario, la 

Px1 podría ser esencial durante la neuritogénesis de las neuronas. La ausencia de la 

Px1 tanto en neurona como en glia podría comprometer este proceso y como 

consecuencia podría llevar a una reducción en la formación de contactos sinápticos. 

Rol de Px1 en la función presináptica 

Con el fin de dilucidar el rol de la Px1 en la función presináptica, comenzamos 

realizando co-cultivos WT tratados crónicamente con TTX, y co-cultivos WT control sin 

tratamiento. Evaluamos la función presináptica cuantificando la intensidad de 

fluorescencia asociada a vGlut-1 sináptico en ambas condiciones, observando un 

incremento compensatorio de la intensidad de fluorescencia para dicho marcador frente 

al bloqueo crónico de la actividad del circuito, lo cual sugiere un aumento de la función 

presináptica (Wilson et al., 2005) (Figura 10A, D, E, H, I) (Tabla 2).  Al repetir estas 

maniobras experimentales utilizando co-cultivos Px1 KO, observamos que se produce 

un incremento compensatorio en los niveles de fluorescencia asociados a vGlut-1 

sináptico frente al tratamiento con TTX (Figura 11A, D, E, H, I) (Tabla 2). Este resultado 

se encuentra en oposición a lo observado en experimentos realizados anteriormente en 

nuestro laboratorio, donde se utilizaron antagonistas específicos de la Px1: el péptido 

mimético denominado 10Panx1 y el antagonista farmacológico Probenecid, los cuales 

bloquean tanto los canales de Px1 neuronales como los gliales. Estos co-cultivos fueron 

tratados a los 14-15DIV durante 15 minutos previos y durante el tratamiento con TTX 

(1μM, 24-48hs) con Probenecid (500µM) ó el péptido bloqueante 10Panx1(400µm), 

impidiendo el aumento compensatorio de la abundancia de vGlut-1 sináptico, sugiriendo 

que los canales de Px1 están implicados en la inducción y/o mantenimiento de la PSH 
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presináptica (Anexo, Figura 1) (Tabla 2). El rol de la Px1 ha sido previamente 

evidenciado en otros tipos de plasticidad sináptica, observándose que en animales KO 

para Px1 hay una alteración en el estado de plasticidad, se potencia la LTP, mientras 

que no se puede inducir LTD en adultos. Estas alteraciones in vitro se acompañan de 

alteraciones in vivo en el comportamiento, relacionadas al deterioro de la memoria 

espacial y de la flexibilidad de los aprendizajes (Ardiles et al., 2014; Gajardo et al., 2018; 

Prochnow et al., 2012).  

Una posible explicación para los resultados obtenidos en condiciones Px1 KO, podría 

ser la existencia de mecanismos de compensación por parte de alguna de las otras dos 

isoformas de Pxs: Px2 y/o Px3. La existencia de mecanismos de compensación en 

animales completamente KO para cierta proteína de interés, es reportada con frecuencia 

(El-Brolosy & Stainier, 2017; Kreiner, 2015; Rossi et al., 2015). Para el caso particular 

de la Px1, creemos que la completa ausencia de esta proteína en el co-cultivo podría 

desencadenar mecanismos de compensación, especialmente por parte la Px2, la cual 

se expresa de forma abundante en el cerebro (Boassa et al., 2015). De esta forma, al 

igual que otros autores, planteamos una hipótesis de compensación donde la Px2 

presente en compartimientos subcelulares y frente a la ausencia de Px1 en el cultivo, 

se inserte en la membrana y forme panexones funcionales, recuperando la actividad 

perdida (Bargiotas et al., 2011; Chiu et al., 2014). A su vez, recientemente se ha sugerido 

un mecanismo de compensación por parte de Px3 en el órgano vomeronasal en 

animales Px1 KO, siendo estos capaces de liberar ATP (Whyte-Fagundes et al., 2018). 

Asimismo, cabe destacar que tanto Px1 como Px3 se encuentran bajo el estado de 

glicosilación Gly-2, el cual representa el complejo de especies glicosiladas, siendo este 

estado el predominante entre las especies de Px1 que se encuentran insertadas en la 

membrana plasmática neuronal (Penuela et al., 2009, 2014). Por otro lado, se ha 

reportado un aumento en el índice de acoplamiento astrocitario en células provenientes 

de animales KO para Px1, en comparación con células provenientes de animales control 

(Suadicani et al., 2012). Particularmente, se observa un aumento de 1.6 veces en los 

niveles de expresión de Cx43, de forma que ésta proteína podría estar compensando la 

función de Px1 glial y, por ende, no observamos alteraciones en la inducción y/o 

mantenimiento de la PSH al utilizar a) cocultivos KO o b) la combinación Px1 glia 

KO/neuWT.  

Dada la amplia consistencia de los resultados obtenidos utilizando maniobras 

farmacológicas, decidimos analizar si existe un rol diferencial de la Px1 glial y neuronal 

en la función presináptica. Para esto, realizamos en primera instancia co-cultivos Px1 

glia KO/neuWT, donde las neuronas son capaces de aumentar de forma significativa la 
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abundancia de vGlut-1 sináptico frente al tratamiento crónico con TTX (Figura 12A-D, I) 

(Tabla 2) en comparación con co-cultivos no tratados (Figura 11E-I). Esto sugiere que 

los canales Px1 gliales no son esenciales para la inducción y/o mantenimiento de la PSH 

presináptica. Sin embargo, en los co-cultivos Px1 glia WT/neuKO, no se produce un 

aumento compensatorio en la abundancia de vGlut-1 sináptico frente al bloqueo crónico 

de la actividad neuronal (Figura 13A-D, I) (Tabla 2), en comparación con co-cultivos 

control no tratados (Figura 13E-I). Estos resultados sugieren que los canales de Px1 

neuronales son esenciales para inducir el aumento compensatorio de la función 

presináptica frente a la supresión crónica de la actividad del circuito. En el contexto del 

laboratorio y de acuerdo a resultados obtenidos1, una de las posibles explicaciones es 

que esto podría deberse a la relación existente entre Px1 y la señalización purinérgica 

(Alberto et al., 2013; Chiu et al., 2017; Whyte-Fagundes & Zoidl, 2018). Estudios 

realizados en nuestro laboratorio han comenzado a investigar el rol del ATP en la PSH, 

a través de la manipulación de los niveles extracelulares de ATP en co-

cultivos neurona/glía WT1, sugiriendo que un incremento en la concentración de ATP 

extracelular es esencial para la inducción y/o mantenimiento de la función presináptica 

frente al tratamiento con TTX.  Es importante señalar que la liberación del ATP al medio 

podría también involucrar la exocitosis dependiente de Ca2+, así como a través 

de conexones, panexones, y el canal P2X7R.   

De acuerdo a los resultados obtenidos en esta tesis, y en conjunto con otros 

experimentos realizados en el laboratorio, se plantea un posible escenario representado 

en la Figura 14. En éste, frente a la inactividad crónica inducida con TTX en el circuito 

(1), las células gliales serían capaces de sensar la disminución en la actividad neuronal 

y/o su propia excitabilidad, por una vía de señalización dependiente de las variaciones 

del Na+ y Ca2+ intracelular (2). Como consecuencia, se produciría la liberación de 

gliotransmisores como el ATP (3), activando receptores P2X7 presinápticos (4), y 

produciendo la apertura de canales de Px1 neuronales que contribuirían a la liberación 

de más ATP (5). Asimismo, la activación de los P2X7R presinápticos podrían mediar 

aumentos del Ca2+ intracelular y la consecuente modulación de la función presináptica 

(6).  

                                                           
1 Datos no publicados provenientes de la Tesis de Doctorado que está realizando Alberto Rafael. 
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Figura 14. Posible modelo esquemático de la interacción neuro-glial en la 

regulación de la PSH presináptica. La inactividad crónica del circuito inducida con TTX, 

podría causar cambios en la señalización del Na+ y Ca2+ astroglial, que tendría como 

consecuencia la liberación de gliotransmisores como el ATP a través, por ejemplo, de HCs de 

Cx43. El ATP a nivel presináptico activaría los receptores P2X7 neuronales y produciría la 

liberación de más ATP mediado por canales de Px1 neuronales. La activación de los P2X7R 

neuronales también podría aumentar la entrada de Ca2+ a la terminal presináptica y modular la 

función presináptica. Otros gliotransmisores liberados por HCs de Cx43 como el glutamato 

podrían estar involucrados. Asimismo, no se descarta una participación microglial. Imagen 

tomada de la Tesis de Maestría Andrea Cairus2. 

  

                                                           
2 Imagen obtenida de la tesis de Maestría de Andrea Cairus Rossi, “Interacción neuro-glial en la 

plasticidad sináptica homeostática: papel de los canales de conexinas y panexinas”. 2018. 
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Conclusiones 

De acuerdo con los resultados obtenidos, en el presente trabajo podemos concluir que: 

1. La Px1 se expresa en neuronas y astrocitos en co-cultivos de hipocampo de 

ratas neonatas. 

2. Los canales de Px1, tanto neuronales como gliales, cumplen un rol esencial en 

el ajuste homeostático de la densidad de sinapsis excitadoras del hipocampo en 

respuesta al bloqueo crónico de la actividad del circuito.  

3. Lo canale de Px1 neuronales, pero no gliales, modulan el ajuste compensatorio 

de la función presináptica excitadora producido en respuesta a un período de 

inactividad prolongada en el hipocampo. 
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Perspectivas a futuro 

1. Nos interesa analizar más en detalle la posible compensación producida por 

otras isoformas de la Px1 o la Cx43 en animales KO. Para ello, realizaremos 

estudios de inmunocitoquímica y Western blot para analizar variaciones en la 

expresión de la Px2, Px3 y Cx43. 

2. Teniendo en cuenta que nuestros cultivos están constituidos por una monocapa 

que contiene los diferentes tipos de células gliales, analizaremos el rol diferencial 

de los tipos gliales directamente implicados en la regulación de transmisión 

sináptica (microglía y astrocitos) en el ajuste homeostático de la fuerza sináptica. 

Para ello realizaremos cocultivos donde la monocapa glial este enriquecida en 

astrocitos o microglía y evaluaremos la respuesta frente al bloqueo crónico de la 

actividad sináptica.  
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Anexo 

 

Anexo, Figura 1. Bloqueo de canales de Px1 utilizando los agonistas específicos. Se 

realizaron tratamientos con 10Panx1 (400µm) y Probenecid (500µm) en co-cultivos y tratados 

con TTX (1μM, 24-36hs). ** p<0.001 Two-tailed Student´s t-test. 

 

Anexo, Figura 2. Proporciones de células gliales presentes en las monocapas 

gliales utilizadas en los co-cultivos neurona-glía. Resultados preliminares producto de 

un único experimento. Siguiendo el mismo protocolo de disección descrito en “Materiales y 

métodos”, las monocapas gliales presentan un 15% de oligodendrocitos (anti-APC), 44% de 

astrocitos (anti-GFAP) y un 41% de microglía (anti-Iba1). Resultados obtenidos en el marco del 

PAIE 2019 (en curso), Marina Tizzoni. 
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