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RESUMEN 

 

 
La experiencia modela los circuitos neuronales y vasculares del cerebro durante el 

desarrollo y el aprendizaje, proceso conocido como plasticidad neurovascular 

dependiente de la experiencia. En la interface neuro vascular, los pericitos pericapilares 

se relajan activamente durante la actividad cerebral para aumentar el flujo sanguíneo 

local incrementando así el intercambio metabólico a través de la barrera hemato- 

encefálica. Resultados previos del laboratorio indican que los pericitos del hipocampo se 

comunican con su microentorno a través de canales de panexina1 (panexones) y que esta 

interacción es actividad-dependiente. El objetivo de este proyecto es determinar los 

efectos de la deprivación sensorial sobre el intercambio pericito-medio cerebral 

dependiente de panexones en la corteza somato-sensorial del ratón (CxSS). 

 
En la capa IV de la CxSS, identificamos los pericitos pericapilares, mediante el marcador 

fluorescente TO-PRO-3. Utilizando la técnica de captación de bromuro de etidio (BrEtd), 

colorante que permea los panexones, en rodajas cerebrales agudas en condición ex vivo 

y en el animal despierto in vivo en condición de comportamiento libre (P21-P30) 

determinamos que los pericitos pericapilares de la CxSS interactúan con el fluido 

extracelular por intermedio de la panexina1 (Panx1). Mediante inmunofluorescencia, 

determinamos que los pericitos de la corteza somato-sensorial expresan la Panx1 en la 

membrana pericitaria. El intercambio entre el pericito y el entorno cerebral, mediado 

por hemicanales formados de Panx1 (Panx1HCs), mostró una dependencia al desarrollo, 

siendo más prominente en edades tempranas, lo cual concuerda con la mayor expresión 

de la proteína. La deprivación sensorial unilateral táctil (sección de vibrisas) resultó en un 

aumento en la actividad de los Panx1HCs en los pericitos de la CxSS del lado deprivado 

(izquierdo) y una disminución de la actividad de estos canales en la CxSS contralateral 

(derecha). Estos cambios en la actividad de los Panx1HCs dependieron tanto del 

desarrollo como de la duración de la deprivación, siendo los efectos más pronunciados 

en etapas tempranas.  

Específicamente, en los barriles de la CxSS del lado deprivado (izquierdo) se observó una 
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reducción en la actividad metabólica en los barriles, mientras que en el lado contralateral 

(derecho) se observó un aumento de este parámetro. 

Concluimos que los pericitos de la CxSS expresan la Panx1 y que la experiencia sensorial 

modifica la comunicación entre los pericitos y su entorno extracelular a través de cambios 

en la actividad de los Panx1HCs. Estas modificaciones están relacionadas con el desarrollo 

y se asocian a variaciones en la actividad metabólica neuronal. Postulamos que la 

regulación de la actividad de los Panx1HCs (vías para liberar ATP) por la experiencia podría 

afectar el tono contráctil de los pericitos, influyendo así en el diámetro capilar y el flujo 

sanguíneo cerebral en la capa IV de la CxSS. En futuros estudios, planeamos investigar 

cómo la deprivación sensorial unilateral podría afectar la fisiología microvascular y el 

acoplamiento neurovascular en este modelo. 
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INTRODUCCIÓN 
 

 
1. PLASTICIDAD NEURONAL DEPENDIENTE DE LA EXPERIENCIA 

 

 
La plasticidad neuronal dependiente de la experiencia (PDE) es una propiedad relevante 

para el individuo, que permite madurar y perfeccionar circuitos neuronales durante el 

desarrollo en base al aumento o la disminución de la actividad neuronal (Sims y cols., 2015). 

Se denomina plasticidad a la capacidad del sistema nervioso a reorganizarse estructural y 

funcionalmente, en respuesta a un estímulo (Cotman y Nieto-Sampedro, 1984). La 

plasticidad dependiente de la experiencia (PDE) refiere a los cambios anátomo-funcionales 

del sistema nervioso generados a partir de la experiencia y la actividad del individuo que 

permiten su supervivencia (Fox 1992). En este sentido, la PDE implica que las conexiones 

sinápticas puedan fortalecerse o debilitarse en función de la estimulación y la actividad que 

experimenta un ser vivo y refleja la capacidad de adaptación y aprendizaje continuo del 

cerebro a lo largo de la vida. Esto puede incluir el aprendizaje de nuevas habilidades, la 

adquisición de conocimiento, la recuperación de una lesión cerebral y la adaptación a 

cambios en el entorno. 

 

Si bien la organización inicial de los circuitos está determinada por factores genéticos, 

los mismos irán madurando en función de las modificaciones del entorno. Los 

comportamientos innatos en el individuo están condicionados por la herencia genética 

a través de la selección natural y reflejan las adaptaciones de la especie al ambiente. De 

todas formas, en la etapa postnatal temprana, el individuo modificará esos circuitos en 

función de su propia experiencia (Revisado en Sanes 2009). 

 
Diversos han sido los trabajos que reportan cambios anátomo - funcionales frente a la 

deprivación sensorial, clásico modelo de investigación de la PDE, habiéndose estudiado 

en varias modalidades sensoriales. Hubel y Wiesel fueron los primeros en demostrar los 

cambios dependientes de la experiencia en la corteza visual de gatos (Hubel y Wiesel, 

1963). En esta tesis, se optará trabajar en la corteza somato-sensorial (CxSS) debido a 

que es un sistema ideal para el estudio de los cambios estructurales y funcionales de la 
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actividad sináptica, y su manipulación es accesible (Brecht, 2012; Lübke y Feldmeyer, 

2007; Petersen, 2007; Schubert y cols., 2007; Fox, 2008; Kanold y Luhmann 2010). 

 
La plasticidad neuronal puede ocurrir a lo largo de toda la vida, aunque es más 

prominente durante los períodos críticos del desarrollo (Glazewski y cols., 1996; Fox y 

cols., 1992). El período crítico (PC) es definido como el momento en el cual los circuitos 

neurales son lo suficientemente sensibles al cambio frente a un estímulo como para 

responder remodelándose en función de dicho estímulo o experiencia (Erzurumlu y 

Gaspar 2012). Durante este período, la relación entre sinapsis excitatorias (E) e 

inhibitorias (I) es crucial, siendo el balance positivo del cociente [E/I] (mayor sinápsis 

excitactorias respecto a las inhibitorias), determina la mayor sensibilidad al cambio en 

función del ambiente. A nivel de la corteza visual, la inhibición GABAérgica juega un rol 

crucial en el remodelado de los campos receptivos, durante el desarrollo y al inicio de la 

maduración del sistema (Sale, 2010). El desarrollo de la inhibición GABAérgica promueve 

la maduración, y con ello, la estabilización del sistema (Huang y cols., 1999). Asimismo, 

se ha vinculado el incremento del tono GABAérgico con la mayor expresión del factor 

neurotrófico derivado del cerebro (BDNF) en ratones. Manipulando la relación entre 

sinapsis excitatorias/inhibitorias de forma favorable, se ha inducido un mayor potencial 

plástico en la corteza visual (He y cols., 2007; Harauzov y cols., 2010). Posibles candidatos 

mediadores ya estudiados han sido la norepinefrina, la acetilcolina y la serotonina (Maya 

Vetencourt y cols, 2008). Asimismo, en un ambiente enriquecido, mediante el trasplante 

de atrocitos o factores tales como, el Factor de Crecimiento Nervioso (NGF) y el Factor 

Promotor del crecimiento de Neuritas (NgR), se evidenció una potenciación en la 

capacidad plástica de la corteza visual (Bavelier y cols, 2010). 

 
Como ya se mencionó en la introducción, durante el periodo prenatal, el desarrollo de 

la corteza es dependiente de la expresión genética, e independiente de la actividad 

eléctrica (Rash y Grove, 2006). Sin embargo, posterior a este período, los primeros 

circuitos neuronales son modulados por la actividad neuronal y los sistemas de 

neuromodulación (Khazipov y Luhmann, 2006; Allene y Cossart, 2010). 

https://pubmed.ncbi.nlm.nih.gov/?term=Erzurumlu%20RS%5BAuthor%5D
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2. Corteza Somato-Sensorial (CxSS) 

 
El sistema táctil de los roedores consta de una representación somatotópica que se inicia 

desde las vibrisas hasta la corteza somato-sensorial (Feldmeyer y cols., 2013). Desde la 

periferia, la vía inicia con las fibras aferentes primarias que invervan el folículo de la 

vibrisa. Los cuerpos celulares de las neuronas sensoriales se encuentran en el ganglio del 

trigémino (V par craneano), desde ahí proyectan a los núcleos del trigémino en el tronco 

encefálico (el núcleo principal, y los núleos oralis, interpolaris y caudalis). En estos núleos, 

la organización somatotópica se mantiene, así, la representación de las vibrisas se 

constituye como subunidades arquitectónicas o “barrelettes” (Feldmeyer y cols., 2013; 

Erzurumlu y Gaspar 2013). Los axones de las neuronas localizadas en el tronco encefálico 

se decusan hacia los núcleos del tálamo contralateral (núcleo ventroposterior-medial y 

orden superior de los núcleos posteriores). En el tálamo, la organización adopta la 

configuración de “barreloides”. El cuarto relevo se encuentra a nivel cortical, donde los 

axones de las neuronas talámicas proyectan hacia las neuronas estrelladas de la capa IV 

de la corteza somatosensorial. La organización anatómica de la CxSS se dispone en forma 

de columnas, con capas que van desde la I-IV. La capa IV de la CxSS está organizada de 

forma somatotópica, en donde cada vibrisa está representada por una “barrel”, o barril, 

denominado así por la disposición de los somas neuronales que configura una imagen similar 

a un barril; dichos barriles están separados entre sí por los septum (Woolsey, 1978). 
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El período postnatal temprano, que comprende la primera semana postnatal, 

corresponde al desarrollo cortical (Fox, 2008). Durante esta primera semana, la corteza 

es dependiente del estímulo externo (Fox, 1992) y la capa más sensible es la IV (Woolsey 

y Wann 1976; Fox, 2002) lo cual hace que el modelo utilizado sea óptimo para el estudio 

de la PDE. Durante la primera semana postnatal, se establecen interacciones 

subtalámicas con la CxSS, las cuales presentan una dependencia de la actividad sináptica. 

Estas interacciones son las que formarán la distribución neuronal en la CxSS, más 

precisamente en forma de columnas en la capa IV de la misma, denominados “barriles” 

(200-400 µm en dimensión horizontal) como se explicó anteriormente (Yang y cols., 

2009; Sun y Luhmann 2007). Al finalizar la primera semana postnatal, la plasticidad en la 

capa IV se ve disminuida, predominando en las II, III y V (Diamond y cols, 1994; Fox, 

1992). 

Figura 1 - Vía somatosensorial en el ratón durante el desarrollo. En la figura se ilustra el desarrollo de la 
vía somatosensorial, desde el día 10.5 embronario (E10.5) con el desarrollo de las vibrisas (WP), 
proyección al Trigémino (TG); en el E12 al núcleo sensorial principal del nervio trigémino (PrV), decusación 
de la vía durante el día 11-17 embrionario a núcleos talámicos contralaterales. Proyección desde el núcleo 
ventroposteromedial (VPM) a la corteza somatosensorial primaria. (Adaptado de Erzurumlu y Gaspar 
2013) 
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3. Plasticidad dependiente de la experiencia en la Corteza Somato-Sensorial 

 
En la corteza somato-sensorial, la citoarquitectura neuronal está sujeta a un elevado 

grado de plasticidad durante el periodo crítico, y es fácilmente manipulable desde la 

periferia (Harris y Woolsey, 1981), lo cual hace que sea un buen modelo para el estudio 

de la PDE, como ya mencionáramos. Así, la deprivación sensorial táctil unilateral 

mediante la supresión de vibrisas a nivel periférico representa un modelo paradigmático 

para el estudio de la PDE, dado que los microcircuitos corticales son bien comprendidos; 

a cada vibrisa periférica le corresponde un campo receptivo a nivel cortical (Feldmeyer 

y cols., 2012; Woolsey y cols., 1981). El conocimiento de esta representación 

somatotópica sensorial es estratégico para el estudio de la PDE. Adicionalmente, los 

reportes sobre la PDE son numerosos en este modelo el cual permite caracterizar la 

plasticidad tanto frente a la inhibición sensorial táctil periférica por privación de la 

entrada sensorial como frente a un aumento de su estimulación. 

 
La deprivación de la entrada sensorial unilateral mediante la sección/supresión de las 

vibrisas altera el campo receptivo a nivel cortical en la corteza somato-sensorial (Simons 

y Land 1987; Fox 1992; Merzenich y cols., 1983; Kossut y Hand 1984). A las 24 horas de 

deprivación, en las capas II y III de la corteza somato-sensorial también se evidencia una 

disminución del campo receptivo (Barth y cols., 2000; Stern y cols., 2001). En diseños 

experimentales en los cuales se remueve de forma parcial las vibrisas (recorte de una 

única vibrisa) y se estudia la actividad neural en la CxSS, se ha demostrado un incremento 

de la actividad neuronal en los campos receptivos de las vibrisas vecinas a la removida 

(Diamond y cols., 1993; Simons y Land 1994; Wallace y Fox 1999). La supresión de vibrisas 

de ratones, induce una reducción de las espinas sinápticas en la corteza somato-sensorial 

contralateral (Lendvai y cols., 2000; Glazewski y cols., 2014). Frente a la deprivación 

sensorial unilateral en ratones, se han evidenciado cambios en la inervación axonal 

contralateral, a nivel del sistema nervioso central; en relación a esto, se ha postulado que 

lo necesario es el balance de la entrada sensorial de una corteza respecto a la otra (Suárez 

y cols. 2014). 



11  

 
4. PLASTICIDAD VASCULAR DEPENDIENTE DE LA EXPERIENCIA 

 
 
 

En 1990, se introduce el concepto de plasticidad vascular dependiente de la actividad, 

definiéndola como el conjunto de cambios a nivel de la vasculatura producto de los 

mayores requerimientos metabólicos en determinada área cerebral (Black y cols., 1991). 

 
 

La interacción entre los sistemas nervioso y vascular es fundamental durante el 

desarrollo, debido a que, el desarrollo del segundo, permite un adecuado aporte 

metabólico para el desarrollo del primero (Suchting y cols., 2006; Segarra y cols., 2019). 

Se sabe que el desarrollo vascular y axonal están vinculados tanto por la disposición, 

como también por moléculas guía que orientan la arquitectura funcional (Suchting y cols., 

2006). En un ratón recién nacido (P0) no se detectan axones de neuronas en la corteza, 

pero sí la vasculatura. La actividad neuronal promueve la formación de la vasculatura en 

la corteza somato-sensorial (Lacoste y cols., 2014). Entre P03-P05, la vasculatura continúa 

expandiéndose y organizándose en los barriles (Lacoste y cols., 2014). 

https://pubmed.ncbi.nlm.nih.gov/?size=200&term=Segarra%2BM&cauthor_id=31590587
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La conectividad neural continúa remodelándose luego del nacimiento, y este proceso 

se acompaña de una remodelación vascular (Lacoste y cols., 2014). En P0, el lecho 

capilar es disperso e incompleto (Coelho-Santos y Shih, 2019; Harb y cols., 2012). Se ha 

demostrado que, durante el desarrollo vascular, la densidad vascular y las 

ramificaciones van incrementándose hasta P14, para luego comenzar a disminuir y 

estabilizarse a la edad de P30 (Lacoste y cols., 2014). El nacimiento de un nuevo vaso se 

puede efectuar de dos formas, por vasculogénesis o angiogénesis. La vasculogénesis es 

el proceso por el cual un nuevo vaso es formado de novo, a partir de un angioblasto; 

mientras que la angiogénesis es el crecimiento de un vaso a partir de uno previamente 

formado, e implica la ramificación. En roedores, la vascularización se inicia con la 

formación del plexo perineural el 7,5-8,5 día embrionario (Coelho-Santos y Shih, 2019). 

La migración vascular, la arborización, y la ramificación, se efectúan desde la piamadre 

hacia los ventrículos, donde los factores como el factor de crecimiento endotelial, y la 

hipoxia, son esenciales para la regularización de dicho proceso (Bautch y James, 2009; 

Tata y cols., 2015). Las colaterales, surgen a partir del día E5, en P7 varían el diámetro, 

ajustando el tono vascular hasta el P10. Adicionalmente, la cobertura de los capilares 

por los pericitos pericapilares, está establecida desde la edad neonatal y es vital para el 

mantenimiento de la Barrera Hemato-encefálica (Daneman y cols., 2010; Hagan y cols., 

2014). En la corteza somato-sensorial, la proliferación pericitaria decrece desde el 

nacimiento a P25 (Harb y cols., 2013). 

 
5. PLASTICIDAD NEUROVASCULAR DEPENDIENTE de la EXPERIENCIA durante el 

DESARROLLO 

 
Se ha postulado un vínculo “uno modela al otro” entre los sistemas nervioso y vascular 

durante el desarrollo, pero se destaca que tanto en condiciones de deprivación como 

de estimulación se generan cambios a nivel de la densidad vascular en el cerebro, 

incluso en ausencia de cambios a nivel de la citoarquitectura neuronal. Esto indicaría 

que la actividad neuronal es necesaria para los cambios vasculares, y que los cambios 

en la actividad neuronal son suficientes para afectar la estructura vascular (Lacoste y 
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cols; 2014). 
 

 
Durante el desarrollo postnatal, el cerebro se adapta frente a las demandas metabólicas, 

modificando la proliferación vascular (Black y col., 1991). Se ha evidenciado la relación 

anatómica entre los sistemas nervioso y vascular en la corteza somato-sensorial de la 

rata (Cox y col., 1993; Patel, 1983). 

 
Asimismo, la estimulación mediante ejercicio físico, determina un aumento en la 

expresión de factores proangiogénicos a nivel de la corteza motora (Whitaker y cols., 

2007). La estimulación sensorial desde P14 incrementa la densidad y la ramificación 

vasculares contralaterales; estos cambios permanecen y se observan en los mismos 

roedores a la edad de P21 (Lacoste y cols., 2014). 

 
Se ha evidenciado que la lesión de un único folículo al nacer, afecta la formación y la 

representación neuronal en ratones de edad P14 (Lacoste y cols., 2014). Asimismo, la 

sección parcial de las vibrisas indujo una reducción significativa de la densidad y de la 

ramificación vascular en la capa IV (Lacoste y cols., 2014). Sin embargo, la densidad 

neuronal total permaneció incambiada. Estos autores demostraron además que la 

citoarquitectura neuronal y la actividad promueven la formación local de los vasos 

durante el periodo crítico neuronal. Del mismo modo, deprivando de forma unilateral 

durante P0-P5 vieron reducción en la densidad y ramificación vascular en ratones P14 

(Lacoste y cols., 2014). 

 
Durante el desarrollo, el entorno juega un rol en el remodelado de los circuitos 

neuronales y de la densidad vascular. Por un lado, el cerebro se adapta al incremento de 

la demanda metabólica durante el desarrollo postnatal temprano, incrementando la 

densidad vascular (Black y cols., 1991). A su vez, durante el desarrollo de la CxSS se ha 

visto una relación anatómica entre las columnas de la CxSS y la vasculatura (Lacoste y 

cols., 2014), lo cual podría llegar a explicar la respuesta a la demanda metabólica. 
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La red capilar en roedores se expande rápidamente durante las primeras semanas 

postnatales, logrando la estabilización a la edad de P20 (Harb y cols., 2013). Frente a la 

estimulación de las vibrisas de ratones, durante el primer mes postnatal, se ha 

evidenciado un incremento en la densidad vascular en la corteza somato-sensorial 

contralateral (Black y cols., 1987; Lacoste y cols., 2014). 

 

 
En la corteza auditiva, se evidenció que la densidad capilar disminuye frente a la 

hiperestimulación de sonidos repetitivos (Whiteus y cols., 2014). Si el estímulo aplicado, 

tal como sonidos repetitivos, deflexión de las vibrisas o actividad motora, se detenía 

antes del quinto día, el cambio a nivel vascular se podría revertir. Esto se explicaría por 

el estado de hipoxia crónica la cual induce la angiogénesis en ratones neonatos-juveniles 

(Whiteus y cols., 2014). 

 
Los astrocitos, son células gliales que se encuentran en íntima relación entre vasos y 

neuronas, lo cual otorga un rol fundamental en la regulación de la hipermia funcional 

(Lia y cols., 2023). Los pies astrocitarios envuelven a los capilares a los 15 días post- 

natales, en roedores (Gilbert y cols., 2019). Se evidenció una disminución en la 

distribución y la densidad celular cuando se lesionaban las vibrisas en tripletes, no así 

cuando eran rasuradas todas de un lado (Lacoste et al 2014; Sims y cols., 2015). Los 

astrocitos, al encontrarse en íntima relación con los vasos y las neuronas, y considerando 

el rol fundamental que juegan en la regulación del calibre de los vasos de resistencia 

durante la hiperemia (Lia y cols., 2023), podrían cumplir un rol central en los cambios 

neuro-vasculares dependientes de la experiencia. 

 
La microglia, es considerada como el conjunto de macrófagos residentes del sistema 

nervioso. Este grupo celular, que ejerce un rol en el remodelado de las sinapsis durante 

el desarrollo, aparece en asociación con el sistema vascular desde el E10.5 día 

embrionario, y se ha demostrado su rol en la angiogénesis y remodelación vascular 

mediante TNF -alfa (Lacoste y cols., 2014). Durante el desarrollo, la microglía sería la 

encargada de la maduración del sistema (Arnold y Betsholtz, 2013). A nivel del endotelio 
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y de los pericitos, éstos podrían regular en conjunto a los tipos celulares previamente 

descritos, así como a los cambios neuro-vasculares, dado que se ha visto que responden 

frente a neurotransmisores (Hall y cols., 2014; Peppiatt y cols., 2006). En efecto, datos 

recientes involucran la microglia en el control neurovascular mediante la acción de 

receptores purinérgicos y de la panexina1 (Bisht y cols., 2021). 

 
La cobertura de los capilares por los pericitos, ya está establecida en ratones neonatos 

(Daneman y cols., 2010; Ben-Zvi y cols., 2014) con el fin de mantener la integridad de la 

BHE y permitir la regulación de la permeabilidad de la misma. En la angiogénesis 

postnatal, los pericitos son reclutados para inducir la formación de nuevos capilares 

mediante el factor derivado de las plaquetas (Lindblom y cols., 2003). La proliferación 

de los pericitos decrece desde el nacimiento al P25 en la corteza somato-sensorial (Harb 

y cols., 2013). 

 
En un modelo de isquemia, frente a la estimulación unilateral de las vibrisas de ratón, se 

determinó un incremento en la expresión de factores proangiogénicos como VEGF, b- 

FGF, Ang-1, Ang-2, Tie-1 y Tie-2, en la región de penumbra luego del séptimo día después 

de la isquemia (Whitaker y cols., 2007). Adicionalmente, el rasurado de las vibrisas, 

determinó un incremento de Tie-1 y FGF-β, pero no de otros factores. Asimismo, estos 

investigadores hallaron un aumento de Gluy-1 y CD-31, vinculado al daño cerebral en 

contexto de isquemia, luego de la estimulación de las vibrisas, por lo que encontraron 

un incremento del número de vasos, respecto al grupo no tratado (Whitaker y cols., 

2007). 
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6. MECANISMOS MOLECULARES QUE SUBYACEN LA PLASTICIDAD DEPENDIENTE 

DE LA EXPERIENCIA 

 
La actividad neuronal promueve la formación de redes vasculares en la CxSS de ratón 

(aumento de la proliferación endotelial en los barriles de la capa IV) en la edad posnatal 

temprana. La reducción en la liberación de neurotransmisores en las sinapsis tálamo- 

corticales tales como glutamato da como resultado la desorganización post-sináptica y la 

reducción de la formación de la red vascular en la capa IV de dicha corteza sensorial 

(Lacoste y cols., 2014). 

 
Trabajos en un modelo de plasticidad dependiente de la experiencia en la corteza visual, 

evidenciaron el rol del receptor de glutamato de tipo ionotrópico NMDA (N-metil-D- 

aspartato) promoviendo la PDE. Durante el desarrollo postnatal, la relación de las 

subunidades del receptor NMDA, NR2A/NR2B irá en aumento (Tropea y cols., 2009). Sin 

embargo, al deprivar al animal del estímulo lumínico (oscuridad), esta relación se reduce. 

Estos resultados evidencian un cambio en las corrientes excitatorias mediadas por el 

receptor NMDA en función de la experiencia. A nivel vascular, se ha evidenciado un 

incremento de factores pro-angiogénicos como el VEGF en ratas en ambiente enriquecido 

(Cao y cols., 2004). 

 
En relación a la remodelación vascular inducida por la PDE, en experimentos de 

deprivación sensorial se evidenció una disminución de la proliferación endotelial en la 

CxSS en la hemicorteza deprivada (Lacoste y cols., 2014). 
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7. ACOPLAMIENTO NEUROVASCULAR y UNIDAD NEUROVASCULAR 
 

 
El encéfalo requiere un aporte de volumen sanguíneo de 50 mL/min por 100 g de tejido 

para lograr satisfacer sus demandas metabólicas; la actividad sináptica explica la mitad de 

dicho consumo metabólico. Si bien representa el 2% de la masa corporal total, el consumo 

de energía estimado es del 20% de la masa corporal total. El sistema nervioso central 

(SNC) necesita del aporte continuo de nutrientes, debido a su escaso poder de 

almacenamiento, por lo que la regulación del flujo sanguíneo cerebral (FSC) adquiere un 

rol clave, y ésta es posible gracias a los cambios en la resistencia vascular cerebral variando 

el calibre de los vasos encefálicos (Blumenschine y Adams, 1981). El consumo cerebral de 

oxígeno se correlaciona directamente con el FSC. La relación entre la actividad neuronal y 

el FSC se conoce como acoplamiento neurovascular; al aumento del FCS por la actividad 

cerebral se lo conoce a su vez como respuesta hiperémica o hiperemia funcional (Roy y 

Sherrington, 1890). Esta respuesta está en la base de los cambios observados en el flujo 

sanguíneo cerebral (FSC) mediante técnicas imagenológicas. Las variaciones del FSC son 

proporcionales a los cambios en el consumo de glucosa y de oxígeno. La estrecha relación 

entre el consumo de glucosa y el FSC subyace la técnica imagenológica funcional de 

tomografía por emisión de positrones (PET) (Sokoloff y cols., 1977) mientras que 

variaciones en la oxigenación de la hemoglobina cerebral subyacen la imagenología por 

Resonancia Magnética Funcional (fMRI) (Raichle, 1998). Mediante la (f-MRI), se ha 

demostrado que la estimulación periférica sensorial, incrementa la señal BOLD (imagen 

de contraste dependiente del nivel de oxígeno en la sangre, por sus siglas en inglés) en la 

corteza somato- sensorial contralateral (Petrus y cols., 2019). Adicionalmente, frente a la 

estimulación de las vibrisas de roedores, se incrementa el diámetro vascular luego de los 

30 segundos de estimulación (Cox y cols., 1993). 

 
La unidad anátomo-funcional responsable de coordinar las interacciones neuronales con 

las vasculares se denomina unidad neurovascular (NVU), la cual implica el vínculo entre 

neuronas, astrocitos, microglia, pericitos y células endoteliales que se relacionan 

íntimamente para poder adecuar el aporte metabólico mediante cambios en el diámetro 

vascular en función de la actividad neuronal (Attwell y cols., 2010; Fernandez-Klett y 
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cols., 2010; Hall y cols., 2014; Hamel, 2006; Howarth, 2014; Lecrux y Hamel, 2011). 
 

 

 

 

 
 
 
 
 
 
 

 
La unidad neurovascular a su vez es sustrato de la barrera hematoencefálica (BHE). La 

BHE regula el paso de solutos y nutrientes de la sangre al cerebro y viceversa (Squire y 

cols., 2012); la BHE forma una barrera física que se explica por las uniones ocluyentes 

entre las células endoteliales y el bajo transporte vesicular (Reese y Karnovsky, 1967; Sá- 

Pereira, Brites y Brito, 2012). 

 

 
Durante el desarrollo postnatal, la comunicación entre las células neuronales y la 

 
Figura 2 - Esquema de la Unidad Neuro-Vascular. (A) En la figura se esquematiza el músculo liso 

rodeando a las arteriolas, y los pericitos enviando prolongaciones a lo largo y alrededor de los capilares. 

(B) Los pericitos se disponen adyacentes a las células endoteliales y están separados de ellas y del 

parénquima por una capa de lámina basal. En el parénquima, se visualizan los pies de los astrocitos y 

las terminales neuronales que están estrechamente asociados con el capilar. Adaptada de Hamilton y 

cols., 2019. 
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vasculatura se establece de forma bidireccional, lo cual permite el correcto aporte de 

energía conforme el requerimiento metabólico (Paredes y cols., 2018). El acople 

neurovascular parecería no ser funcional hasta las 3 semanas post-nacimiento en 

roedores (Christopher y cols., 2016). Uno de los posibles mecanismos por los cuales el 

cerebro en desarrollo acopla los requerimientos metabólicos, sería con el control del 

flujo sanguíneo cerebral dependiente de la actividad al promover la angiogénesis, que 

generando hipoxia tisular induce la liberación de factores de crecimiento vasculares 

(Haigh y cols., 2003, Provis y cols., 1997, Raab y cols., 2004, Stone y cols., 1995). Si bien 

en el cerebro inmaduro, el acople neurovascular no es funcional hasta semanas después 

del nacimiento, se ha evidenciado que mientras el estímulo sensorial incrementa la señal 

BOLD en el adulto, en los animales recién nacidos se vio una respuesta contraria 

(Muramoto y cols., 2002; Yamada y cols., 2000). 

 

 
8. LOS PERICITOS 

 
 
 

Los pericitos pericapilares constituyen células perivasculares envueltas en la lámina 

basal, adyacentes a las células endoteliales de los capilares y las arteriolas precapilares 

y vénulas postcapilares con las que mantienen una íntima interacción. Estas células 

expresan proteínas contráctiles (como α-SMA, tropomiosina) que juegan un rol clave 

en la variación del diámetro capilar modulando el flujo sanguíneo cerebral y el 

intercambio de nutrientes (O2, CO2, glucosa, etc.) a través de la BHE (Yemisci y cols., 

2009) en la microcirculación. 

 
A nivel de los capilares del SNC se ha postulado que los pericitos son capaces de regular 

el FSC. Si bien se ha demostrado un rol predominante de los astrocitos en la regulación 

del acoplamiento neurovascular por su rol en la regulación del diámetro arteriolar 

(Gordon y cols., 2008) varios autores proponen que los pericitos también tienen gran 

importancia en la regulación del FSC porque la red capilar es la que posee mayor 

influencia sobre la determinación de la resistencia vascular cerebral, aunque la 

contribución relativa de los capilares en el FSC sigue siendo un tema de debate (Peppiatt 
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y cols., 2006; El Ali, Thériault y Rivest, 2014; Attwell y cols., 2016; Sweeney y cols., 2016). 
 

 
En este contexto, estudios in vivo y ex vivo, demuestran que la relajación activa de los 

pericitos durante la actividad cerebral se correlaciona con un aumento del diámetro 

capilar, y en consecuencia con un incremento de flujo sanguíneo en las áreas de 

actividad (respuesta conocida como hiperemia funcional) (Fernandez-Klett y cols., 2010; 

Hall y cols., 2014). La dilatación capilar durante la actividad cerebral favorece el 

intercambio cerebro-vascular permitiendo la difusión de oxígeno (O2) y glucosa de la 

sangre al cerebro y de monóxido de carbono (CO2) y sustancias de desecho a la sangre. 

 
La actividad neuronal, los neurotransmisores y los agentes vasoactivos regulan el tono 

pericitario resultando en ajustes del diámetro capilar. A su vez, el tono contráctil de los 

pericitos se modula mediante variaciones en su concentración intracelular de calcio 

([Ca2+]i) (Peppiat y cols., 2006; Attwell y cols., 2010; Hall y cols., 2014; Fernández-Klett y 

Priller, 2015; Borysova y cols., 2013). La depolarización y los neurotransmisores como 

noradrenalina (Peppiatt y cols., 2006), acetil-colina (Wu y cols., 2003) y ATP (Kawamura 

y col, 2003; Peppiatt y cols., 2006) y moléculas liberadas por el endotelio tales como 

endotelina-1 (Chakravarthy y cols., 1992; Ramachandran y cols., 1993), tromboxano A2 

(Fernández-Klett y cols., 2010) y angiotensina II (Matsugi y cols, 1997; Kawamura y cols., 

2004) evocan la contracción capilar mediada por pericitos aumentando así la resistencia 

al FS. La remoción extracelular de Ca2+ (Peppiatt y cols., 2006), la hiperpolarización, y 

sustancias vasodilatadoras como Óxido Nítrico (NO) (Hall y cols., 2014), la prostaglandina 

E2 (PGE2) (Hall y cols., 2014) y la adenosina (Matsugi y cols., 1997b) disminuyen el tono 

pericitario. En rodajas de cerebelo, el glutamato exógeno dilata capilares a través del NO 

(por mecanismo GMPc-independiente) y de prostaglandina E2 (mediante receptores de 

tipo EP4) por activación de una corriente saliente de K+ en los pericitos que se dilatan 

(Hall y cols., 2014). El nucleótido vasoconstrictor ATP incrementa la ([Ca2+]i) pericitaria 

mediante la estimulación de receptores purinérgicos catiónicos (activados por ligando) 

P2X1/7 y metabotrópicos (acoplados a proteína G) P2Y2/4/6 evocando así contracción 

capilar y aumento de la resistencia al FS (Peppiat y col, 2006; Kawamura y cols., 2003; 

Lacar y cols., 2012). 
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Los pericitos también cumplen funciones importantes en la angiogénesis, en el 

mantenimiento y la estabilización de la BHE, en la inducción de la polarización de los pies 

astrocitarios que rodean los capilares del SNC y en la regulación de la infiltración inmune 

y de los patrones de expresión génica BHE-específicos en células endoteliales (Armulik y 

cols., 2010). 

 
Si bien aún se desconoce el rol de los pericitos en la plasticidad dependiente de la 

experiencia, se han postulado diversas hipótesis sobre la posible secreción de 

reguladores pro-angiogénicos inducidos por la actividad neural. 

 
 

9. HEMICANALES de MEMBRANA 
 
 
 

La comunicación de las células entre sí y de ellas con el medio externo es imprescindible 

para cumplir con las funciones celulares y las del tejido donde se encuentran. Los canales 

de membrana de gran poro (que permiten el pasaje de iones y moléculas de hasta 1.2 

kDa) formados por conexinas (Cxs) y panexinas (Panxs) emergen como vías dinámicas 

para la interacción neuro-glio-vascular en la salud y la enfermedad. En mamíferos, las Cxs 

pueden existir bajo dos tipos, (1) formando hexámeros como canales únicos no 

ensamblados (conexones o hemicanales) en la membrana de no-unión conectando el 

citosol con el medio extracelular (Li y cols., 1996; Contreras y cols., 2002; Sáez y cols., 

2003, a y b) y (2) formando uniones gap o en hendidura si dos conexones (cada uno de 

ellos aportado por una célula diferente) se ensamblan constituyendo un canal 

intercelular de unión en hendidura (UH) que comunica los citosoles de dos células 

adyacentes acoplándolas funcionalmente entre sí. Los canales intercelulares o canales de 

uniones gap formados de Cxs, constituyen la base morfológica de las sinapsis eléctricas. 

Las Cxs derivan de una familia multigénica y se denominan según su PM (21 en humanos) 

(Bennett y Zukin, 2004). Los canales de gran poro de mamíferos que permiten la 

interacción de la célula con su entorno también pueden están formados por subunidades 

proteicas denominadas panexinas que serán detalladas a continuación ya 



22  

que forman parte del objetivo de estudio de esta tesis. 
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10.  PANEXINAS 
 

 
Las panexinas (Panxs) son glicoproteínas que forman canales de membrana al 

oligomerizarse. Las panexinas fueron descriptas en el año 2000 por Panchín y 

colaboradores (Panchin y cols., 2000; Bruzzone y cols., 2003; Yi Xu y cols., 2010). Se han 

reportado tres tipos de Panxs, 1, 2 y 3, las cuales poseen pesos moleculares de 48, 73 y 

45 KDa respectivamente. Estas proteínas presentan sólo un 15% de homología con las 

Cxs, sin embargo, poseen una organización similar. Estructuralmente, las Panxs 

presentan cuatro hélices trans-membrana unidas por una región intracelular y dos 

extracelulares, los dominios N y C terminal se encuentran en el interior celular (ver Figura 

3). Las regiones extracelulares se unen entre sí por dos puentes disulfuro, característica 

similar a la de las inexinas presentes en los invertebrados (Bruzzone y cols., 2003; Sáez y 

cols., 2003; Lohman e Isakson, 2014). 

 
 

 
 

 

Figura 3 - Estructura de la Panx1. Se representa la 

topología de la Panx1 y los aminoácidos que la 

conforman. Adaptado de Wang y Dahl, 2010. 

https://pubmed.ncbi.nlm.nih.gov/?sort=pubdate&size=200&term=Xu%2BLY&cauthor_id=21416959
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La Panx1 es la de mayor expresión; a nivel del SNC se ha determinado la presencia de 

Panx 1 y 2, en cambio la Panx3 se ha localizado en piel, cartílago y hueso (Bruzzone y 

cols., 2003; Lohman y cols., 2012; Penuela y cols., 2013; Lohman e Isakson, 2014). En el 

sistema nervioso, el ARNm de la Panx1 es expresado de forma dependiente del 

desarrollo, en cerebelo, corteza cerebral, bulbo olfatorio e hipocampo, habiéndose 

encontrado elevados niveles del ARNm en embriones y roedores juveniles con un 

máximo de la expresión entre E14-P07, declinando la expresión y estabilizándose en el 

sistema adulto (Vogt y cols., 2005). A nivel celular, la Panx1 se ha identificado en 

astrocitos, neuronas, endotelio y microglia entre otros (Giaume y cols., 2021). 

 
Clásicamente se pensaba que la oligomerización de la Panx 1 y la Panx 3 era por medio 

de hexámeros, en cambio la Panx2 formaría heptámeros y octámeros. Sin embargo, 

aproximaciones de alta resolución (crío-microscopía electrónica) han demostrado 

recientemente que el canal de Panx1 está formado por la oligomerización de siete 

subunidades proteicas de Panx1 (Michalski y cols., 2020; Qu y cols., 2020; Ruan y cols., 

2020). Al hemicanal expresado en la membrana celular se lo denomina panexón tipo 1 

(Sosinsky y cols., 2011; Lohman e Isakson, 2014). Las panexinas no forman uniones gap 

en mamíferos; sin embargo, recientemente se ha reportado que la panexina1 humana 

expresada endógenamente en una línea celular de oligodendroglioma forma canales 

intercelulares poniendo de manifiesto la posibilidad de un nuevo tipo de sinapsis 

eléctricas entre tipos de células de mamíferos que expresan endógenamente la 

panexina1 (Palacios-Prado y cols., 2022). 

 
La Panx1 presenta un poro central que actúa como vía regulable de liberación del ATP 

(Dahl, 2015). Estos canales se abren en la membrana de superficie en varios tipos de 

células, incluyendo ovocitos de Xenopus (Bruzzone y cols., 2003), neuronas piramidales 

(Thompson y cols., 2008), células HEK293 (Pelegrin y Surprenant, 2006) y astrocitos 

(Huang y cols., 2007; Iglesias y cols., 2009; Garre y cols., 2010). El concepto de la 

expresión de canales funcionales formados de panexinas/conexinas en la membrana 

celular (que no forma uniones gap) fue resistido durante varios años al argumentarse 

que la apertura de los mismos al medio extracelular sería deletérea para las células. 

Debido a que estos canales poseen un poro de gran diámetro poco selectivo que permite 
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el pasaje de iones y de moléculas de hasta 1.2 kDa, la entrada masiva de Ca2+ y Na+ y la 

pérdida de metabolitos e iones como el ATP y el K+ al medio extracelular serían fatales 

para la célula (Goodenough y Paul, 2003; Sáez y cols., 2003; Sáez y cols., 2003; Evans, De 

Vuyst y Leybaert, 2006). Sin embargo, está demostrado que estos canales se abren en 

forma regulada, y en situaciones fisiológicas en la retina (Kamermans, 2001) y en 

condiciones patológicas en astrocitos durante la inhibición metabólica (Contreras y cols., 

2002), durante la isquemia-reperfusión (Retamal y cols., 2007) o durante la activación 

astrocitaria (Garré y cols., 2010). 

 

 
11.  LOS PERICITOS CEREBRALES EXPRESAN HEMICANALES FUNCIONALES 

FORMADOS de PANEXINA 1 

 

 
La expresión y la regulación de la panexina1 como canal de gran poro expresado en 

pericitos cerebrales recién comenzaron a investigarse por nuestro grupo de trabajo. 

Mediante técnicas funcionales (captación del colorante bromuro de etidio), 

herramientas farmacológicas, silenciamiento génico y técnicas de detección immune 

(inmunofluorescencia y Western Blot), evidenciamos, en rodajas agudas de hipocampo 

(ex vivo), en cultivos primarios de pericitos cerebrales (in vitro) y en el animal despierto 

(in vivo), que canales de panexina1 abiertos permiten la transferencia molecular entre 

los pericitos y su microambiente cerebral extracelular circundante en condiciones 

basales (Mai-Morente y cols., (en revisión)). Nuestros hallazgos son consistentes con 

datos reportados por otros autores que demostraron que los pericitos expresan RNA 

Figura 4 - Mecanismos de 

activación y liberación de 

ATP mediados por 

hemicanales de conexina 

(conexones) y de panexina 

(panexones). Los canales de 

conexina se activan en forma 

independiente de receptores. 

En cambio, los panexones se 

pueden abrir acoplados a la 

activación de receptores o en 

forma independiente de 

éstos. Adaptado de (Lohman 

e Isakson, 2014). 
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para panexina1 (Vanlandewijck y cols., 2018). Así, los bloqueantes de Panx1 (pero no los 

de conexinas) inhibieron la captura del colorante por pericitos de roedores salvajes, pero 

no fueron efectivos en pericitos de ratones knockout totales para Panx1 (KO Panx1-/-) 

confirmando la participación de la panexina1 en dicho intercambio. Técnicas de 

detección inmune evidenciaron la expresión de la proteína en pericitos hipocampales y 

su localización en el citoplasma y la membrana pericitarios. 

 
 

 

 

 

 
Figura 5 - Canales de Panx1 expresados en pericitos cerebrales son funcionales en condiciones de 

reposo y median un intercambio molecular con el microambiente. (A) Los canales Panx1 median el 

influjo de Etd+ a los pericitos capilares en cortes agudos del hipocampo. (a) Microfotografías 

fluorescentes representativas muestran el ingreso de Etd+ por parte de los pericitos en cortes de 

hipocampo derivados de ratones de tipo salvaje (WT) en condiciones de reposo (Ctrl) y tratados con 

péptidos miméticos 10Panx1, un bloqueador específico de Panx1 (10Panx1) y Gap19, un bloqueador 

específico de Cx43HCs. (Gap19). Observe la atenuación de la fluorescencia de Etd+ después del 

tratamiento con el bloqueador Panx1 en comparación con el control o las condiciones inhibidas por 

Cx43HCs. (b) Coeficientes de captación de Etd+ (media ± SEM) de pericitos en cortes de hipocampo en 

condiciones de control (9 ratones) y tratados con bloqueadores de Cx [La3+ (200 μM, 4 ratones); péptido 

mimético Gap19 (300 µM, 3 ratones), péptido mimético Gap26 (150 µM, 3 ratones)], bloqueadores de 

Panx1 [probenecid-PBD (0,5 mM, 3 ratones); PBD (2 mM, 4 ratones), péptido mimético 10Panx1 (150 

μM, 3 ratones)], y con una forma revuelta de 10Panx1, ScrPanx1 (150 μM, 3 ratones). (c) Coeficientes de 

captación de Etd+ (media ± SEM) de pericitos en cortes de hipocampo derivados de ratones Panx1-/- KO 

en condiciones de control (7 ratones) y tratados con el bloqueador general de Cx/Panx CBX (100 μM, 8 

ratones), y péptidos miméticos Gap19 (300 μM, 4 ratones) y 10Panx1 (150 μM, 4 ratones). En (b) y (c), 

ns, no significativo entre los grupos indicados por barras horizontales; valores de p sobre barras o **** 

p<0,0001, en comparación con el control; Prueba de Kruskal Wallis seguida de la prueba posterior de 

Dunn. Adaptado de Mai-Morente y cols, 2024, 10.21203/rs.3.rs-3832782/v1. 
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Los panexones pericitarios del hipocampo responden a neurotransmisores, agentes 

vasoactivos y a la actividad neuronal mediante cambios en su actividad. En este sentido, 

en el trabajo de doctorado de la Dra Sandra Mai-Morente, se evidenció la permeabilidad 

pericitaria al colorante fue inhibida por la apirasa, por bloqueantes genéricos de los 

receptores purinérgicos P2X (PPADS) y P2Y (Reactive-blue) y específicos de los subtipos 

ionotrópico P2X7 (BBG/A804598) y metabotrópico P2Y6 (MRS2578) en roedores salvajes, 

efectos que fueron prevenidos en rodajas hipocampales de ratones KO (Panx1-/-). La 

potente sustancia vasodilatadora adenosina inhibió el intercambio entre pericitos 

cerebrales y su microentorno mientras que los agentes facilitadores del tono pericitario, 

ATP, noradrenalina, endotelina1 y angiotensina-II, favorecieron dicho intercambio 

(Figares M., Marset MV, Mai-Morente, 2017 – Programa de Apoyo a la Investigación 

Estudiantil- PAIE). El glutamato exógeno, un neurotransmisor excitatorio involucrado en 

el acoplamiento neurovascular (Hall y cols., 2014) y en funciones cognitivas disminuyó la 

captación de colorante por los pericitos salvajes por cierre de panexones hipocampales, 

efecto mediado por los receptores ionotrópicos AMPA/NMDA. Tratamientos (ex vivo; in 

vivo) con picrotoxina (PTX), un bloqueante de receptores GABAA, que provocan un 

aumento intenso de la actividad neuronal induciendo convulsiones en el animal, también 

inhibieron la interacción pericito-microentorno cerebral por cierre de panexones. En 

rodajas agudas de hipocampo, la inhibición inducida por PTX fue prevenida por el 

silenciamiento neuronal mediante tetrodotoxina (TTX), un bloqueante de los canales de 

sodio voltaje-sensibles, demostrando que la actividad neuronal modula los panexones 

pericitarios. Los efectos inhibitorios de AMPA/NMDA y de la PTX fueron prevenidos en 

los pericitos de ratones KO (Panx1-/-) (Tesis de maestría Juan Irigoyen, 2022). De manera 

importante, también encontramos que el incremento de calcio intracelular inducido por 

el ATP en cultivos primarios de pericitos cerebrales requiere de panexones funcionales y 

que los pericitos cerebrales median la liberación de ATP al medio extracelular (Mai- 

Morente, no publicado). 

 
En suma, los pericitos cerebrales expresan la Panx1 funcional en condiciones basales. La 

interacción pericito-fluido extracelular mediada por panexones funcionales, requiere de 

la secreción basal de ATP endógeno y de su efecto autócrino/parácrino sobre receptores 
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purinérgicos ionotrópicos P2X7 y metabotrópicos P2Y6 para activar panexones acoplados 

a estos receptores. Además, el neurotransmisor excitatorio glutamato y la actividad 

cerebral intensa provocan el cierre de los panexones pericitarios en el hipocampo. 
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12.  PREGUNTAS que BUSCA RESPONDER este PROYECTO 
 

 
A partir de nuestros hallazgos y de los antecedentes presentados nos preguntamos: 

 
¿Los pericitos cerebrales corticales expresan panexones funcionales en forma similar a lo 

observado en el hipocampo? En caso afirmativo, ¿Los pericitos cerebrales corticales 

responden a la experiencia y la actividad del entorno? ¿De qué manera la experiencia 

regula la funcionalidad de los pericitos cerebrales corticales? ¿Cuál/es es/son el/los 

rol/es de los panexones expresados en los pericitos en la red capilar cortical cerebral? 

 

 
2. Hipótesis del trabajo 

 

 
La experiencia modula la actividad neurovascular, en respuesta a los cambios del 

ambiente. La actividad pericitaria y su interacción con el medio extracelular cerebral se 

modifican conforme a los cambios de la entrada sensorial, en respuesta a variaciones de 

la demanda metabólica a nivel neuronal. 

 
3. Objetivos 

 
3. A. Objetivo general: Evidenciar si la entrada sensorial modula la expresión funcional 

de la panexina1 en los pericitos pericapilares de la corteza somato-sensorial. 

 
3.  B. Objetivos específicos: 

 

 
1. Identificar los pericitos corticales pericapilares en la microvasculatura cerebral 

en los barriles de la capa IV de la CxSS. 

 
2. Determinar si los pericitos corticales de la capa IV de la CxSS interactúan con el 

microentorno extracelular a través de canales de gran poro en el animal 

despierto en condiciones de comportamiento libre (in vivo). En caso afirmativo, 

determinaremos la naturaleza molecular de estos canales expresados en la 
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membrana pericitaria (panexones formados de Panx1 o conexones formados de 

Cx43). 

 
3. Determinar si los pericitos corticales de la capa IV de la CxSS interactúan con el 

microentorno extracelular a través de canales de gran poro en rodajas agudas 

cerebrales (ex vivo) en condiciones basales. En caso afirmativo, 

caracterizaremos si dicha interacción depende del estadio de desarrollo, y la 

naturaleza molecular de estos canales expresados en la membrana pericitaria 

(panexones formados de Panx1 o conexones formados de Cx43). 

 
4. Determinar si la experiencia, específicamente la deprivación sensorial unilateral, 

modula el intercambio molecular pericito-micro-entorno mediado por canales 

de gran poro (panexones). En caso afirmativo, caracterizaremos si dicha 

modulación depende (a) del estadio de desarrollo y (b) de la duración de la 

deprivación sensorial. 

 

4. Materiales y Métodos 

1. Animales 
 

 
Los procedimientos experimentales se desarrollaron de manera acorde a lo establecido 

por las guías de la NIH-National Institutes of Health guidelines para el uso y cuidado de 

animales de experimentación (NIH Publications No.8023, revised 1978), y por la 

regulación local [CDC Exp. 4332/99, Diario Oficial No.25467, Feb. 21/00, Universidad de 

la República, Uruguay] (Exp. Nº 070153-000758-19) cuya resolución transcribimos: 

“Tomar conocimiento de que la Comisión de Ética en el Uso de Animales (CEUA), aprobó 

el protocolo de experimentación con animales titulado: "Obtención de rodajas agudas 

de corteza somatosensorial" cuya investigadora responsable es la Dra. Verónica 

Abudara. 

 
Empleamos ratones (Mus musculus) salvajes o Wild Type (WT) y Knockout globales para 

la panexina1 (KO Panx1-/-) (Qu y cols., 2011) con una base C57BL/6, de ambos sexos y de 
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edades comprendidas entre (P06-P51). Los ratones WT (RRID: IMSR_JAX:000664) fueron 

provistos por Jackson Laboratory (Maine, USA). Los ratones KO Panx1-/- fueron obtenidos 

a partir de embriones heterocigotos donados por Genentech Corporation (Genetech 

Inc.; South San Francisco, CA 94080) y crio- recuperados y reproducidos hasta obtener 

una colonia knockout homocigota en la Unidad de Biología de Animales de Laboratorio 

del Instituto Pasteur de Montevideo - Uruguay (UBAL –IP). Los ratones fueron 

hospedados en condiciones controladas de temperatura y humedad, y sometidos a ciclos 

luz/oscuridad de 12 horas en la Unidad de Reactivos Biológicos para Experimentación, 

Facultad de Medicina (URBE) y alimentados ad Libitum. 

 
 

2. Deprivación sensorial unilateral para estudiar cambios en la comunicación de los 

pericitos en los barriles de la capa IV de la corteza somato-sensorial en roedores 

en un modelo de plasticidad dependiente de la experiencia (PDE) 

 
Se empleó la deprivación sensorial unilateral como modelo de PDE ya que es un sistema 

clásico y bien estudiado. En este sentido, se conoce la organización anatómica de dicho 

sistema que está representada somatotópicamente desde la vibrisa hasta la corteza 

somato-sensorial (Woolsey, 1978). La corteza somato-sensorial primaria (S1) es una 

estructura cerebral que presenta gran capacidad plástica tanto durante el desarrollo 

como en el animal adulto. A su vez, el gran número de investigaciones realizadas en este 

modelo, garantiza la fiabilidad de los resultados. En nuestros experimentos, empleamos 

dos grupos de ratones (controles y condicionados a PDE) a dos edades postnatales 

diferentes (P06 y P21). Iniciamos la deprivación en ratones de edad P06 debido a que a 

esta edad logramos identificar la capa IV de la CxSS, incluso luego de la deprivación 

sensorial (Rice y Van Der Loos, 1977). Además, en estas edades tempranas, se mantiene 

una importante expresión de panexina1 (Vogt y cols., 2005) y de la densidad vascular 

(Lacoste y cols., 2014). Optamos por realizar la deprivación en animales de edad P21 

para evaluar el cambio plástico a una edad juvenil-adulta, en la cual la expresión de 

panexina1 y la densidad vascular disminuyen para manterse estables en el adulto (Vogt 

y cols., 2005; Lacoste y cols., 2014). Para la elección del tiempo de deprivación nos 

basamos en protocolos de la bibliografía; optamos por 14 días para tomar el doble del 



32  

tiempo establecido en la mayoría de los protocolos (Whiteus y cols., 2014; Chau y cols., 

2014; Lacoste y cols., 2014; Watanabe y cols., 2011), debido a que el recorte de las 

vibrisas se podría entender como un modelo de deprivación menos sensible que la 

cauterización (Knudsen I., 2008). Elegimos deprivar mediante recorte de vibrisas y no 

cauterización, debido a que buscamos evitar el efecto de la anestesia en los panexones. 

 
Para generar la deprivación táctil sensorial unilateral, se suprimieron las vibrisas del lado 

derecho mediante su sección; en el caso del grupo de animales de edad P06, los ratones 

fueron apartados de sus madres únicamente durante el tiempo que duró el recorte de 

las vibrisas (30 segundos aproximadamente). A los ratones controles de este grupo, se 

los apartó de la madre por el mismo período que los ratones deprivados. La sección de 

vibrisas se realizó de forma diaria durante el tiempo de deprivación. La deprivación se 

mantuvo durante un período de 15 días para el grupo P06 y durante dos períodos para 

el grupo P21, uno por 15 días y otro durante 30 días. Los ratones controles de los grupos 

deprivados se mantuvieron en el mismo ambiente que a estos últimos durante el mismo 

período (15 o 30 días). Una vez finalizado el periodo de deprivación sensorial, se sacrifica 

al animal y se procede al estudio de los panexones pericitarios. 

 
3. Obtención de las rodajas agudas de corteza de cerebro de ratón 

 
Los animales se sacrificaron mediante dislocación cervical y luego se decapitaron. Una 

vez removido el cerebro, se colocó en recipiente conteniendo líquido cefalorraquídeo 

artificial (aCSF) frío (4 oC) equilibrado con carbógeno (O2 95% + CO2 5%). Los hemisferios 

cerebrales se separaron en (derecho e izquierdo) y se adhirieron a la plataforma de una 

cámara de sección para obtener rodajas coronales de cerebro que comprenden la 

corteza somato-sensorial. Los cortes (300 μm de espesor) se transfirieron a una cámara 

de almacenamiento donde reposaron sobre una malla de nylon, sumergidos en aCSF a 

temperatura ambiente (RT) durante un período de estabilización de 45 min antes de ser 

utilizados. La composición del aCSF fue (en mM): NaCl 134; KCl 2,8; NaHCO3 29; NaH2PO4 

1,1; glucosa 12; MgSO4 1,5; CaCl2 2.5. La solución de aCSF se equilibró con carbógeno 

(O2 95% + CO2 5%) (pH, 7.4). 
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4. Identificación de pericitos pericapilares en los barriles de la capa IV de la corteza 

somato-sensorial del ratón 

 
Para identificar los pericitos en la corteza somato-sensorial, se implementó la técnica de 

captación del marcador nuclear fluorescente TO-PRO-3 (Lacar y cols., 2012) previamente 

validada en el laboratorio para la identificación específica de pericitos cerebrales de 

murino (Mai-Morente y cols., 2021a; 2021b). El TO-PRO-3 (TO-PRO™-3 Iodide 642/661 

(ThermoFisher Scientific, Waltham, MA, USA; cat. no. T3605) es un fluoróforo que se 

intercala al ADN celular, con un espectro de excitación/emisión 642/661 nm en rojo 

lejano, que es captado selectivamente por los pericitos cerebrales vivos por un 

mecanismo de transporte activo lo que permite su fácil reconocimiento en rodajas de 

cerebro y en cerebro en condiciones in vivo (Mai-Morente y cols., 2021; Tong y cols., 

2021). Este marcador resiste la fijación con parafolmaldehido (PFA) por lo que, una vez 

captado por los pericitos vivos, permite la identificación de los mismos en rodajas 

cerebrales fijadas que han sido sometidas a procedimientos de inmunofluorescencia. En 

nuestros experimentos, incubamos las rodajas agudas cerebrales conteniendo la CxSS 

en líquido céfalo-raquídeo artificial (aCSF) equilibrado con carbógeno conteniendo TO- 

PRO-3 (1 μM; concentración final) por 20 minutos a temperatura ambiente y bajo 

protección de la luz. Los preparados fueron lavados por 15 minutos en aCSF con el fin de 

detener la captación y disminuir el fondo. Luego, las rodajas fueron fijadas en 

parafolmaldehido-PFA al 4% en PBS por 40 minutos. Posteriormente se prosiguió a 

realizar tres lavados con PBS por 15 minutos cada uno, en flotación libre y agitación. 

Finalmente, las rodajas fijadas se montaron en glicerol y se visualizaron con microscopio 

confocal (Leica TBCS). 
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Anticuerpo 

Primario 

Dilución Marcador Laboratorio 

Anti-Rabbit 

NeuN 

1:200 Neuronal Abcam 

ab177487 

Anti-Rabbit 

Panexina1 

1:40 Panexina1 Sigma-Aldrich 

#HPA016930 

 
5. Histoquímica para la citocromo-C-oxidasa 

 
 

Para evaluar la actividad metabólica neuronal, se empleó la técnica histoquímica de la 

citocromo-C-oxidasa que ha sido clásicamente utilizada como marcador del 

metabolismo celular (Johnson y cols, 1993). La citocromo-C-oxidasa es una 

hemoproteina de unos 13,0 KDa, localizada en membrana interna de la mitocondria. Esta 

proteína, gracias al grupo “hemo” conforma el transporte de electrones desde el 

complejo III al IV de la cadena respiratoria. Mediante esta técnica se identificaron los 

barriles en la capa IV de la CxSS, que aparecen como estructuras visiblemente más 

oscuras (por oxidación de la 3,3’ diaminobenzidina como se explica más adelante) donde 

se concentran cuerpos neuronales (tercer relevo sensorial que recibe información desde 

el tálamo) separadas entre sí por áreas más claras denominadas septos. 

 
Una vez fijadas con parafolmadehído (PAF) (4%; 45 min) en flotación libre, y lavadas con 

solución de buffer fosfato (PBS) (5 x 10 min), las rodajas se incubaron en solución de 

citocromo-C-oxidasa a 37oC por 90 minutos. 

La composición de la solución de citocromo-C-oxidasa fue: 3,3’ diaminobenzidina (DAB), 

0,6 mg; citocromo-C-oxidasa, 0,3 mg y sucrosa, 50 mg disueltos en 1000 µl de PBS. 

Posteriormente la solución se filtró para evitar los precipitados. Una vez oxidado el DAB, 

se obtiene como producto una coloración marrón en el tejido (Anderson y cols., 1974) 

lo cual se corresponde con la actividad mitocondrial. 
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6. Identificación de la microvasculatura cerebral cortical 

 
 

Para identificar la microvasculatura cerebral cortical se utilizaron marcadores 

fluorescentes: la isolectina B4 (ISOB4) conjugada a un fluocromo de fluoresceína o FITC 

(FITC-ISOB4), la tomato lectina conjugada a DyLight 488 y un dextrano de alto peso 

molecular conjugado a FITC (FITC-Dextran-70S). 

 
El dextrano 70S es un polisacárido que conjugado a un fluoróforo (FITC) permite la 

identificación de la vasculatura cuando se lo inyecta en el sistema cardiovascular pues 

su gran tamaño impide su fuga a través de las membranas de los vasos sanos. Los ratones 

fueron anestesiados por inhalación (isoflurano 4%-5%) en la cámara de un equipo 

(VETEQUIP impac 6), luego de lo cual se les inyectó FITC-Dextrano (PM 70 kDa; 2 mg 

disueltos en 100 μL de suero fisiológico) por vía retro-orbital en el plexo venoso del 

espacio retro-bulbar del ojo (Yardeni y cols., 2011) mediante una aguja de jeringa de 

insulina. Luego de la inyección, se esperaron 20 minutos y el cerebro del ratón fue 

removido para la obtención de las rodajas agudas de CxSS. 

Figura 6 – Estructura química de la 
citocromo – C –oxidasa (Tomado de 
Anderson y cols., 1974). 
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En otro grupo de experimentos, se utilizó la FITC-ISOB4 o la tomato de lectina conjugada 

a DyLight488 en rodajas cerebrales agudas y fijadas conteniendo la CxSS. En forma 

similar a la tomato lectina, la ISOB4 se fija específicamente a residuos de α-D-galactosa 

en las membranas basales de las células endoteliales y de los pericitos (Laitinen, 1987; 

Peters y Goldstein, 1979; Mishra y cols., 2014) permitiendo su utilización para la 

identificación de dichas células. Las rodajas cerebrales agudas (300 µm) se incubaron en 

aCSF equilibrado con carbógeno conteniendo tomato de lectina-DyLight488 o FITC- 

ISOB4 (5 μg/ml; 15 min) protegidas de la luz y en agitación. Luego, las rodajas se fijaron 

con PAF (4% en flotación libre), se lavaron con PBS (3 x 10 min) y se montaron en glicerol 

previo a la obtención de imágenes en el microscopio confocal. En otra serie de 

experimentos, cortes (60 µm) fijados conteniendo la CxSS se lavaron con PBS (3 x 10 

min), y se incubaron en flotación libre en PBS conteniendo ISOB4-FITC (5 μg/ml; 24 h) en 

agitación suave a temperatura ambiente. A las 24 horas post-incubación, las secciones 

se lavaron con PBS (3 x 10 min) y se montaron en glicerol para ser visualizadas en el 

microscopio confocal. 

 
 

7. Estudio de la actividad de los canales de gran poro en la membrana celular de los 

pericitos corticales de la capa IV de la corteza somato-sensorial 

 
Técnica de captación de bromuro de etidio (BrEtd) 

 

 
Para estudiar la permeabilidad de los pericitos corticales mediada por canales de 

membrana de gran poro (que permiten el intercambio de iones y moléculas de hasta 1 

kDa entre el citoplasma y el medio extracelular), se implementó la técnica de captación 

de bromuro de etidio (BrEtd, 394.3 PM) que se utiliza como un trazador de canales de 

membrana tales como conexones y panexones (Rackauskas y cols., 2007; Contreras y 

cols., 2003). 

 
Una vez internalizado en las células, el BrEtd se intercala de forma irreversible al ADN y 

al ARN y una vez fijado a los ácidos nucleicos queda retenido en la célula y fluoresce 
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(excitación/emisión 557/572 nm). Así, la intensidad de la fluorescencia para el BrEtd será 

directamente proporcional al número de canales abiertos en la membrana permeables 

a dicho colorante (Giaume y cols., 2014). La actividad de los panexones en los pericitos 

de los barriles de la capa IV de la CxSS se comprobó tanto en el animal despierto en 

condiciones de comportamiento libre (in vivo) como en rodajas agudas de corteza (ex 

vivo). 

 
Para evaluar la actividad de los panexones en los pericitos corticales en el ratón 

despierto (in vivo), se administró BrEtd (2 mg/kg disuelto en PBS) por vía intraperitoneal 

y se esperaron 40 minutos durante los cuales el animal permaneció en su jaula en 

condición de comportamiento libre. Luego se procedió al sacrificio del animal, a la 

disección de los hemisferios cerebrales, a la obtención de rodajas agudas de CxSS y al 

proceso de incorporación de TO-PRO-3 en las rodajas cerebrales para identificar los 

pericitos de ambas hemicortezas, derecha e izquierda. De esta forma se pudieron 

comparar ambas hemicortezas del mismo animal al cual se le inyectó una única dosis del 

trazador. Las rodajas agudas corticales se fijaron por inmersión con PAF (4%; 40 min), 

luego se lavaron (PBS; 3 x 10 min) y se montaron en glicerol para su análisis posterior. 

 
Para comprobar la actividad de canales gran poro en pericitos en rodajas agudas 

corticales, se realizaron los experimentos en condiciones ex vivo. Luego de obtenidas y 

estabilizadas las rodajas agudas de CxSS (incluyendo los barriles de la capa IV), las 

mismas se incubaron a temperatura ambiente en aCSF equilibrado con carbógeno 

conteniendo BrEtd (10 µM; 20 min). Posteriormente, las rodajas se lavaron en aCSF (15 

min) para detener la captación del colorante y disminuir el fondo y se fijaron en PAF (4% 

en PBS, 40 min en agitación suave). Finalmente, las rodajas fijadas se lavaron en PBS (2 

x 10 min), se incubaron en PBS-T con DAPI (1 μM; 15 min), se lavaron (PBS; 10 min) y se 

montaron en glicerol sobre portaobjetos, para ser visualizadas mediante microscopía 

confocal. Para confirmar que la permeabilidad de la membrana pericitaria de los 

pericitos de la capa IV de la CxSS está mediada por canales formados de panexina1 en 

forma similar a lo reportado previamente para los pericitos del hipocampo (tesis 

doctoral Dra Sandra Mai-Morente) se implementaron dos estrategias. Por un lado, 

mediante técnicas farmacológicas se bloquearon los panexones utilizando el péptido 
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mimético 10Panx1 (150 μM) durante el registro de la captación de colorante EtdBr en 

rodajas cerebrales agudas (ex vivo). El péptido mimético 10Panx1 interactúa con los loops 

extracelulares de las panexinas inhibiéndolas (Evans y cols., 2006). Adicionalmente, para 

comprobar la participación de la panexina1 se utilizaron ratones knock-out globales para 

la panexina 1 (Panx1-/-) en los cuales la expresión de la Panx1 está suprimida en todos 

los tipos celulares. El procedimiento para la realización de la captación de colorante en 

los ratones Panx1-/- en condiciones in vivo fue la misma que en ratones salvajes. 

Posteriormente, se analizó la captación de colorante EtdBr en los pericitos de la capa IV 

de la CxSS en ratones salvajes y Panx1-/- y se compararon entre sí. 

 
8. Adquisición de imágenes 

 
Las imágenes fueron adquiridas utilizando microscopía confocal utilizando un objetivo 

de aire (20x) y un zoom (0.5x). Se utilizaron los microscopios confocales del Instituto 

Pasteur de Montevideo (Zeiss, modelo Axio Observer Z1, LSM 800) y de la Unidad de 

Microscopía de la Facultad de Medicina-UdelaR (Leica, modelo DMI6000, TCS-SP5). Los 

filtros y los láseres empleados fueron los apropiados para el DAPI (excitación/emisión 

358/461 nm), la fluoresceína (excitación/emisión 488/515 nm), el BrEtd (AF546) 

(excitación/emisión 528/598 nm) y el TO-PRO-3 (AF 633) (excitación/emisión 642/661 

nm). Para visualizar los barriles en la capa IV de la CSS se empleó microscopía diferencial 

de contraste de interferencia (DIC). Se establecieron configuraciones de microscopio y 

de la cámara para permitir mediciones dentro del rango dinámico de las intensidades de 

fluorescencia. Los parámetros deadquisición (ganacia, offset) permanecieron iguales en 

aquellos experimentos en los que se debieron realizar comparaciones. 

 
 

Para la cuantificación de la fluorescencia del bromuro de etidio se empleó el software 

Fiji (ImageJ). Para ello, inicialmente se identificaron los pericitos marcados con TO-PRO- 

3 en el canal correspondiente a este fluoróforo, se seleccionó de forma manual la región 

de interés (ROI) y se midió la intensidad media de fluorescencia en el canal 

correspondiente al BrEtd. Las intensidades de BrEtd se evaluaron como la diferencia (F- 

F0) entre la fluorescencia (F) de los pericitos y la fluorescencia de fondo (F0) medida en 
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el mismo campo donde no se detectaron células marcadas. Se seleccionaron al menos 

tres campos en cada rodaja. 

 

 
9. Análisis estadístico 

 
 

Los valores se representaron como la media ± error estándar (Media ± SEM). El análisis 

de la distribución fue realizado previamente a la aplicación del test estadístico, usando 

GraphPad Prism 7. Aquellos casos que no pasaron el test de normalidad (KS), fueron 

analizados mediante los tests no paramétricos de Mann-Whitney y Kruskal-Wallis 

seguido de post-test. En todos los experimentos, el nivel de significancia fue de p < 0.05. 

El número de células analizadas en cada grupo experimental se basó en los reportes de 

captación de colorante, y requirió de 3-4 rodajas por condición por animal, y un mínimo 

de tres ratones por condición (Abudara y cols., 2015; Garré y cols., 2010). Los gráficos 

fueron realizados con el programa GraphPd Prism 7; las figuras fueron diseñadas con los 

programas Adobe Photoshop CS6 13.0 × 64 y Adobe Illustrator CS6 16.0.0. 
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5. Resultados 
 

 
1. Identificación de los pericitos pericapilares y de la red microvascular en la capa 

IV de la corteza somato-sensorial (CxSS) del ratón 

 
A) Identificación de la capa IV de la corteza somato-sensorial del ratón 

 
 

En primer lugar, identificamos los barriles de la capa IV de la corteza somato-sensorial 

(CxSS) mediante la técnica de la citocromo-C-oxidasa o mediante visualización por 

microscopía de contraste de interferencia diferencial (DIC) (Figuras 6 y 7). Como se 

explicó anteriormente, la citocromo-C-oxidasa es una técnica histoquímica en la cual la 

diaminobencidina se oxida por la citocromo-C-oxidasa, lo que produce un cambio de 

color en el tejido (marrón al observarse en campo claro), resultante de la actividad 

mitocondrial. Por lo tanto, la intensidad de la coloración por oxidación varía según la 

actividad mitocondrial neuronal: a mayor intensidad de color, mayor actividad 

mitocondrial, lo que corresponde a una mayor actividad celular. Esta técnica permite 

visualizar la corteza somatosensorial debido a su distribución neuronal en forma de 

barriles, como se muestra en la figura 7, y facilita la identificación de la capa IV, donde 

ocurre el cuarto relevo de la vía sensorial. 

 

 

Figura 7 Capa IV de la corteza somato-sensorial. A la izquierda se representa una sección coronal de 
encéfalo del ratón en la cual se ha seleccionado la CxSS (recuadro amarillo). A derecha, se muestra una 
imagen de la capa IV de la CxSS identificada mediante la técnica histoquímica citocromo-C-oxidasa en la 
cual se aprecian los barriles (oscuros) separados por los septum (claros). Obsérvese que a menor 
luminosidad (negro) mayor es la reacción, lo que representa mayor la actividad mitocontrial, por lo tanto, 
mayor actividad metabólica en la célula. 
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A) Identificación de los pericitos pericapilares en la corteza somato-sensorial del 

ratón 

 
En segunda instancia identificamos los pericitos pericapilares corticales en la capa IV de 

la corteza somato-sensorial de ratones (P06-P30) (Fig. 8), mediante el marcador 

fluorescente TO-PRO-3TM Iodide 642/661. El procedimiento para la marcación con TO- 

PRO-3 en rodajas agudas corticales se ilustra en la Figura 8. Una descripción detallada 

del procedimiento empleado para identificar los pericitos pericapilares con el marcador 

TO-PRO-3 en rodajas agudas cerebrales fue recientemente reportado (Mai-Morente y 

cols., 2021b). Este fluoróforo es selectivamente captado por estas células murales vivas 

en condiciones ex vivo (rodajas agudas) (Mai-Morente y col, 2021a; 2021b) y en el animal 

in vivo (Tong y col, 2021). En aquellos trabajos que abordan la caracterización y la 

identificación de pericitos cerebrales publicados por el laboratorio, contribuyo en 

calidad de co-autora (Mai-Morente y cols., 2021a; 2021b). 

La marcación de pericitos pericapilares en rodajas agudas de corteza cerebral con TO- 

PRO-3 es una forma robusta de identificar pericitos corticales. El trazador es incorporado 

en los cuerpos y los procesos celulares (Fig. 8). Las células identificadas con este 

fluoróforo muestran una morfología similar a los pericitos; los somas fusiformes originan 

prolongaciones que se extienden varios micrómetros más allá de los cuerpos celulares. 

La marcación con TO-PRO-3 fue notablemente mayor a la fluorescencia del fondo, 

definido como el área del campo desprovisto de células marcadas, presentando así una 

buena relación señal/ruido. La identificación de los pericitos corticales mediante TO- 

PRO-3 se evidencia desde etapas tempranas del desarrollo (P06-P14) hasta la edad 

adulta en ratones (P80-90) (Mai-Morente y cols., 2021a). En rodajas de hipocampo, las 

células TO-PRO-3-positivas fueron marcadas con antígenos empleados para detectar 

pericitos, tales como el antígeno neural/glia 2 proteoglicano (NG2) y el receptor del 

factor de crecimiento derivado de plaquetas (PDGFRβ), y con el trazador fluorescente 

NeuroTrace 500/525 que es selectivamente captado por pericitos vivos (Damisah y cols., 

2017). Estos hallazgos demuestran de manera concluyente que las células positivas para 

TO-PRO-3 corresponden a pericitos (Mai-Morente y cols., 2021a). 
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Figura 8. Identificación de pericitos en la corteza somato-sensorial del ratón. (A) El esquema ilustra el diseño 
experimental empleado para evidenciar la captación del marcador fluorescente TO-PRO-3 en rodajas agudas de cerebro 
(ver Materiales y Métodos). (B) El dibujo superior izquierdo ilustra un corte de cerebro coronal que incluye la CxSS 
(recuadro amarillo). (a – a´´) Microfotografías fluorescentes de un mismo campo muestran somas de pericitos teñidos con 
TO-PRO-3 (verde brillante) en diferentes capas de la CxSS de un ratón (P06). En la foto DIC (a) los barriles de la capa IV se 
delinearon (líneas blancas punteadas) para facilitar su visualización. La imagen fluorescente TO-PRO-3 (a´) se superpuso a 
la imagen DIC (a) en (a´´). (b – b´´) Microfotografías fluorescentes de un mismo campo a bajo aumento ilustran pericitos 
marcados con TO-PRO-3 en diferentes capas de la CxSS de un ratón (P25). En la imagen DIC (b) se distinguen los barriles 
de la capa IV. La imagen fluorescente TOPRO-3 (b´) se superpuso a la imagen DIC (b) en (b´´); el área dentro del cuadro 
blanco fue ampliado (b´´´). (c – c´´) Las microfotografías de un mismo campo a gran aumento muestran pericitos corticales 
fluorescentes marcados con TO-PRO-3 (c´). La superposición de la imagen en DIC (c) evidencia pericitos en los barriles de 
la capa IV de la CxSS (c´´) de un ratón P25. (d – d´´) Las microfotografías de un mismo campo a gran aumento muestran 
pericitos corticales identificados con TO-PRO-3 (d´) donde se observan pericitos con su típica forma ahusada y sus 
prolongaciones. La foto en DIC (d) se fusionó con la imagen fluorescente (d´) y se muestra en (d´´). El área dentro del 
cuadro rojo en (d´) se amplió (d´´´). En (d´-d´´´), el pericito indicado por la punta de la flecha blanca está confinado dentro 
de un barril mientras que el indicado por la punta de la flecha roja se localiza en el tabique o septum. Cada imagen es 
representativa de la CxSS de 20 ratones. 



43  

B) Identificación de la vasculatura cerebral en la corteza somato-sensorial 
 

 
Como mencionamos previamente, la vasculatura cerebral cortical fue identificada 

mediante administración intravenosa de FITC-Dextrano previamente a la obtención de 

las rodajas cerebrales y por tinción con lectinas unidas a fluoróforos (ISOB4 o tomato de 

lectina) en rodajas agudas o fijadas como se aprecia en las Figuras 9 y 10. Los pericitos 

corticales TO-PRO-3 positivos se localizaron típicamente en la pared externa de los 

pequeños vasos específicamente adyacentes a los vasos de pequeño calibre compatibles 

con capilares (Figs. 8). En las Figuras 9 y 10 se visualiza la íntima relación entre los 

pericitos y los vasos de pequeño calibre compatibles con capilares. 

 

 

Figura 9 – Identificación de la 
microvasculatura en la CxSS. 
Se identifican los vasos de 
pequeño calibre (diámetro 
menor a 10 µm), mediante 
tomato 
evidencian 

de lectina. Se 
pericitos 

identificados con TO-PRO-3 
adyacentes a la 
microvasculatura cortical. 
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Los pericitos pericapilares de la corteza somato-sensorial del ratón expresan la Panexina1. 
Canales de gran poro formados por Panx1 (panexones) permiten un intercambio molecular con 
el micro-entorno cerebral en condiciones basales ex vivo e in vivo. 

 
 

Figura 10 - Los pericitos de la CxSS se adosan a la microvasculatura cerebral, formando parte de la unidad 
neurogliovascular. (A) El esquema ilustra el diseño experimental para la identificación de la microvasculatura 
con FITC-Dextrano y de pericitos con TO-PRO-3 en rodajas agudas de cerebro. (B) Izquierda: Microfotografía 
fluorescente configurada a partir de cuatros campos, donde se evidencian pericitos identificados con TO-PRO- 
3 (amarillo) adyacentes a la microvasculatura identificada con FITC-Dextrano (rojo) en la CxSS. La cabeza de 
flecha señala una arteriola penetrante cortical. Derecha: misma imagen que a izquierda en fluorescencia 
inversa permite mejor visualización de la vasculatura (rojo) y de los pericitos (verde). (C) La foto superior 
izquierda en DIC muestra la capa IV de la CxSS de la cual se obtuvieron las fotos de un mismo campo a mayor 
aumento (a – a´+b´). Los pericitos se identifican con el fluoróforo TO-PRO-3 (a y a´), la vasculatura se evidencia 
con FITC-Dextrano (b y b´), y los barriles con DIC. La fusión de las imágenes fluorescentes (a´) y (b´) en (a´+b´) 
permite evidenciar como los pericitos pericapilares delinean la microvasculatura. En (a´+b´) se ha amplificado 
un sector del campo (recuadro blanco) para visualizar la estrecha relación de los pericitos con los vasos. El 
campo en DIC se superpuso a las imágenes fluorescentes a´, b´ y a´+b´ en respectivamente a, b y a+b. Se 
observan los vasos de mayor calibre penetrando de forma perpendicular a los barriles. Cada imagen es 
representativa de la CxSS de 4 ratones. 
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2. Los pericitos pericapilares de la corteza somato-sensorial del ratón se 

inmunomarcan para Panx1 

 
En rodajas corticales fijadas, tanto los pericitos pericapilares como la red vascular se 

identificaron mediante tomato de lectina conjugada a DyLight 488; este procedimiento 

permitió visualizar el soma de un pericito con su típica forma ahusada sobresaliendo 

desde un capilar cerebral (Fig. 11, en color lila). Mediante inmunofluorescencia 

detectamos la proteína Panx1 (verde) en la membrana celular de los pericitos (cabezas 

de flecha en la Fig. 11, a´y b´); nótese también su marca a lo largo de capilares y en 

células cerebrales que probablemente correspondan a neuronas las cuales presentan un 

elevado nivel de expresión de Panx1 (Bruzzone y cols., 2003). 

 

Figura 11 – Inmunomarcado 
representativo para la panexina1 en 
pericitos y capilares corticales teñidos 
con Tomato de Lectina. (a, a´) 
Imágenes fluorescentes de un mismo 
campo de la CxSS ilustran un pericito 
adosado al eje longitudinal de un 
capilar y la detección de 
inmunofluorescencia para la Panx1 en 
su membrana (cabeza de flecha en a´). 
(b – b´´) Imágenes fluorescentes de un 
mismo campo de la CxSS muestran un 
pericito ubicado en la bifurcación de un 
capilar y la detección de 
inmunofluorescencia para la Panx1 en 
su membrana. En b se ilustra un 
pericito en la bifurcación de un capilar 
(violeta), en b´ se muestran la 
distribución de Panx1 (verde) en la 
membrana celular del pericito (cabezas 
de flecha) y los núcleos celulares 
marcados con DAPI y en b´´ se ilustra la 
superposición de las imágenes previas 
b y b´. Estas imágenes son 
representativas de 4 ratones. 
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3. Los pericitos pericapilares de la corteza somato-sensorial interactúan con el 

fluido cerebral circundante a través de una vía mediada por la panexina1 

 
(b.1) La panexina1 regula el intercambio entre los pericitos pericapilares de la capa IV de 

la CxSS y el fluido cerebral circundante en el animal despierto en condiciones de 

comportamiento libre (in vivo) 

 
Mediante la técnica de captación de bromuro de etidio “in vivo”, determinamos los 

niveles de captación del colorante por los pericitos pericapilares en los barriles de la capa 

IV de la CxSS en ratones (P21-P30) no deprivados despiertos en condiciones de 

comportamiento libre de tipo (a) salvajes o wild-type (WT) y (b) knockout globales para 

la Panexina1 (Panx1-/-). En el esquema de la Figura 12 (A) se describen las etapas 

experimentales para evidenciar la actividad de panexones pericitarios en condiciones in 

vivo. En primera instancia, administramos el colorante bromuro de etidio por vía 

intraperitoneal (200 mg/kg ip) a los ratones, los cuales fueron luego colocados en sus 

jaulas tras la inyección. Después de transcurridos 40 minutos, se procedió al sacrificio 

del animal y se obtuvieron las rodajas corticales que incluyen pericitos que han 

incorporado el colorante bromuro de etidio. La intensidad de fluorescencia del colorante 

captado por los pericitos dependerá del número de canales de gran poro abiertos en su 

membrana en el animal despierto en dichas condiciones de comportamiento libre. Las 

rodajas agudas pre-cargadas con bromuro de etidio, se incuban en aCSF conteniendo el 

fluoróforo TO-PRO-3 para marcar los pericitos cerebrales como ya fue descrito (Mai- 

Morente y cols., 2021a; 2021b). Considerando que el bromuro de etidio es un colorante 

intercalante que se fija en forma irreversible a los ácidos nucleicos intracelulares, una 

vez que ingresa al pericito ya no sale del mismo y por lo tanto, descartamos que los 

pericitos presenten fuga de colorante durante la obtención y la manipulación de las 

rodajas cerebrales. En estas condiciones experimentales, los pericitos cerebrales 

corticales de los ratones KO Panx1-/-, mostraron una disminución significativa de la 

captación del fluoróforo de un 68 % respecto a los pericitos del ratón WT (Figura 12, B y 

C). Los valores de fluorescencia obtenidos fueron (en unidades arbitrarias o AU; Media 

± S.E.M.): [WT: 8785 ± 645 AU, 59 pericitos, 3 ratones; KO Panx1-/-: 2815 ± 148 AU, 137 

pericitos, 3 ratones; p < 0.0001; Mann-Whitney test]. El área de los barriles de la CxSS 
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de los animales WT y KO Panx1-/- fue calculado para descartar diferencias entre ambas 

cepas. Efectivamente, no observamos diferencias significativas entre las áreas de los 

barriles de dichas cepas [WT: 16185 ± 1817 μm2 (Media ± S.E.M.) 24 barriles, 5 ratones; 

KO Panx1-/-, 16598 ± 1739 μm2 (Media ± S.E.M.) 23 barriles, 5 ratones; ns, unpaired-t 

test] (Figura 11, C). 

 

 

Figura 12 - Los pericitos se comunican con el medio extracelular mediante canales de panexina1 en el animal 
despierto (in vivo) en condiciones de comportamiento libre. (A) El esquema ilustra el diseño experimental de la 
captación de bromuro de etidio (BrEtd) in vivo (200 mg/kg ip; 40 min). El ratón permanece en condición de 
comportamiento libre durante 40 minutos, es sacrificado mediante dislocación cervical, luego se obtienen rodajas 
conteniendo la CxSS, las cuales se incuban en aCSF con TO-PRO-3. (B) Las microfotografías ilustran la captación de 
BrEtd por los pericitos corticales de animales WT y knockout para la panexina 1. Las fotografías izquierdas ilustran 
la capa IV de la CxSS visualizada mediante DIC para los ratones WT y KO Panx1-/-; nótense los barriles separados 
por los septums en dicha capa IV. En las imágenes fluorescentes se identifican los pericitos mediante el fluoróforo 
TO-PRO-3 (pericyte; verde) en la capa IV y la captación de BrEtd por los pericitos de la CxSS (Etd+; rojo). Nótese la 
disminución significativa en la captación de BrEtd por los pericitos de los ratones KO Panx1-/- en comparación a 
los pericitos de los ratones WT. En las fotografías de la última columna se superpusieron las imágenes 
fluorescentes anteriores (merge; donde los pericitos captantes aparecen en amarillo). (C) El gráfico superior 
muestra el área en (Um2) de los “barriles” en ratones WT y KO Panx1-/- evidenciando ausencia de diferencia 
significativa a nivel morfológico en esta región (ns; unpaired t-test). El gráfico de barras representa en unidades 
arbitrarias (AU) la captación de BrEtd en pericitos de ratones WT y KO Panx1-/- de los experimentos mostrados en 
B. Se evidencia la disminución significativa de la captación de BrEtd en animales KO Panx1-/- respecto al WT (p < 
0.0001; Mann-Whitney test). 
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(b.2) Los pericitos pericapilares de la capa IV de la CxSS interactúan con el fluido 

cerebral circundante en rodajas agudas cerebrales por una vía mediada por la 

panexina1 (condiciones ex vivo) 

 
 

Mediante la técnica de captación de bromuro de etidio (10 μM; 20 min) “ex vivo” en 

rodajas agudas cerebrales conteniendo la CxSS de ratones salvajes no deprivados (P21- 

P30) determinamos los niveles de captación del colorante por los pericitos pericapilares 

en condiciones control y en presencia de un bloqueante específico para la panexina1, el 

péptido mimético 10Panx1 (150 μM) (Figura 13) el cual interactúa con los loops 

extracelulares de las panexinas inhibiéndolas (Evans y cols., 2006). El tratamiento de las 

rodajas de la CxSS con 10Panx1 disminuyó en un 51 % la captación del bromuro de etidio 

(Media ± S.E.M.) por parte de los pericitos respecto al control [control, 15476 ± 1634 

(AU); 34 pericitos, 3 ratones; 10Panx1, 7629 ± 603 (AU), 85 pericitos, 3 ratones; p < 0.001, 

Mann-Whitney test]. 

 

 

Figura 13- La captación de bromuro de etidio por los pericitos de la CxSS está mediada por canales 

de panexina1 (Panx1). (A) Se muestra un esquema del procedimiento experimental que ilustra la 

incubación de los cortes de CxSS con Etd+ junto con bloqueantes específicos para la Panx1. (B) Se 

representa gráficamente la captación de Etd+ en unidades arbitrarias (AU) para el grupo control y en 

presencia del 10Panx1, bloqueante específico de la Panx1. Se evidencia una disminución significativa 

de la captación del colorante, por parte de los pericitos, en presencia del bloqueante. 
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En suma, tanto las aproximaciones experimentales in vivo (ratones despiertos en 

condición de comportamiento libre) que emplean herramientas genéticas (ratones que 

tienen suprimida la panexina1) como los experimentos realizados en condiciones ex vivo 

(en rodajas agudas de CxSS) que emplean herramientas farmacológicas (bloqueante 

específico de la panexina1) indican que los pericitos pericapilares de la CxSS de ratones 

capturan bromuro de etidio por una vía mediada por la panexina1; estos resultados 

evidencian la existencia de un intercambio molecular entre el pericito y el fluido cerebral 

extracelular en condiciones basales mediado por dicha proteína. Los pericitos de los 

ratones KO Panx1-/- presentaron cierto nivel de fluorescencia basal; en forma 

concordante, los pericitos tratados con el péptido mimético 10Panx1 también mostraron 

una captación basal residual. Esto podría indicar una captación inespecífica o la 

presencia de otros canales de gran poro expresados en la membrana de los pericitos 

permeables al bromuro de etidio o de transportadores que mediaran el ingreso de este 

colorante al interior celular. 
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4. La entrada sensorial remodela la comunicación de los pericitos con el exterior 

mediada por la Panx1 en la CxSS 

 
Como vimos anteriormente, nuestros hallazgos sugieren que los panexones de los 

pericitos pericapilares de la capa IV de la CxSS se encuentran activos en condiciones 

basales permitiendo el intercambio con el microentorno cerebral tanto en el animal in 

vivo como en rodajas agudas cerebrales ex vivo. Considerando que la experiencia 

remodela los circuitos y las interacciones neuro-glio-vasculares, y que la actividad 

cerebral modula las propiedades y el estado funcional de los pericitos pericapilares, nos 

preguntamos si la comunicación mediada por la panexina1 en los pericitos de la CxSS 

presenta plasticidad dependiente de la experiencia. Para responder esta pregunta, 

inducimos una deprivación sensorial mediante remoción unilateral de vibrisas en 

ratones WT y KO Panx1-/- por 15 días. Los pasos experimentales principales se ilustran 

en el esquema de la Figura 14 (A). La deprivación comienza en el sexto día post-natal 

(ratones P06) cuando se remueven diariamente todas las vibrisas de forma unilateral 

(lado derecho). En la Figura 14 (B) se muestran los resultados de estos experimentos. La 

captación de colorante por los pericitos de los barriles de la capa IV en el ratón WT 

control no-deprivado, no presentó diferencias significativas entre ambas hemi-cortezas 

somato-sensoriales (izquierda y derecha) en condiciones control (Figura 14, Bc). Sin 

embargo, de manera interesante, la deprivación sensorial unilateral indujo en el ratón 

WT deprivado (a) una disminución de un 32.9 % en la interacción de los pericitos con el 

microentorno mediada por canales de gran poro en la hemicorteza contralateral 

compensatoria derecha en comparación con los pericitos de la HCxSS derecha del grupo 

control, y (b) un incremento de un 78.2 % en la interacción mediada por canales de gran 

poro de los pericitos con el fluido extracelular en los barriles de la hemicorteza somato- 

sensorial deprivada izquierda en comparación con los pericitos de la HCxSS izquierda del 

grupo control (Figura 14, Ba-c). Los valores de captación de colorante (Media ± S.E.M.) 

en unidades arbitrarias (AU) de los grupos mencionados anteriormente fueron: grupo 

control no deprivado: HCxSS derecha (RHCx) 15354 ± 938 (AU) (123 pericitos, 4 ratones); 

HCxSS izquierda (LHCx) 14430 ± 814 (AU) (154 pericitos, 4 ratones); grupo deprivado: 
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HCxSS derecha compensatoria (RHCx) 10299 ± 605 (AU) (138 pericitos, 4 ratones); HCxSS 

izquierda deprivada (LHCx) 25709 ± 1068 (AU) (142 pericitos, 4 ratones); ns, no 

significativo, *** p < 0.001 (Kruskal-Wallis test seguido de post-test, entre los grupos 

indicados por las barras horizontales. Para determinar si los cambios en el intercambio 

entre los pericitos y su microentorno inducidos por la disrupción sensorial están 

mediados por la modulación de la actividad de panexones, repetimos estos 

experimentos en ratones KO Panx1-/-. Los resultados obtenidos y su comparación con los 

datos previos encontrados en ratones WT se representan como índice de captación 

Izquiera/Derecha en el gráfico “d” de la Figura 14. Definimos este índice de captación 

como el cociente entre la captación de los pericitos de la HCxSS izquierda sobre la media 

de captación de los pericitos de la HCxSS derecha. Para el grupo de ratones WT controles 

no deprivados, este índice fue cercano a 1 pues no obtuvimos diferencias significativas 

entre las medias de captación de los pericitos de ambas HCxSS encontrándose un valor 

(Media ± S.E.M.) de 0.94 ± 0.05 (154 pericitos, 4 ratones). En cambio, para el grupo de 

ratones WT deprivados, el índice de captación fue de 2.5 ± 0.10 (142 pericitos, 4 ratones) 

ya que los pericitos de la HCxSS izquierda o deprivada aumentaron su captación mientras 

que los pericitos de la HCxSS derecha no deprivada o compensatoria la disminuyeron 

como vimos en el gráfico “c” de la Figura 14. El grupo control de ratones KO Panx1-/- (no 

deprivado), no presentó un índice de captación Izquierda/Derecha significativamente 

diferente al de los ratones WT, 1.06 ± 0.07 (88 pericitos, 4 ratones) (Figura 14, gráfico d) 

indicando que los pericitos de ambas HCxSS derecha e izquierda muestran una captación 

similar. A diferencia del grupo de ratones WT deprivados, en el caso de los pericitos de 

ratones KO Panx1-/- deprivados, el índice de captación Izquierda/Derecha también fue 

cercano a la unidad, a saber, 1.07 ± 0.05 (156 pericitos, 4 ratones) (Figura 13, gráfico d); 

ns, no significativo, *** p < 0.001 (Kruskal-Wallis test seguido de post-test, entre los 

grupos indicados por las barras horizontales. Este hallazgo indica que los pericitos de los 

ratones KO Panx1-/- deprivados de las HCxSS derecha o compensatoria y la izquierda o 

deprivada captaron en forma similar y no mostraron regulación por la disrupción de la 

entrada sensorial, lo cual es compatible con la idea de que la experiencia modula el 

intercambio de los pericitos por una vía mediada por la panexina1 en los ratones salvajes 

o WT. 



52  

 



53  

 

En conjunto, los resultados obtenidos durante la deprivación sensorial por remoción 

unilateral de vibrisas durante 15 días, sugieren que la experiencia remodela la 

interacción entre los pericitos pericapilares corticales y el medio cerebral extracelular 

circundante a través de una vía mediada por canales de Panx1; en este escenario, la 

deprivación sensorial unilateral aumentó la comunicación entre el pericito y el fluido 

cerebral en la hemicorteza somato-sensorial deprivada y la disminuyó en la hemicorteza 

contralateral (derecha), por cambios en el número de panexones pericitarios 

funcionales. 

 
 

5. La comunicación pericitaria mediada por la Panx1 y su regulación por la 

entrada sensorial son dependientes del desarrollo 

 
Considerando que la expresión de la Panx1 en el sistema nervioso de los roedores es 

mayor en estadios embrionarios y etapas post-natales tempranas (Bruzzone y cols., 

2003; Vogt y cols., 2005; Ray y cols., 2005), nos preguntamos si la dependencia de la 

expresión de Panx1 al desarrollo impactaría en la regulación por la experiencia de la 

comunicación pericitaria a través de Panx1. Para ello repetimos los experimentos 

esquematizados en la Figura 14A, pero iniciándolos a una edad más tardía (P21) tal como 

se ilustra en el esquema de la Figura 14(a). Los resultados obtenidos se graficaron en la 

Figura 15. En estos ratones deprivados a la edad P21, el comportamiento de la 

Figura 14 – El número de panexones funcionales en los pericitos de los barriles de la capa IV de la 

CxSS se remodela por cambios en la experiencia sensorial en condiciones in vivo. (A) El esquema 

representa el procedimiento para inducir la deprivación sensorial, mediante la remoción unilateral de 

las vibrisas derechas (día por medio) desde el día 06 post-nacimiento y por 15 días. Luego, se sacrifica 

el animal, se obtienen rodajas cerebrales agudas que contienen la corteza somato-sensorial (CxSS 

derecha e izquierda), las cuales se tratan para identificar pericitos y exponer a bromuro de etidio 

(Etd+). (B) Fotografías fluorescentes de un mismo campo de la CxSS izquierda o deprivada (Left SSHCx) 

y de la CxSS derecha o no deprivada (Right SSHCx) muestran un pericito hipercaptante en la primera 

(a-a´) e hipocaptante en la segunda (b-b´). (c) Los resultados de la captación de colorante para los 

pericitos de las CxSS izquierda y derecha se graficaron para ratones salvajes (WT) no deprivados o 

controles (Non-Dep.) y para ratones deprivados (Deprived). La captación de colorante por los pericitos 

de ambas cortezas fue similar en los ratones controles (Non-Dep); la deprivación táctil derecha indujo 

un aumento de la captación de colorante por los pericitos de la CxSS izquierda o deprivada (LHCx) y 

una disminución de la captación por los pericitos de la CxSS derecha no-deprivada (RHCx) en relación 

a los controles. (d) Se grafica el índice de captación Izq/Der para los ratones deprivados WT y KO 

totales para la Panx1 (KO Panx1-/-). Nótese la ausencia de modulación de la captación de colorante en 

los pericitos corticales por la entrada sensorial en los ratones KO Panx1-/-. 
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comunicación pericitaria mediada por canales de gran poro fue similar al de los 

experimentos iniciados al día 6 postnatal. Así, la captación de colorante por los pericitos 

de los barriles de la capa IV en el ratón WT control no-deprivado, no presentó diferencias 

significativas entre ambas hemi-cortezas somato-sensoriales (izquierda y derecha) 

(Figura 15, Ab). De manera similar a lo observado cuando se inició la remoción de vibrisas 

a partir del día 6 post-natal, la deprivación sensorial unilateral a partir del día 21 post- 

natal, también indujo en el ratón WT deprivado, (a) una disminución de un 32.8 % en la 

interacción de los pericitos con el microentorno mediada por canales de gran poro en la 

hemicorteza contralateral (derecha) en comparación con los pericitos de la HCxSS 

derecha del grupo control y (b) un incremento del 26.1 % en la interacción mediada por 

canales de gran poro de los pericitos con el fluido extracelular en los barriles de la 

hemicorteza somato-sensorial deprivada izquierda en comparación con los pericitos de 

la HCxSS izquierda del grupo control (Figura 15, Ab). Los valores de captación de 

colorante (Media ± S.E.M.) en unidades arbitrarias (AU) de los grupos mencionados 

anteriormente fueron: grupo control no deprivado: HCxSS derecha (RHCx) 5156 ± 511 

(AU) (59 pericitos, 4 ratones); HCxSS izquierda (LHCx) 5367 ± 668 (AU) (48 pericitos, 4 

ratones); grupo deprivado: HCxSS derecha (RHCx) 3465 ± 283 (AU) (65 pericitos, 3 

ratones); HCxSS izquierda deprivada (LHCx) 6767 ± 556 (AU) (53 pericitos, 3 ratones); ns, 

no significativo, *** p < 0.001, Kruskal-Wallis test seguido de post-test, entre los grupos 

indicados por las barras horizontales. Si comparamos el comportamiento de la 

comunicación pericitaria en el ratón deprivado cuando la remoción de las vibrisas se 

inició al día 6 o al día 21 post-natal, vemos que la magnitud de la disminución de la 

captación por los pericitos de las HCxSS derechas fue de un 33% aproximadamente en 

ambos casos. Sin embargo, el aumento de la captación por los pericitos de la HCxSS 

deprivada izquierda fue menor en los experimentos de inicio más tardío (P21) que en los 

de comienzo más temprano (P06) (26.1 % vs 78.2 % respectivamente), y en consecuencia 

el índice de captación Izquierda/Derecha fue significativamente mayor en los ratones 

cuya remoción se inició a la edad P06 (Índice I/D para P06: 2.5 ± 0.05 (Media ± S.E.M.) 

(154 pericitos, 4 ratones); Índice I/D para P21: 1.79 ± 0.14 (Media ± S.E.M.) (50 pericitos, 

3 ratones); *** p < 0.001, Mann-Whitney test (Figura 14B). Esto podría explicarse por 

una mayor expresión de la proteína panexina1 a edades más tempranas. 
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Figura 15 - Captación de colorante BrEtd 
mediada por canales de gran poro es mayor 
cuando la deprivación se inicia a edades más 
tempranas. (A) En el esquema (a) de la figura 
A se representa el procedimiento de 
deprivación sensorial, la cual se realiza de 
forma unilateral desde el día 06 y 21. (b) 
Captación de colorante para los pericitos de 
las CxSS izquierda y derecha para ratones 
salvajes (WT) no deprivados o controles (Non- 
Dep.) y para ratones deprivados (Deprived). 
(B) El gráfico de barras representa el índice de 
captación I/D para pericitos de ratones 
deprivados durante 15 días iniciando la 
modificación sensorial a los 6 y 21 días. Se 
evidencia que esta relación es 
significativamente mayor para el grupo de 
menor edad (P06). 
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En línea con esta idea, decidimos explorar la interacción entre los pericitos pericapilares 

corticales y su microentorno a través de canales de gran poro a distintas edades, P06, 

P21 y P36. Al comparar los niveles de comunicación pericitaria, efectivamente 

confirmamos que los pericitos de los ratones P06 captan más colorante que los pericitos 

de los ratones P21 y P36 lo que indicaría mayor intercambio entre los pericitos y el medio 

extracelular por actividad de canales de gran poro en su membrana. En todas las edades, 

los pericitos de ambas HCxs captaron de la misma forma (Figura 16). Los valores de 

captación (Media ± S.E.M.) de estos experimentos en unidades arbitrarias (AU) fueron 

los siguientes: ratones P06: HCxSS derecha (RHCx) 8881 ± 814 (AU) (30 pericitos, 4 

ratones); HCxSS izquierda (LHCx) 8709 ± 521 (AU) (44 pericitos, 4 ratones); ratones P21: 

HCxSS derecha (RHCx) 5524 ± 360 (AU) (99 pericitos, 5 ratones); HCxSS izquierda (LHCx) 

6073 ± 430 (AU) (69 pericitos, 5 ratones); ratones P35: HCxSS derecha (RHCx) 5972 ± 882 

(AU) (74 pericitos, 3 ratones); HCxSS izquierda (LHCx) 6051 ± 845 (AU) (51 pericitos, 3 

ratones); ns, no significativo en relación a la media de captación de la HCxSS derecha; ** 

p < 0.01, *** p < 0.001, Kruskal-Wallis test seguido de post-test, entre los grupos 

indicados por las barras horizontales. 
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6. La regulación de la comunicación pericitaria mediada por la Panx1 depende de 

la duración de la deprivación sensorial 

 
Para determinar si la duración de la deprivación sensorial podría afectar la regulación de 

la actividad de los canales de gran poro en los pericitos de las HCxSS derecha e izquierda 

o deprivada, incrementamos la duración de la remoción sensorial unilateral de 15 a 30 

días iniciando esta deprivación el día 21 post-natal y comparamos sus efectos con los 

resultados obtenidos con la deprivación de 15 días (esquema en la Figura 17a). En el caso 

de la deprivación sensorial por 15 días, el grupo control de ratones WT no deprivados (a 

la edad de P36) no presentó diferencias significativas entre las medias de captación de 

los pericitos de ambas HCxSS encontrándose un valor de 1.02 ± 0.12 (Media 

± S.E.M.) (48 pericitos, 3 ratones) mientras que el grupo de ratones WT deprivados, 

presentó un índice de captación de 1.95 ± 0.16 (Media ± S.E.M.) (53 pericitos, 3 ratones) 

Figura 16 – La comunicación mediada por canales de gran poro entre los pericitos cerebrales 
corticales y el medio extracelular es mayor a edades más tempranas. El gráfico de barras representa 
la captación de bromuro de etidio en unidades arbitrarias (AU) a tres edades diferentes en ratones no 
deprivados. Se observa que la captación es significativamente mayor en el grupo P06 respecto al P21 
manteniéndose estable durante edades más adultas (P35). No se obtuvieron cambios significativos de 
la captación de BrEtd entre las hemicortezas de la misma edad. 
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(Figura 17b). Cuando la deprivación duró 30 días comenzando el día 21 post-natal, en 

forma similar al caso anterior, la captación de colorante por los pericitos de los barriles 

de la capa IV en el grupo control de ratones WT no-deprivados (a la edad de P51), no 

presentó diferencias significativas entre ambas hemi-cortezas somato-sensoriales 

(izquierda y derecha) y en consecuencia el índice de captación Izquierda/Derecha 

correspondió a la unidad, a saber, 1.00 ± 0.06 (Media ± S.E.M.) (99 pericitos, 4 ratones) 

mientras que en el grupo de ratones deprivados dicho índice fue mayor a la unidad ya 

que la captación de los pericitos de la HCxSS izquierda deprivada fue superior a la de la 

HCxSS derecha 1.3 ± 0.04 (Media ± S.E.M.) (54 pericitos, 4 ratones), aunque en 

proporción significativamente menor que en el caso de una deprivación de 15 días, 1.95 

± 0.16 (Media ± S.E.M.) (53 pericitos, 4 ratones); ns, no significativo, * p < 0.05, *** p < 

0.001 (Kruskal-Wallis test seguido de post-test, entre los grupos indicados por las barras 

horizontales (Figura 17b). 

 
Por lo tanto, aunque aumentar el tiempo de deprivación a 30 días desde un P21 sigue 

mostrando el mismo patrón de respuesta en la captación de BrEtd por los pericitos, esta 

respuesta disminuye en comparación con un periodo de deprivación menor (15 días 

desde P21). Esto podría deberse a que en la condición de 30 días de deprivación, ésta se 

realiza posteriormente al período crítico. Es interesante destacar que aún en un animal 

adulto, se continúa encontrando una respuesta a la deprivación sensorial. Por lo tanto, 

sería pertinente ampliar los experimentos evaluando, mediante captación de BrEtd, la 

expresión funcional de Panx1 en el adulto, luego del cierre del período crítico, a 

diferentes tiempos de deprivación, proponiendo posibles mecanismos de re-apertura 

del período crítico mediado vía Panx1, para continuar evaluando los mecanismos 

plásticos en el adulto. 
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Figura 17 – El aumento de la duración (30 días) de la deprivación sensorial en el 
ratón se asocia a una disminución de la regulación de la comunicación pericitaria en 
comparación a una duración más breve (15 días). En (a) se representa un esquema 
del procedimiento empleado. En ambos casos la remoción unilateral de las vibrisas 
derechas comienza el día 21 post-natal. En el esquema superior en (a) se muestra el 
diseño experimental; en el mismo se ilustra la remoción de vibrisas de forma 
unilateral derecha, se dejan trascurrir 15 y 30 días desde el día P21 para dos grupos 
experimentales y se procede al sacrificio. En b se muestra un gráfico en el cual se 
representa el índice de captación I/D de BrEtd para las hemicortezas de los ratones 
deprivados y no deprivados. 
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7. La deprivación sensorial modula la actividad metabólica neuronal en los 

barriles de la capa IV de la CxSS 

 
La deprivación sensorial unilateral determinará una disminución de la actividad neuronal 

en la HCxSS deprivada-izquierda y un aumento de dicha actividad en la HCxSS 

compensatoria-derecha; estos cambios en la actividad cerebral se traducirán en 

variaciones en el consumo metabólico cerebral. Para evidenciar si los cambios en la 

actividad de los panexones pericitarios corticales inducidos por la deprivación sensorial, 

se asocian a variaciones en el consumo neurometabólico, el cual depende a su vez de la 

actividad neuronal, estimamos el metabolismo neuronal en las distintas condiciones 

experimentales estudiadas. Mediante la técnica histoquímica de la citocromo-C-oxidasa 

evaluamos la actividad mitocondrial, y de forma indirecta la actividad metabólica celular 

en la capa IV de la CxSS. Como ya mencionamos, la capa IV de la CxSS, está formada 

mayoritariamente por neuronas estrelladas que se agrupan conformando los barriles 

que constituyen el último relevo de la vía sensorial táctil del roedor. Tal como 

esperábamos, evidenciamos una disminución de la actividad metabólica neuronal en la 

HCxSS deprivada izquierda respecto a la HCxSS derecha en el grupo sometido a 

deprivación sensorial, no obtuvimos diferencias entre las HCxSS izquierda y derecha del 

grupo control. En la Figura 18A se ilustran las HCxSS controles y deprivadas, dichas 

imágenes muestran que la HCxSS deprivada-izquierda presenta mayor luminosidad 

respecto a la HCxSS derecha, la cual aumenta su intensidad de color oscuro por mayor 

reacción con la citocromo-C-oxidasa. Este resultado revela un aumento del consumo 

neurometabólico por las neuronas de los barriles de la HCxSS compensatoria-derecha, y 

una disminución del mismo por las neuronas correspondientes a la HCxSS deprivada- 

izquierda. Se representan de forma gráfica estos resultados como el índice metabolico 

(I/D) para los grupos control, 1.06 ± 0.1 (Media ± S.E.M.) (15 barriles, 3 ratones controles 

y 3 ratones deprivados) y deprivado, 0.6 ± 0.05 (Media ± S.E.M.) (53 barriles, 5 ratones 

controles y 5 ratones deprivados), encontrándose una disminución significativa del 43% 

de este índice en el grupo deprivado (p < 0.001, Mann-Whitney test). 
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Figura 18 - La deprivación sensorial determina una disminución del metabolismo celular en la HCxSS 
izquierda y un aumento en la HCxSS derecha. (A) Fotografías de microscopía de luz confocal de la 
capa IV de la CxSS identificando los barriles mediante la técnica histoquímica de la citocromo-C-
oxidasa. (B) Se grafica el índice metabólico (I/D) en los grupos deprivado y control (***p < 0.001, 
Mann-Whitney test). 

 

 



 

6. Discusión 
 

 
En este trabajo, se estudió la interacción pericito-neurona, a través de hemicanales de 

Panx1 expresados en pericitos cerebrales de la corteza somato-sensorial, y se determinó 

su regulación en un modelo de plasticidad dependiente de la experiencia, durante el 

desarrollo. 

 
Inicialmente, se evidenció que los pericitos de la corteza somato-sensorial del ratón, se 

identifican mediante el marcador nuclear fluorescente TO-PRO-3 (642/661). En trabajos 

publicados por el equipo de trabajo del laboratorio donde se desarrolló esta tesis y de 

los cuales soy coautora, se evidenció que los pericitos son identificados con TO-PRO-3 

ya que captan este fluoróforo de forma específica cuando están vivos en la corteza 

somatosensorial, el hipocampo y la retina mediante un transporte activo aún no 

determinado (Mai y cols., 2021a y 2021b). Así, los pericitos positivos para TO-PRO-3 

colocalizan con inmunomarcadores de los pericitos tales como NG2 y PDGFRbeta y 

capturan selectivamente el fluoróforo NeuroTrace 500/525 en rodajas agudas vivas, 

marcador específico de pericitos cerebrales (Damisah y cols., 2017). En la corteza 

somato-sensorial, los pericitos capturan el TO-PRO-3 de manera equivalente en distintas 

etapas del desarrollo (Figura 18). 
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Figura 19 - Captación de TO-PRO-3 por 
pericitos cerebrales de ratón a 
diferentes edades. En el gráfico, se 
ilustra la captación de TO-PRO-3 
(media ± SEM) en unidades arbitrarias 
(AU), por pericitos de rodajas de 
hipocampo, derivadas de ratones de 
diferentes edades (P06-P14, n = 4 
ratones; P20-P30, n = 3 ratones; P80- 
P90, n = 3 ratones). ns, no significativo,
 Kruskal–Wallis-test 
seguido por Dunn post-test. Cada 
punto representa la captación de TO- 
PRO-3 por un pericito individual. 
Tomado de Mai-Morente y cols., 
2021a. 
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También se evidenció que los pericitos TO-PRO-3 positivos se encuentran adyacentes a 

la microvasculatura, especialmente a vasos de pequeño calibre (5-10 μm) y provistos de 

una capa discontinua de músculo liso, características compatibles con capilares. Debido 

a que las paredes de los capilares están formadas fundamentalmente por endotelio, los 

mismos no pueden regular su diámetro por sí mismos. Dada la disposición de los 

pericitos y sus prolongaciones que rodean los capilares, y al disponer de miofibrillas 

contráctiles, este tipo celular es el indicado para modular el calibre capilar conforme a 

las señales del ambiente. 

 
En esta tesis comprobamos además que, en condiciones basales, los pericitos interactúan 

con el medio extracelular a través de una vía mediada por canales de gran poro cuya 

naturaleza molecular está compuesta por la panexina1. En otras palabras, en condiciones 

basales, los pericitos corticales expresan panexones funcionales que comunican el citosol 

con el entorno cerebral circundante. Esta comprobación se fundamenta en los siguientes 

hallazgos: (1) en condiciones basales, los pericitos corticales capturan el BrEtd, un 

fluoróforo de tamaño relativamente grande, tanto en abordajes ex vivo (rodajas agudas 

cerebrales) como en condiciones in vivo (animal despierto) (ver Figuras 12 y 13); (2) la 

captación del marcador BrEtd por los pericitos corticales disminuyó significativamente en 

presencia de un inhibidor específico de panexones, el péptido mimético 10Panx1 cuando 

éste fue aplicado en la solución fisiológica (aCSF) que perfunde las rodajas cerebrales 

agudas (ver Figura 13); (3) en los pericitos corticales de los ratones knockout globales para 

la Panx1 (Panx1-/-) se evidenció una menor captación de BrEtd en comparación con los 

pericitos cerebrales de las cortezas somato-sensoriales de los ratones salvajes o silvestres 

(WT) (ver Figuras 12) y finalmente (4) detectamos la proteína panexina1 en la membrana 

de los pericitos cerebrales de la CxSS mediante inmunohistoquímica (ver Figura 11). Estos 

hallazgos además fueron concordantes con aquellos obtenidos por nuestro laboratorio en 

pericitos del hipocampo en rodajas cerebrales agudas (ex vivo) o en el animal despierto (in 

vivo). 
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En este proyecto se evidenció además que la interacción del pericito con el medio 

extracelular a través de canales de gran poro depende del estadio del desarrollo. Esto se 

basa en el hecho de que a edades tempranas (P06), la captación de BrEtd por los 

pericitos de la CxSS fue mayor respecto a edades más avanzadas (P06, P21, P36) (ver 

Figura 16). Esto podría explicarse por el patrón de expresión reportado para la Panx1 en 

el cerebro durante el desarrollo. La Panx1 inicia su expresión en el embrión (E14), 

incrementándose a edades postnatales (hasta P15), para disminuir en el animal adulto 

(P20-30) y estabilizarse (Bruzzone y cols., 2003; Vogt y cols., 2005; Ray y cols., 2005). Los 

resultados obtenidos en este trabajo fueron consistentes a los descritos en los trabajos 

antedichos por lo que sugerimos que se expresa un número mayor de panexones 

funcionales en la membrana de los pericitos corticales en estadios postnatales 

tempranos (P06) en relación a etapas más tardías (P21 y P36). Mediante otros tipos de 

abordajes experimentales, se debería confirmar, si el aumento en la actividad de los 

panexones pericitarios de la CxSS en P06 evaluado por captación de colorante responde 

a un aumento en el número de panexones de Panx1 en la membrana pericitaria y/o a 

variaciones en las propiedades cinéticas de los canales tales como aumento del tiempo 

y/o de la frecuencia de apertura o de la conductancia individual de cada hemicanal o a 

todos ellos. 

 
En esta tesis, demostramos además que la experiencia sensorial modula la expresión 

funcional de la Panx1 el número de panexones funcionales en la membrana de los 

pericitos de la CxSS y así la interacción pericito-medio extracelular y que dicha 

modulación es dependiente de la duración de la experiencia. Así, frente a la deprivación 

sensorial unilateral, se evidenció un incremento de captación de BrEtd por los pericitos 

de la corteza contralateral a las vibrisas removidas (corteza deprivada), por un aumento 

del número de panexones funcionales en los pericitos corticales, y una disminución de 

la captación de BrEtd por los pericitos de la corteza homolateral a la deprivación 

(hemicorteza derecha) por una reducción del número de panexones funcionales 

pericitarios en dicha corteza (ver Figura 14). 

En la hemicorteza contralateral al recorte de las vibrisas (hemicorteza izquierda) se 
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observa una disminución del metabolismo neuronal (evidenciada por la disminución de 

la intensidad de la tinción para la citocromo-C-oxidasa en la (Figura 18) y un aumento en 

la actividad de los panexones funcionales pericitarios (Figura 14). Por su parte, los 

barriles de la capa IV de la HCxSS compensatoria u homolateral muestran un aumento 

del metabolismo neuronal (evidenciado por un incremento de la intensidad de la tinción 

para la citocromo-C-oxidasa en la Figura 18) y una reducción de la actividad de los 

panexones funcionales pericitarios (evidenciado por una inhibición de la captación de 

colorante por los pericitos corticales en la Figura 14). Esto sugiere que los panexones 

pericitarios corticales son capaces de sensar la actividad neuronal y responder a la misma 

mediante la regulación de su expresión funcional. Para ello, los panexones pericitarios 

deben decodificar la información de las neuronas corticales en cada HCxSS posiblemente 

mediante la liberación de neurotransmisores. 

 
Además de evidenciar que la experiencia modula la comunicación pericito-medio 

extracelular mediada por panexones pericitarios, se demostró que dicha modulación es 

dependiente del desarrollo siendo mayor cuando se inicia a edades más tempranas (P06 

vs P21). Se evidenció que el cambio en la comunicación pericito-medio extracelular, era 

mayor a menor edad post natal. Además de explicarse por una mayor expresión de la 

Panx1 en estadios tempranos como mencionamos anteriormente, esto se podría 

también corresponder con el cierre del período crítico; esta interpretación interesante y 

pertinente precisa mayor explicación. El cerebro en etapas post-natales, está 

caracterizado por períodos críticos dependientes de la experiencia, los cuales permiten 

el remodelamiento de los circuitos neuronales, durante los cuales los cambios plásticos 

circuitales se efectúan con mayor facilidad. El cierre de los períodos críticos es de 

importancia para establecer la madurez del sistema; de hecho, fallas durante este 

período contribuyen a patologías del neurodesarrollo. Durante las primeras semanas de 

vida post-natal en el ratón, la sinaptogénesis se desarrolla y se moldea de forma 

acelerada (Doll y Broadie, 2014). Estos períodos post-natales tempranos coinciden con 

la gran expresión de panexina1 en el cerebro cuya detección aumenta 

fundamentalmente en las 2 primeras semanas de vida a partir de la etapa embrionaria 

(Bruzzone y cols., 2003; Vogt y cols., 2005; Ray y cols., 2005) y con los hallazgos aquí 

descritos, que mostraron que (a) la comunicación mediada por la Panx1 en los pericitos 
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cerebrales es mayor a la edad P06 (vs P21 y P36) y (b) el impacto de la modulación de 

dicha comunicación por la experiencia también fue mayor cuando se inició a P06 (vs 

P21). En línea con la asociación temporal existente entre el cierre de los periodos críticos 

en etapas postanales, la mayor expresión de panexina1 en el cerebro y nuestros 

hallazgos acerca de una regulación en la expresión funcional actividad de la panexina1 

pericitaria, y considerando que, la sinaptogénesis precisan de un consumo metabólico 

elevado, podemos postular que la regulación de la panexina1 pericitaria por la 

experiencia juegue algún rol en la distribución de nutrientes por los capilares cerebrales 

corticales durante estas etapas para acompasar la actividad y el desarrollo neuronal. En 

este sentido, nos planteamos la siguiente pregunta: 

 

 
¿Qué roles jugarían la expresión de los panexones de los pericitos corticales (capa IV- 

CxSS) y su modulación por la experiencia en la interfaz neurovascular? 

 

 
Nuestra principal hipótesis, como ya sugerimos, es que la expresión y la funcionalidad 

de la Panx1 pericitaria regularían propiedades de la microvasculatura de manera tal de 

acoplar el aporte de nutrientes al estado metabólico de las neuronas de la CxSS durante 

la PDE según el estadio del desarrollo. 

 
En primera instancia, postulamos que la panexina1 pericitaria participa de la regulación 

de la resistencia capilar cortical que tiene lugar durante la PDE para suminstrar O2 y 

nutrientes a las neuronas de acuerdo a su actividad (Figura 20). 

 
De acuerdo a reportes recientes, los pericitos cerebrales contráctiles, estratégicamente 

ubicados en la interface neuro-vascular, regulan el aporte de energía al cerebro 

mediante ajustes en la resistencia capilar. Más allá de la controversia acerca de los 

mecanismos que acoplan la actividad y el FS, el intercambio metabólico hemato- 

encefálico tiene lugar en la red capilar; los capilares, principales responsables de la 

resistencia cerebrovascular (Hall y cols., 2014; Gould y cols., 2017), constituyen la fuente 

primordial de suministro de energía al cerebro. Los pericitos pericapilares contienen 

proteínas contráctiles (Peppiatt y cols., 2006; Hall y cols., 2014; Mishra y cols., 2017; 
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Kisler y cols., 2017; Kisler y cols., 2017; Nelson y cols., 2020; Kawamura y cols., 2003; 

Lacar y cols., 2012; Isasi y cols., 2019; Nortley y cols., 2019; Hartmann y cols., 2021; 

Ivanova y cols., 2021; Mai-Morente y cols., 2021) y son los únicos moduladores del 

calibre capilar; al contraerse o relajarse, ellos ajustan el diámetro (vaso- 

constricción/vaso-relajación respectivamente) y regulan el FS en la microcirculación y así 

el intercambio hemato-encefálico (disminuciones/aumentos respectivamente). 

 
Evidencias crecientes indican que múltiples mecanismos subyacen la regulación del FS 

capilar. La vía final común para este control sería la modulación del Ca2+ intracelular, 

determinante del tono contráctil pericitario (Peppiatt y cols., 2006; Attwell y cols., 2010; 

Hall y cols., 2014; Pfeiffer y cols., 2020; Fredholm y cols., 2014; Wu y cols., 2003; 

Borysova y cols., 2013). Por su parte, el agente vasoactivo ATP incrementa el Ca2+ 

pericitario por estimulación de receptores purinérgicos catiónicos (activados por 

ligando) P2X1/7 y metabotrópicos (acoplados a proteína G) P2Y2/4/6 evocando así 

contracción capilar y aumento de la resistencia al FS (Peppiatt y cols., 2006; Kawamura 

y cols., 2003; Lacar y cols., 2012; Crawford y cols., 2011), pero este nucleótido también 

puede estimular la función de la actomiosina por activación de los P2X7r (Bao y cols., 

2012). Como fue mencionado en la introducción, los panexones constituyen una vía 

dinámica para la liberación de ATP y entonces el número de panexones funcionales 

ajusta los niveles extracelulares de ATP en el microambiente cercano a dichos 

panexones. El ATP señaliza de forma autócrina y parácrina activando los canales de P2, 

los cuales activan cascadas de señalización celular, e incrementan los niveles de Ca2+ 

citoplasmático lo cual permitiría la contracción pericitaria (ver Figura 19). 
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Experimentos realizados en nuestro laboratorio (Mai-Morente y cols., no publicado) 

muestran que los panexones pericitarios modulan la dinámica de Ca2+ en pericitos 

cerebrales. En pericitos cerebrales cultivados precargados con el indicador de Ca2+ 

Fura4/AM, el cierre de panexones por administración del péptido mimético 10Panx1, 

bloqueante específico de los panexones, inhibió el aumento del Ca2+ intracelular 

inducido por ATP exógeno sugiriendo que la Panx1 amplifica el incremento 

intrapericitario de Ca2+. Consistentemente, encontramos que la Panx1 está implicada en 

la regulación del calibre capilar en el hipocampo por el ATP. El silenciamiento génico de 

la expresión de la panexina1 específicamente en pericitos de ratones condicionales 

Panx1fl/fl/Cre+ previno la disminución del calibre capilar cerebral provocada por ATP 

observada en rodajas hipocampales derivadas de ratones salvajes sugiriendo 

fuertemente que los canales de panexina1 expresados en la membrana de los pericitos 

cerebrales mediarían la regulación del FS capilar en respuesta a agentes vasoactivos. 

 
En suma, proponemos que la panexina1 actúa como un reóstato que ajusta la resistencia 

capilar cerebral mediante la regulación del tono contráctil del pericito, de forma de 

acoplar las demandas neuronales al aporte neuro-metabólico. El signo de la modulación 

de la actividad de los panexones pericitarios, aumento o disminución, se asociaría 

inversamente al signo del cambio del diámetro del capilar, disminución (constricción) o 

Figura 20 - En el esquema se representa la interacción entre los canales de Panx 1 y los P2 a 

partir de un estímulo mecánico. Tomado de Locovei y cols., 2005. 
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aumento (dilatación) respectivamente resultando en, disminución y aumento del flujo 

sanguíneo cerebral (Figura 21). Durante la activación neuronal aumentada que tiene lugar 

en la hemicorteza derecha durante la PDE, incrementos en las demandas metabólicas 

neuronales inhibirían los panexones en las áreas cerebrales activas, es decir, en la HCxSS 

derecha, disminuyendo la liberación de ATP y los niveles pericitarios de Ca2+ resultando 

en la relajación del pericito y la dilatación del capilar adyacente con el consiguiente 

aumento del flujo sanguíneo a ese nivel; vasodilatadores difusibles (de origen neuronal, 

astrocitario y/o endotelial), acoplarían la actividad neuronal al estado funcional de los 

panexones pericitarios. Por su parte, agentes constrictores, liberados por terminales 

nerviosas y/o por el endotelio en situación de baja demanda metabólica, de estrés o de 

injuria, abrirían los panexones pericitarios en la HCxSS izquierda o deprivada, amplificando 

la liberación de ATP e incrementando la concentración intracelular de Ca2+ y el tono 

contráctil pericitarios; estos hechos promoverían la contracción capilar, el aumento de la 

resistencia microvascular y la disminución del flujo sanguíneo. 

 
En consistencia con estos antecedentes, reportes recientes indican que la Panx1 está 

implicada en la regulación del flujo sanguíneo en los grandes vasos de resistencia donde 

los panexones regulan el tono muscular vascular y el flujo sanguíneo. Las células 

endoteliales y de músculo liso vascular liberan el agente vasoactivo ATP a través de 

panexones funcionales (Lohman y cols., 2012; Lohman e Isakson, 2014; Gödecke y cols., 

2012). Las purinas liberadas a través de panexones de células vasculares han sido 

implicadas en la regulación del tono y del flujo sanguíneo arteriales (Lohman y cols., 

2015; Begandt y cols, 2017; Lohman e Isakson, 2014; Billaud y cols., 2011; Billaud y cols., 

2012; Good y cols., 2018); en esta línea, se ha reportado que el eflujo de ATP por 

panexones expresados en células musculares lisas arteriales produce vasoconstricción 

en las arterias de resistencia por un efecto acoplado a receptores alfa1-adrenérgicos 

(Billaud y cols., 2011). 

 
Si bien a la fecha no se cuenta con bibliografía que explique cambios a nivel pericitario 

dependientes de la experiencia, se han evidenciado cambios plásticos gatillados por la 
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experiencia en otros componentes de la unidad neurovascular tales como en la 

morfología astrocitaria o en la densidad microvascular por citar algunos ejemplos 

(Freitas-Andrade y cols., 2023; Lacoste y cols., 2014; Lacoste y Gu, 2015). 

 
En el cerebro, el adecuado aporte metabólico por los capilares en respuesta a la 

actividad neuronal, depende, además de la regulación del flujo sanguíneo a este nivel, 

del adecuado desarrollo y de la preserveración de la microvasculatura. En este sentido, 

la formación y la extension de la microvasculatura durante el estadío embrionario y post- 

natal, coexisten con el desarrollo del sistema nervioso. Los mecanismos implicados en la 

comunicación entre ambos sistemas, vascular y nerviosa, continúan en investigación. En 

este sentido, los panexones pericitarios podrían jugar un rol en la regulación del flujo 

capilar durante la neurogénesis o en la formación de nuevos vasos sanguíneos 

(angiogénesis). En línea con esto, se sabe que las vías de señalización 

Panx1/ATP/purinérgica/pirimidinérgica regulan la neurogénesis y la angiogénesis; i.e., 

en los nervios periféricos, estas vías controlan la extensión, la ramificación y la densidad 

axonales (Horton y cols., 2017), mientras que en el sistema nervioso central (SNC), la 

Panx1 promueve la proliferación neuronal y la migración celular al interactuar con el 

citoesqueleto (Wicki-Stordeur y cols., 2012; Wicki-Stordeur y cols., 2013). En el sistema 

vascular, el ATP, el UTP y la adenosina inducen el control a largo plazo de la proliferación 

y migración de las células endoteliales (CEs) y células del músculo liso vascular (VSMs) 

(revisado en Burnstock, 2008; 2009) y fueron propuestos tempranamente como factores 

angiogénicos (Teuscher y Weidlich, 1985). Los principales efectos tróficos del ATP, UTP 

y ADP implican la estimulación de la síntesis de ADN y la proliferación celular de las VSMs 

durante el desarrollo embrionario y post- natal. En las CEs, la activación de los receptores 

purinérgicos P2Y promueve la migración (Kaczmarek y cols., 2005), la proliferación y la 

angiogénesis en parte a través de la regulación del VEGF (Burnstock, 2009; 2017; Cha y 

cols., 2000; Gerasimovskaya y cols., 2008; Rumjahn y cols., 2009; Gast y cols., 2011). Se 

han reportado efectos proliferativos y antiproliferativos de la adenosina en las células 

VSMs (revisado en Burnstock, 2009). En las CEs, la adenosina y el ATP aumentan la 

migración y la formación de tubos (Lutty y cols., 1998; Gerasimovskaya y cols., 2008), 

mientras que la adenosina estimula la proliferación, en parte a través del VEGF (Grant y 

cols., 1999). De esta forma, los canales de Panx1 se presentan como vías potenciales 



72  

para liberar moléculas con efectos angiogénicos (ATP) y capaces de acoplar células 

neurales y endoteliales durante la angiogénesis cerebral. 

 
Entonces, la mayor expresión de panexones pericitarios expresados en los pericitos 

corticales durante las primeras semanas de vida, podría relacionarse con la formación 

de vasos y la organización de la citoarquitectura microvascular durante este periodo, 

indispensable para el correcto desarrollo del sistema nervioso. 
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6. Conclusiones y perspectivas 
 
 

 
En esta tesis se evidenció que los pericitos pericapilares de la corteza somato-sensorial 

del ratón expresan la proteína Panx1, la cual oligomeriza formando hemicanales 

funcionales, que están abiertos en condiciones basales, en preparados ex vivo e in vivo. 

Se evidenció que el intercambio entre el medio extracelular y el pericito fue dependiente 

del desarrollo, siendo mayor a edades más tempranas. 

 
La experiencia (mediante deprivación sensorial unilateral), se asoció con un aumento del 

intercambio medidado por Panx1 entre el pericito y el medio extracelular en la 

hemicorteza contralateral; contrariamente, en la corteza no deprivada, se evidenció una 

disminución en dicha comunicación. Estos efectos fueron mayores a edades más 

tempranas, y de menor magnitud cuando se aumentó la duración de la deprivación. 

 

Los cambios a nivel del intercambio pericito-extracelular y de la actividad neuronal 

frente a la deprivación sensorial, se podrían explican por los cambios plásticos 

dependientes de la experiencia siendo los primeros, debido a la variación en la expresión 

funcional de los hemicanales de Panx1. Sugerimos que la experiencia modelaría la 

expresión funcional de los canales de Panx1 en pericitos, en respuesta a la demanda 

metabólica a partir de la actividad neuronal. 

 
Se plantea como parte de las perpectivas de este proyecto, investigar los mecanismos 

que subyacen la regulación de la panexina1 pericitaria, y si esta regulación afecta el 

estado contráctil de los pericitos pericapilares, y de esta forma, la resistencia de la red 

capilar cerebral el cual debe adaptarse a la funcionalidad cerebral. 



74  



75  

  

Figura 21 – Secuencia de eventos 
gatillados por la PDE sensorial que 
tendrían lugar en los barriles de la 
capa IV de la HCxSS a partir de la 
modulación de los panexones 
corticales. 
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