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RESUMEN 

Caracterización funcional de la corriente de calcio Cav3- tipo T- en neuronas aferentes vestibulares de la rata. 

Vanesa Pelcastre Neri 

El sistema vestibular se localiza en el oído interno y se compone de cinco órganos 

sensoriales. Tres canales semicirculares (anterior, posterior y horizontal), el utrículo y el 

sáculo. Cada uno de estos órganos posee receptores sensoriales que transducen el 

movimiento de la cabeza, tanto las aceleraciones lineales como angulares, en 

potenciales receptores, a un lenguaje químico de neurotransmisores para después 

generar potenciales de acción en las neuronas aferentes vestibulares. La dinámica de 

las aferentes es integrada junto con información propioceptiva y visual en los núcleos 

vestibulares para estabilizar la mirada, mantener el equilibrio y contribuir en la generación 

de un marco de referencia espacial. Los patrones de descarga de las neuronas aferentes 

vestibulares (NAV) son esenciales en la codificación de la información sensorial.  

 A pesar de que se han encontrado correlaciones en el tamaño de los somas de 

las NAV, la entrada sináptica, la morfología de las células ciliadas y su distribución en el 

neuroepitelio sensorial, las propiedades de disparo de las NAVs no pueden ser 

explicadas solamente por estas características. Se ha establecido que las propiedades 

intrínsecas de las neuronas (entre ellas la expresión y densidad de canales iónicos en la 

membrana de las NAVs) contribuyen a establecer el patrón de descarga. Preparaciones 

semi-intactas del sistema vestibular, que mantienen la sinapsis entre las células ciliadas 

y las terminales aferentes vestibulares han revelado que la fase de posthiperpolarización 

en las NAV es clave para determinar la regularidad de descarga. Algunas de las 

corrientes que participan en esta fase son la corriente activada por hiperpolarización (Ih), 

la corriente de calcio tipo T (LVA), la corriente de potasio dependiente de calcio (IKCa), la 

corriente de potasio dependiente de sodio (IKNa), la corriente de potasio activada a bajos 

voltajes (IKLV). La corriente de calcio tipo T tiene una distribución diferencial en los somas 

de las NAV. Debido a su participación en la excitabilidad celular y en oscilaciones que 

generan PA espontáneos en otros sistemas, este proyecto tuvo como objetivo determinar 

el papel funcional de la corriente de calcio tipo T sobre la frecuencia y regularidad de 

descarga de las NAV. Para ello se realizaron registros electrofisiológicos de las NAV en 
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cultivo primario (obtenidas de ratas CII P7-P10) con la técnica de célula completa y con 

parche perforado.  

 Los resultados muestran que las NAVs presentan una corriente de calcio activada 

a bajos voltajes (LVA) que al ser bloqueada con Níquel a 100 μM aumenta la latencia al 

pico del PA, su duración al 50% y disminuye la tasa máxima de repolarización (TMR).  

En cuanto a la regularidad de descarga se observa una reducción en el número de PA 

(el número de PA promedio control fue de 101 ± 8, pasando a 29 ± 5 PA) tras aplicar el 

bloqueador de la corriente LVA, Níquel 100 μM. Todo lo cual demuestra que la corriente 

de calcio tipo T tiene una participación relevante en la determinación de la descarga 

repetitiva de las NAVs. 
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ANEXOS 

 

Tabla de abreviaturas  

 

NAV Neuronas aferentes vestibulares  

LVA Activados a bajos voltajes (Low-voltage-activated)  

HVA Activados a altos voltajes (High-voltage-activated)  

PA Potenciales de acción  

Ih Corriente activada por hiperpolarización  

IKCa Corriente de potasio dependiente de calcio  

IKNa Corriente de potasio dependiente de sodio  

IKLV Corriente de potasio activada a bajos voltajes  

IA Corriente de potasio transitoria de activación rápida  

TMR Tasa máxima de repolarización  

TMD Tasa máxima de despolarización  

CV Coeficiente de variación  

MET Canales de Mecanotransducción (Mechano-electric-transducer)  

Cav Canales de calcio activados por voltaje  

NMDA N-metil-D-aspartato  

AMPA Ácido α-amino-3-hidroxi-5-metilo-4-isoxazolpropiónico  
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PHP Posthiperolarización  

mEPSP Potenciales postsinápticos excitatorios miniatura  

4 AP 4-Aminopiridina  

TEA Tetraetilamonio 5  

TTX Tetrodotoxina  

NK1 Neurokinina I  

PLCβ Fosfolipasa Cβ  

PKC Proteína cinasa C  

PKA Proteína cinasa A  

CFR-1 Corticotropina 1  

cAMP Adenosín monofosfato cíclico  

CHO Células de ovario de hámster chino (chinese hámster ovary)  

CaMKII Ca2+/Calmodulina proteína kinasa II  

DMSO Dimetil sulfóxico  

ADP Postdespolarización (After-depolarization)  

Vm Voltaje de membrana  

Rm Resistencia de membrana  

Ra Resistencia de acceso  

Cm Capacitancia de membrana  

τm Constante temporal de membrana  

Rin Resistencia de entrada (input-resistence)  
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Gion Conductancia del ion  

Iion Corriente iónica  
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INTRODUCCIÓN  

 

Sistema vestibular 

 

El sistema vestibular se localiza en el oído interno y se compone de cinco órganos 

sensoriales: tres canales semicirculares (anterior, posterior y horizontal), el utrículo y el 

sáculo (Goldberg et al., 2012) (Figura 1A). Cada uno de estos órganos posee receptores 

sensoriales que transducen el movimiento de la cabeza, tanto las aceleraciones lineales 

como angulares, en potenciales receptores a un lenguaje químico de neurotransmisores 

para generar potenciales de acción en las neuronas aferentes vestibulares (NAV) (Binetti, 

2015) todos detectan el movimiento de la cabeza en un espacio tridimensional (tres ejes 

de traslación y tres ejes de rotación) para proporcionar al sujeto una estimación en tiempo 

real de su movimiento (Cullen, 2019).  

En el utrículo y el sáculo se encuentra una región especializada denominada mácula, 

que está integrada por células receptoras sensoriales ciliadas, sobre las cuales se 

encuentra la membrana otolítica la cual contiene cristales de Carbonato de Calcio que 

reciben el nombre de otolitos. Estos funcionan en conjunto como una masa inercial que 

permite la detección de la aceleración lineal de la cabeza (gravedad y desplazamientos) 

en tres dimensiones. 

  Los canales semicirculares están orientados en los tres planos del espacio y 

detectan la rotación de la cabeza en tres planos ortogonales, además, presentan una 

dilatación en su parte inferior denominada "Ampolla", en el interior de la cual se encuentra 

un órgano del equilibrio, que recibe el nombre de cresta ampular. La cresta ampular está 

integrada por células sensoriales receptoras ciliadas, que están recubiertas por una 

membrana gelatinosa en forma de cúpula. Estas células descansan sobre otras de tipo 

conjuntivo, y están conectadas con las NAV que forman el nervio vestibular. De acuerdo 

con su origen en el ectodermo de la superficie embrionaria, cada órgano está revestido 

con una lámina continua de células epiteliales. Por la acción de las bombas de iones, 
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ciertas células en este epitelio producen la endolinfa, un líquido extracelular especial que 

baña las superficies celulares apicales. Al igual que la endolinfa coclear, este líquido es 

rico en K+ (>100 mM) pero relativamente pobre en Na+ y Ca2+ (10 mM). Un complejo de 

unión que rodea el ápice de cada célula incluye uniones estrechas que separan la 

endolinfa del fluido extracelular ordinario, la perilinfa, que rodea el laberinto membranoso 

y baña las superficies epiteliales basolaterales (Kandel et. al., 2000). 

          Para sensar las aceleraciones lineales, las maculas (áreas sensoriales) de los 

receptores otolíticos (Figura 1B) poseen un tejido conectivo que sostiene a las células 

ciliadas (receptores sensoriales del sistema vestibular) las cuales poseen cilios en su 

superficie apical, éstos entran en contacto con la ámpula de estructura viscoelástica 

similar a la cúpula de los canales semicirculares, que apoya sobre ellas (Bartual et. al., 

1999). Las células ciliadas de los vertebrados además de tener estereocilios poseen un 

cilio verdadero, formado de microtúbulos con su arreglo 9+2, llamado quinocilio (Flores 

et. al., 2001). Los movimientos de los cilios en dirección al quinocilio excitan y en sentido 

contrario inhiben a las células ciliadas. Es importante mencionar que las células ciliadas 

durante el reposo presentan una liberación continua de neurotransmisor. Esto provoca 

que las NAVs que las inervan tengan una descarga espontánea en ausencia de 

estimulación (Kandel et. al., 2000).  

   

 

                    

 

 

           

 

Figura 1. Ilustración esquemática del sistema vestibular y los diversos órganos sensoriales que 
se encuentran. A. Esquema de la estructura del oído interno incluyendo la cóclea y el vestíbulo. 

B. Se muestran las máculas otolíticas. Tomado de Marcotti, 2010. 

A. B. 
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 El peso de la masa otolítica es mayor que el peso específico del medio 

circundante. El peso del otolito provoca un estímulo constante que nos permite sensar la 

atracción gravitacional de la tierra, ya que la gravedad atrae a los otolitos y deflexiona 

los esterocilios y, a la vez, ante cualquier aceleración lineal el ligero retraso inercial de la 

masa otolítica respecto a la aceleración cefálica produce un retraso relativo de la misma 

y con esto desplaza los estereocilios, estimulando a los receptores. A este ligero retraso 

se le denomina fuerza de cizallamiento y así se activan estos receptores, con 

movimientos en el plano principalmente horizontal al utrículo y en plano 

fundamentalmente vertical al sáculo (Binetti, 2015).  

            De acuerdo con su inervación, las células ciliadas se dividen en tipo I y II. Las 

células ciliadas tipo I están inervadas por una terminación en cáliz de las NAVs y las 

neuronas eferentes vestibulares hacen contacto con el cáliz de las NAV. Las células 

ciliadas tipo II son inervadas por una terminación en botón de las NAV, y las neuronas 

eferentes vestibulares hacen contacto directo con las células ciliadas. Otras NAV pueden 

tener terminales llamadas dimórficas, estas hacen contacto en forma de cáliz con una 

célula ciliada y contacto en forma de botón con otra célula ciliada (Kandel et. al., 2000, 

Figura 2).  
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            De acuerdo al tipo de neuronas y su distribución, las NAVs son neuronas 

bipolares (63.9%), aunque también se han observado formas monopolares (30.6%) y 

multipolares (5.5%). Su potencial de membrana (Vm) es de alrededor de -60 mV y su 

capacitancia de membrana (Cm) de entre 15 y 30 pF además existe una heterogeneidad 

de las fibras vestibulares con diámetros entre 2 y 13 μm que está relacionada con las 

vías en que se dispersa la información sensorial (Soto et. al., 2002). Sus somas se 

localizan en el ganglio vestibular también denominado ganglio de Scarpa. Las 

Figura 2. Se muestra los dos tipos de células ciliadas y sus terminaciones aferentes. Las células 
ciliadas de tipo I tienen un final de cáliz grande que envuelve toda su superficie basolateral, mientras 
que las células ciliadas de tipo II se ponen en contacto con las terminaciones de los botones 
aferentes. También se observan los distintos canales iónicos que las inervan. (Eatock, 2011).  
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telodendritas proyectan hacia las células ciliadas y sus axones hacia los núcleos 

vestibulares o directamente a neuronas en el cerebelo (Bronstein & Lempter, 1997). 

            Las neuronas aferentes vestibulares tienen una descarga eléctrica basal que es 

causada por la liberación espontánea de neurotransmisor de las células ciliadas, el cual 

pertenece al grupo de aminoácidos excitadores (Soto & Vega, 1988; Soto et. al., 1994), 

lo cual es sustentado por reportes que indican la presencia de glutamato por medio de 

sus receptores (NMDA, AMPA, kainato y aspartato) en las células ciliadas vestibulares 

(Soto & Vega, 2010). Las neuronas eferentes modifican la regularidad de la descarga de 

las neuronas aferentes (Goldberg et. al., 2012; Holt et. al., 2011). El principal 

neurotransmisor de las neuronas eferentes es la acetilcolina (ACh), aunque también se 

ha reportado liberación del péptido relacionado con el gen de la calcitonina (CGRP), 

sustancia P y encefalinas. Para las encefalinas la célula postsináptica posee receptores 

opiodes μ en las neuronas aferentes y receptor opiode κ en las células ciliadas (Starr & 

Sewell, 1991; Vega & Soto, 2003). 

            Las aferentes vestibulares proporcionan información sobre la estimulación 

sostenida, como la aceleración de la gravedad y sobre los cambios bruscos en las 

aceleraciones corporales (Carriot et. al., 2014). La disminución dependiente del tiempo 

en el disparo aferente vestibular es probable que se derive de la adaptación en varios 

niveles, incluido el de la transducción mecanoeléctrica por las células ciliadas y la 

adaptación de las fibras nerviosas (Suarez Nieto, 2003).  

            Las NAV de acuerdo a la regularidad en la frecuencia de disparo de potenciales 

de acción (PA) en condiciones basales, son clasificadas en regulares e irregulares 

(Goldberg & Férnandez, 1977). Existe una correlación entre la morfología de las 

aferentes vestibulares y su regularidad de descarga. Así las neuronas con terminación 

de cáliz, con los somas más grandes, tienen una descarga irregular y se caracterizan por 

tener: axones gruesos y medianos que inervan las zonas centrales y estriolares del 

neuroepitelio sensorial; sinapsis en tipo de cáliz y dimórficas con las células ciliadas tipo 

I; respuestas fásico-tónicas; sensibilidad a la velocidad del desplazamiento de la cúpula 

o la otoconia; alta sensibilidad a fuerzas angulares o lineales; alta respuesta a la 

estimulación de las fibras eferentes; bajos umbrales a estímulos cortos y alta sensibilidad 

a corrientes galvánicas constantes (Eatok et. al., 2008) (Figura 3). Mientras que las NAV 
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con terminación en botón, de tamaño pequeño, que inervan las células ciliadas tipo II, 

poseen una descarga regular (Férnandez et. al., 1988; Eatock et. al., 2008; Goldberg et. 

al., 2012) y se caracterizan por tener: axones medianos y delgados que inervan las zonas 

periféricas extraestriolares; sinapsis en forma de botón; respuestas tónicas que son las 

esperadas para la macromecánica de los órganos vestibulares; baja sensibilidad a las 

fuerzas lineales y angulares y baja sensibilidad a la estimulación eléctrica de las fibras 

eferentes (Eatock et. al., 2008).  

 

 

 

           

           

 

 

            Las neuronas aferentes vestibulares proyectan a los núcleos vestibulares. Estos 

núcleos también reciben entradas propioceptivas mayormente durante el movimiento 

corporal, e independientemente del movimiento cefálico, lo que les permite integrar el 

movimiento corporal a la información vestibular. El sistema vestibular tendría entonces 

Figura 3. Los aferentes regulares, que tienen potenciales de acción de descarga regular (trazo azul), 

forman terminaciones nerviosas de botón en las células ciliadas de tipo II (B). Las aferentes irregulares, 

que tienen una mayor variabilidad en su descarga en reposo (trazo rojo), inervan las células ciliadas 

tipo I con terminaciones nerviosas del cáliz (C) y hacen sinapsis con las terminaciones nerviosas 

dimórficas (mezcla de botón y cáliz D). Tomada de Cullen, 2019.  
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una función polimodal relacionada con la sensación de movimiento propio del individuo, 

la memoria espacial, la navegación en el espacio, la propiocepción y el aprendizaje 

espacial (Hitier et. al., 2014). Por otro lado, también el cerebelo recibe información de 

los núcleos vestibulares, la mayor parte de estas proyecciones terminan en el nódulo y 

la úvula. Otro grupo de proyecciones se dirigen bilateralmente al floculo y núcleo 

fastigio, núcleo interpósito y vermis posterior (Gil-Carcedo et. al., 2004). 

 A través de la dinámica de actividad eléctrica de estas vías, se generan reflejos 

que son esenciales para la bipedestación, la estabilidad visual y el equilibrio general del 

individuo: son los reflejos vestíbulo-ocular (la estabilización visual durante movimientos 

de la cabeza), vestíbulo-cervical (el mantenimiento de la posición de la cabeza) y 

vestíbulo-espinal (función del equilibrio) y la generación de un mapa para la navegación 

inercial y la cognición espacial (Purves et. al., 2004). 

             Además, se ha encontrado que el sistema vestibular tiene representación cortical 

en las áreas: 2v, en el vértice de la cisura intraparietal; 3av, en la cisura central; 7, en el 

lóbulo parietal inferior y la corteza parietoinsular adyacente a la parte posterior de la 

ínsula (PIVC) (Figura 4), (Schubert & Shepard, 2008). 

 

 

 

 

 

 

Figura 4. Áreas que reciben información vestibular. Área 2v en la parte anterior de la cisura 

intraparietal (movimientos oculares), área 3a en la cisura central (codifican la representación 

somatosensorial), área 6 (guía sensorial del movimiento), área 7 multisensorial en la corteza 

parietal inferior (forma la corteza somatosensorial secundaria y participa en la coordinación 

visual-motor). Tomada de Brandt, 1999. 
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Actividad eléctrica en las neuronas aferentes vestibulares  

 

Las NAV se dividen, con base en su descarga ante pulsos de corriente en neuronas con 

descarga transitoria y neuronas con descarga sostenida. Las neuronas con descarga 

transitorias disparan uno o dos conjuntos de potenciales de acción independientemente 

del nivel de corriente, en cambio, las neuronas con descarga sostenida son más 

heterogéneas disparando trenes de potenciales de acción. La naturaleza regular del 

patrón de disparo sostenido y la amplitud y la duración de posthiperpolarización (PHP) 

sugieren que existe una correspondencia con la clasificación regular in vivo, mientras 

que el disparo transitorio corresponde a una descarga irregular in vivo. Las categorías 

de patrones de disparo son estables, esto es, no se modifican a diferentes temperaturas 

y tampoco con la edad de las ratas y ratones (Kalluri el. al., 2012). El disparo sostenido 

raramente se presenta en los días 5-7 postnatal, pero se incrementa por arriba de 60% 

durante la semana 2-3 postnatal. 

            La actividad eléctrica de las neuronas aferentes vestibulares tiene una dinámica 

compleja que varía en función de las aceleraciones tanto lineales como angulares, 

llevando información acerca de los movimientos y de la posición de la cabeza a las áreas 

del sistema nervioso central involucradas en el control de la postura y del movimiento de 

los ojos (Goldberg & Fernández ,1984). Según el coeficiente de variación de su descarga 

en reposo, las NAV se han clasificado en células regulares e irregulares (Goldberg & 

Férnandez, 1977; Goldberg, 2000). Sin embargo, no existe una separación clara en dos 

subgrupos neuronales debido a que la regularidad de la descarga varía de las células 

más irregulares a las normales que forman un continuo entre todas las células (Honrubia 

et al. 1989). 

            La respuesta de disparo depende no sólo de las señales de entrada sináptica, 

sino también del filtrado impuesto por las propiedades intrínsecas de las neuronas. En 

muchos sistemas, las propiedades biofísicas de las neuronas tienen influencias 

significativas en las respuestas a las señales de entrada (Llinas, 1988; Destexhe et al., 

1996; Oertel, 1997). Sin embargo, poco se sabe acerca de cómo las corrientes iónicas 

dependientes del voltaje y el tiempo contribuyen a la dinámica temporal del disparo y a 
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la diversidad de propiedades de las respuestas observadas en las neuronas del núcleo 

vestibular. 

  La descarga de PA en las neuronas aferentes secundarias, que reciben 

información convergente de diversas fibras aferentes vestibulares con descarga de PA 

de tipo regular e irregular, no se asemeja a la entrada aferente en la regularidad de 

descarga de PA. La información de origen ampular que se transmite de las neuronas 

secundarias (ubicadas en el núcleo vestibular medial homolateral y desde donde parten 

dos uniones directas monosinápticas hacia los núcleos oculomotores) no depende de la 

regularidad de descarga de PA pero sí de la sensibilidad de entrada neuronal de las 

aferentes individuales. Se propone entonces que el patrón de las aferentes vestibulares 

secundarias está determinado por sus propiedades intrínsecas como la fase de 

despolarización una región que podría determinar la regularidad de descarga (Chen-

Huang et. al., 1997). En las NAVs se ha observado que tanto la posthiperpolarización 

(PHP) y los potenciales postsinápticos excitatorios miniatura (mEPSP) son diferentes en 

las terminales con descarga de PA de tipo regular e irregular. Las fibras con disparo 

regular tienen una PHP prominente y rápida, de -6.8 mV a 7.4 ms y decae 

exponencialmente con una 𝜏= 24 ms, los mEPSP son pequeños y difíciles de identificar. 

Mientras que en las fibras con disparo irregular la PHP es de -1.4 mV y la 𝜏= 4.3 ms, en 

éstas fibras los mEPSPs pueden observarse más fácilmente. El disparo promedio es de 

16 espigas/seg en las fibras regulares y 28.6 espigas/seg en las irregulares (Goldberg & 

Holt, 2013). 

            Risner & Holt (2006) categorizaron dos poblaciones de neuronas aferentes 

vestibulares sin tomar en cuenta otras clasificaciones, basados en el umbral requerido 

para producir un potencial de acción. Neuronas de bajo umbral con una inyección de 

corriente en promedio mínimo de -43 pA ± 12 pA, y neuronas de alto umbral que 

requerían -176 pA ± 106 pA. Las neuronas de bajo umbral tenían una capacitancia media 

de 10 ± 4 pF mientras que el valor de las neuronas de alto umbral fue de 13 ±6 pF. Estos 

autores encuentran que las conductancias de potasio sensibles a 4-AP y TEA 

contribuyen en el patrón de disparo de las neuronas del ganglio vestibular del ratón 

postnatal (P0-P12). 
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  Las conductancias sensibles a TEA tienen su rango de activación a voltajes más 

positivos por ello tiene poca influencia sobre el potencial o el umbral de reposo. Tanto la 

conductancia sensible a 4-AP como la conductancia de K+ sensible a TEA contribuyen a 

la posthiperpolarización alterando la amplitud y la cinética de éstas. El bloqueo de 

canales de potasio activados por calcio disminuye el número de potenciales de acción 

en neuronas aferentes vestibulares con descarga sostenida (Soto et. al., 2003). Las 

corrientes de potasio activadas por calcio de los tipos BK e IR tienen una clara correlación 

con el tamaño del soma de las NAV y con la expresión de la corriente de calcio tipo T. 

La corriente BK se expresa en células con corriente de calcio tipo T mientras que la 

corriente IR se expresa fuertemente en ausencia de esta corriente. En el 60% de las NAV 

la corriente BK se activa a voltajes bajos lo cual parece indicar que existe un 

acoplamiento fisiológico con canales de calcio tipo T (Limón et. al., 2005; Risner & Holt, 

2006). 

 

Canales de calcio dependientes de voltaje 

 

Los canales de calcio dependientes de voltaje tienen una historia que impacta en muchos 

campos de la neurociencia y la farmacología. Fueron identificados por primera vez por 

Fatt y Katz (1953). Más tarde, se descubrió que hay diferentes subtipos de canales en 

las células excitables y, en consecuencia, los canales de calcio dependientes de voltaje 

se clasificaron y nombraron de acuerdo con varios esquemas. 

            En 1975, se registraron dos corrientes entrantes de calcio provenientes de 

huevos de estrellas de mar fertilizados. Las propiedades biofísicas de un tipo de canal 

("canal I") tenían una serie de propiedades novedosas, incluyendo la activación e 

inactivación a potenciales de membrana más negativos que otros canales conocidos. En 

contraste, el segundo canal ("canal II") era similar al canal de calcio previamente 

caracterizado en tejidos adultos (Hagiwara et al., 1975).  

          La primera clasificación de los canales de Ca2+ se llevó a cabo bajo propiedades 

farmacológicas y electrofisiológicas. Se observó que algunos sólo necesitan una 

pequeña despolarización para activarse, mientras que otros requieren un paso 
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relativamente alto en el voltaje de la membrana para abrirse (Hagiwara et al. 1975; Llinás 

& Yarom, 1981). De acuerdo con este criterio, los canales de calcio se dividieron en 

canales activados de umbral bajo (LVA) y activados a umbral alto (HVA). Los canales de 

calcio LVA se activan a un voltaje de membrana de −70 mV. Estos canales también se 

denominaron canales de calcio tipo T (por diminutos y transitorios) debido a que la 

conductancia de canal unitario de los canales LVA es muy baja (entre 5 y 9 pS) y también 

porque su corriente es transitoria (inactivación rápida) y minúscula (conductancia 

pequeña). En cambio, los canales HVA tienen un umbral de activación a voltajes de 

membrana a −20 mV (Caterall, 2011). El primer representante generalmente conocido 

de la familia de canales HVA se encontró abundantemente en los músculos esqueléticos, 

lisos y cardíacos, así como en las neuronas. Debido a su amplitud de conductancia de 

un solo canal y una cinética lenta de la inactivación de la corriente, se le llamó canal de 

calcio tipo L (L para grandes y duraderos) en contraste con el tipo T. Un distintivo 

farmacológico de todos los canales de tipo L es su sensibilidad a las dihidropiridinas, una 

amplia clase de medicamentos con acción inhibitoria (nifedipina, nisoldipina, isradipina) 

o activadora (Bay K 8644) en el canal. 

          En la década de 1980, los experimentos con células neuronales revelaron nuevos 

canales de calcio, insensibles a los DHP y con conductancias de un solo canal entre las 

de los canales de tipo T y L (Nowycky et al. 1985; Fox et al. 1987). Estos canales se 

denominaron canales de calcio tipo N (neuronales). Más tarde, se demostró que los 

canales neuronales de tipo L no podrían clasificarse en subtipos según su sensibilidad a 

las toxinas peptídicas aisladas de caracoles y arañas. El canal sensible a la ω-conotoxina 

GVIA (toxina de Conus geographus) mantuvo el nombre de canal tipo N, mientras que el 

sensible a la ω-Aga IVA se denominó canal tipo P / Q (P para células de Purkinje, donde 

este canal se caracterizó por Llinás y co-autores en 1989). Los canales resistentes a 

toxinas se denominaron canales de calcio tipo R (por resistente), se dividen brevemente 

en la Tabla 1. 

 

            Hay tres tipos de canales Cav3 (Cav3.1, Cav3.2 y Cav3.3), todos los cuales 

representan canales de calcio tipo T (Cribbs et al., 1998; Lee et al., 1999b; Perez-Reyes 

et. al., 1998, Ertel et. al., 2000). Los canales Cav3 se distinguen por su sensibilidad a 
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níquel y resistencia relativa al bloqueo por iones de cadmio, que bloquea a todos los 

canales HVA en el rango milimolar bajo (Pérez-Reyes, 2003).  

            Las corrientes mostraron una cinética transitoria con rápida inactivación y 

desactivación relativamente lenta ("tipo T") (Nowycky et al., 1985) que dio lugar a 

corrientes de cola características después de las despolarizaciones. Finalmente, las 

corrientes de tipo T mostraron una dependencia de voltaje distintiva de activación e 

inactivación, lo que resulta en una característica contrastante del patrón de corriente en  

respuesta a la despolarización de los canales HVA (Randall & Tsien, 1997; Perez-Reyes, 

1998). También llamado "Ifast" (Bean, 1989), "tipo I" (Hagiwara et al., 1975), "low-

threshold inactivating (LTI)" (Kostyuk et al., 1988), y "desactivación lenta “(Armstrong & 

Matteson, 1985). Los tipos de corrientes parecen ser la base de procesos fisiológicos por 

voltaje conocidas como canales de calcio voltaje-dependientes (VDCCs). A diferencia de 

las neuronas dependientes de activación de alto voltaje tipo P-/Q y tipo N de los canales 

de calcio (HVA), en la mayoría de las neuronas con corriente de calcio tipo T no aparecen 

directamente acopladas al neurotransmisor Ach, posiblemente por la ausencia de 

subunidades auxiliares (Kato T. et al., 1992; Stephens et al., 2001). Las corrientes de 

tipo T se registran a partir de miocitos cardíacos de algunas especies (Hagiwara et al., 

1988), en células de tejido gastrointestinal (Xiong et al., 1995), bronquial (Janssen, 1997), 

vascular (Ganitkevich & Isenberg, 1991), y las células del músculo liso uterino (Lee S. E. 

et al., 2009), aunque el acoplamiento excitación-contracción está mediada 

principalmente por la dependencia de alto voltaje de las corrientes de calcio tipo L (HVA). 

            En la década de 1980, la proteína del canal de calcio se purificó y se demostró 

que consta de varias subunidades (Borsotto et al. 1985; Flockerzi et al. 1986; Sieber et 

al. 1987; Takahashi et al. 1987; Leung et al., 1988). La subunidad principal del canal de 

calcio dependiente de voltaje (VDCC) se denominó α1, y las subunidades auxiliares se 

denominaron β, α2, δ y γ. Todos los canales de calcio voltaje-dependientes poseen una 

subunidad alfa (α1) que es codificada por lo menos por 10 genes distintos (Pérez-Reyes, 

2003). 

            Respecto a su estructura, la subunidad α1 (190-250 kDa) es la más grande con 

1813-1873 aminoácidos y es la que forma el poro del canal, también es el sensor de 

voltaje que posee el sistema de apertura, aquí se localizan los sitios donde actúan los 
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segundos mensajeros, los fármacos y las toxinas. La subunidad alfa se organiza en 4 

dominios homólogos (I-IV) con aproximadamente 300 aminoácidos cada uno y 6 

segmentos transmembranales (S1-S6) en cada dominio. Su terminal amino y carboxilo 

se ubican en el lado intracelular (Aidley, 1998; Catterall et. al., 2005). El poro del canal 

está formado por las regiones extracelulares reentrantes (bucles p), que conectan 

segmentos S5 y S6 y determinan la selectividad y la conductancia del canal en cada 

dominio, que contienen cuatro residuos ácidos clave (glutamato o aspartato) que son 

responsables de la selectividad al calcio. El sensor de voltaje está formado por los 

segmentos S4 ricos en arginina / lisina cargados positivamente (Figura 5). El sensor de 

voltaje esta acoplado con el segmento S6 el cual está involucrado en la apertura del 

canal de Ca2+ y es probablemente la compuerta de activación intracelular (Jurkovicova-

Tarabova et al., 2018).             

 

Adaptada de Lacinova 2005. 

 

 

            Los canales de calcio tipo T, activados a bajos voltajes, difieren de los canales 

de calcio tipo L en la secuencia del filtro selectividad en dos residuos de aspartato en 

 Tabla 1. Tipo de canales de calcio voltaje-dependientes 

  Tipo Subunidad α Canal 

                                                       

 

 

Canales HVA 

                                 

 

Neuronales 

tipo “L” 

 

Tipo L α1S Cav1.1 

α1C Cav1.2 

α1D Cav1.3 

α 1F Cav1.4 

Neuronales 

tipo “no L” 

Tipo P/Q α 1A Cav2.1 

Tipo N α 1B Cav2.2 

Tipo R α 1E Cav2.3 

Canales LVA Tipo T α 1G Cav3.1 

α 1H Cav3.2 

α 1I Cav3.3 
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lugar de residuos de glutamato (EEDD). Los canales de calcio en general son 

permeables a otros iones monovalentes y divalentes en el siguiente orden Ca2+> Ba2+> 

Li+> Na+> K+> Cs+. A pesar de que el Ca2+ y el Na+ tienen diámetros idénticos (2 Å), los 

canales de calcio son permeables a iones de Ca2+ sobre los iones de Na+ a una razón 

de 1000:1 (Sather & McClesky 2003; Garza, 2005). Dependiendo del tipo del canal de 

calcio se asocian subunidades auxiliares. La subunidad β (56 kDa) se une a los dominios 

I y II de la subunidad α1 en la parte intracelular sobre un motivo de 18 aminoácidos y 

modifica la cinética del canal. Las subunidades α2-δ (155 kDa) forman un complejo unido 

por puentes disulfuro. También se asocia una subunidad γ transmembranal (35 kDa) 

(Catterall et. al., 2005; Dolphin, 2006). 

 

 

 

 

Figura 5. Topología de membrana de la subunidad α de formación de poros Cav3. Consta de cuatro 

dominios (I a IV) formadas por seis hélices transmembrana y conectadas mediante bucles citosólicos. 

Los segmentos S4 (++++) ricos en arginina (R) / lisina (K) forman el sensor de voltaje, mientras que 

los bucles P entrantes (en verde) forman el poro del canal y proporcionan selectividad de calcio. 

Tomada de Simms et.al., 2014. 
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            Se ha propuesto un modelo para explicar la permeabilidad del calcio a través de 

los canales de calcio tipo T (Figura 6). El poro del canal tipo T tiene tres sitios de unión 

al calcio: el primero, representado por el clásico filtro de selectividad locus EEDD, el 

segundo, ubicado por encima del locus EEDD denominado sitio DCS (divalent-cation-

site), y el tercero, ubicado por debajo del locus EEDD denominado sitio de “salida”. Estos 

últimos tienen una baja afinidad al calcio. El locus EEDD tiene la más alta afinidad para 

el calcio y otros iones divalentes (Ba2+ y Sr2+), es rígido y capaz de acomodar un ion a la 

vez. El calcio compite desde afuera con iones metálicos divalentes (Zn2+, Cu2+, Ni2+) por 

el sitio DCS y con iones de magnesio desde adentro por el sitio “salida” (Shuba, 2014).  

 

 

 

 
Figura 6. Modelo propuesto de la permeabilidad del Ca2+ por los canales de calcio tipo T (Corry & 

Hool, 2007; Shuba, 2014). 
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 Moduladores de los canales de calcio tipo T 

 

Los canales de calcio tipo T se caracterizan por un potencial de membrana umbral para 

la activación de una corriente de entrada macroscópica de aproximadamente -70 mV, 

que está por debajo del umbral de potencial para la generación de potencial de acción, 

y es mucho más negativo que para los canales HVA. Los canales LVA se abren e 

inactivan muy rápido, pero desactivan de 10 a 100 veces más lento que los canales HVA 

en la repolarización de membrana, generando una corriente de cola, tienen una 

conductancia de canal unitario pequeña y similar para los iones Ba2+ y Ca2+, además de 

ser insensibles a DHP.  

            En muchas neuronas el influjo de calcio a través de canales tipo T desencadena 

disparos a bajos umbrales provocando ráfagas de potenciales de acción mediados por 

canales de Na+. Las neuronas talámicas pueden cambiar su patrón de disparo 

dependiendo del voltaje al cual se fijan éstas neuronas. Se observa un patrón tónico a 

un Vh= -40 mV y un patrón fásico a un Vh= -100 mV.         

            En el patrón de disparo fásico se observa una fase referida como espiga de bajo 

umbral (LTS). Registros de fijación de corriente en neuronas talámicas aisladas en cultivo 

del cuyo muestran que ésta fase puede ser bloqueada por níquel (a una concentración 

500 μM) y que no se afectan con dihidropiridinas (Nimodipina 10 μM) o con TTX (3 μM). 

En registros de fijación de voltaje de célula completa sobre estas mismas células se 

observa una corriente de bajo umbral de inactivación rápida que manifiesta una 

dependencia de voltaje y curso temporal similar a las espigas de bajo umbral por lo que 

en las neuronas talámicas los canales tipo T son la base de las LTSs y por tanto juegan 

un papel crítico en la regulación del patrón de disparo en estas células (Suzuki  

& Rogawski, 1989). 

            Estos canales tienen tres isoformas Cav3.1, Cav3.2 y Cav3.3. Para el canal 

Cav3.1, los potenciales para voltajes de activación medio-máximos (V0.5act) fueron −41.8 

mV y −14.7 mV en 2 mmol / l de Ca2+ (Monteil et al. 2000a). Estudios electrofisiológicos 

de canales recombinantes describen las propiedades cinéticas de las isoformas de α1 

para Cav3 y demuestran que dichas corrientes son muy similares a los canales tipo T 

nativos (Pérez-Reyes, 2003). Los canales tipo T requieren de un periodo precedente de 
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hiperpolarización para recuperarse de la inactivación y que estén listos para volverse a 

abrir (Cueni et al., 2009). NNC 55-0396 parece ser un bloqueador selectivo de canal tipo 

T. A diferencia de varios informes sobre canales nativos de tipo T (Lacinová et al., 2000a), 

ambos canales (nativos y no nativos) son resistentes tanto a las DHP agonistas como a 

los antagonistas.  El conjunto único de propiedades biofísicas de los canales tipo T, 

especialmente su activación a bajos voltajes, y su capacidad de generar corrientes de 

calcio de ventana a potenciales cercanos al potencial de membrana en reposo, los hace 

ideales para regular la excitabilidad celular y los comportamientos oscilatorios (Zhang et. 

al., 2012).  

            En las neuronas aferentes vestibulares de la rata se ha encontrado que el 

receptor opioide Mu produce una inhibición de la corriente de calcio tipo T por la vía del 

cAMP (voltaje independiente) (Seseña et. al., 2014). Se ha reportado que la densidad de 

corriente de las tres isoformas de los canales tipo T, expresados en células de ovario de 

hámster chino (CHO), es potenciada por la activación de cAMP a 37°C y no a 

temperatura ambiente, y también la fosforilación dependiente de PKA directa al canal 

Cav3.2 se observa a 37°C pero no a temperatura ambiente. Esto podría reflejar la 

naturaleza sensible a temperatura de la cinasa. La caveolina-3 interactúa con Cav3.2 

pero no con Cav3.1 para regular la modulación dependiente de PKA en miocitos 

ventriculares neonatos. La fosforilación por CaMKII se produce sobre los residuos de 

serina 1198 y 1153 en el asa que une a los dominios II-III. A diferencia de los Cav3.2, los 

Cav3.1 no poseen estos residuos por lo que no se modulan por CaMKII (Zhang et. al., 

2012). 

            Además, la entrada de calcio por estos canales puede regular directamente las 

concentraciones intracelulares que participan como segundos mensajeros en una 

variedad de procesos. Por lo que el bloqueo de éstos canales puede contribuir a terapias 

con antihipertensivos, antiepilépticos, anestésicos, y posiblemente antisicóticos (Pérez-

Reyes, 2003). 

 Existe además un sitio de unión a metales extracelulares (EMBS extracelular 

metal binding site) compuesto por un motivo de Asp-Gly-His en el asa que une el 

segmento S3-S4 del primer dominio (IS3-IS4) y un residuo aspartato en el segmento S2 

del primer dominio (IS2). Análisis mutacionales combinados con pruebas funcionales de 
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las isoformas de los canales de calcio LVA llegan a la conclusión que la alta sensibilidad 

de los Cav3.2 al níquel (Figura 6), cobre, zinc, y factores redox esta principalmente 

determinada por este sitio. Se demostró que el sitio Histidina-191 (H-191) es quien 

confiere la alta selectividad del níquel a los Cav3.2 (Kang et. al., 2005), mientras que las 

isoformas relativamente insensibles al níquel (Cav3.1 y Cav3.3) contienen glutamina en 

las posiciones equivalentes al sitio H-191. Más aún los datos indican que el bloqueo por 

el níquel, mibefradil (Strege et. al., 2005) y el Zinc para los canales Cav3.2 involucran un 

efecto alostérico de EMBS en la compuerta del canal más que una acción directa sobre 

los iones que permean a través del canal de calcio tipo T (Nosal et. al., 2013). 

 

 Canales de calcio activados por voltaje en las neuronas aferentes vestibulares  

 

El primer trabajo realizado sobre la distribución de conductancias iónicas de Ca2+ 

activadas por voltaje en las NAVs fue realizado por Desmadryl et. al. en 1997. Se 

investigó la presencia de corrientes de Cav en ganglios vestibulares de ratón post-natal 

usando la técnica de patch-clamp de célula completa. Todas las neuronas mostraron la 

presencia de corrientes HVA, mientras que la corriente LVA se observó sólo en las 

neuronas más grandes (17.2 ± 2 contra 21.3 ± 2 μm de diámetro).  

            Durante el desarrollo embrionario de las NAVs del ratón se ha observado la 

presencia de dos grupos de neuronas con corriente LVA, uno que a partir del estado 

embrionario E17-P0 la corriente LVA decrece (< 50 pA/pF), y otro en el cual la corriente 

incrementa durante el estado E17-P4 (> 50 pA/pF). En la etapa embrionaria E17 del 

epitelio sensorial vestibular del ratón es donde existe el principal periodo de crecimiento 

neuronal, a partir de esta etapa hasta el nacimiento se presenta un desarrollo substancial 

de contactos sinápticos entre las aferentes primarias y las células ciliadas (Chambard et. 

al., 1999).  

            Autret et. al. (2005) reportan que un 70% de las NAV expresan corriente LVA, y 

Limón et. al. (2005) identifican dos grupos evidentes para las NAV, uno con presencia de 

corriente, LVA (+), alrededor del 74% en células grandes y medianas (39 ± 15 pF) y otro 

grupo sin esta corriente, LVA (-), que representan el 26% de las células pequeñas (18.5 

± 7 pF). Así mismo sus propiedades biofísicas son diferentes, las corrientes de calcio en 



19 
 

las células que carecen de la LVA se activan a un voltaje de -45 mV, se inactivan 

parcialmente durante un pulso de 800 ms, su máxima amplitud es alrededor de -10 mV 

y su densidad de corriente al pico máximo en éstas células es de -30 ± 6 pA/pF. Mientras 

que las neuronas que expresan LVA, la corriente de calcio se activa alrededor de -60 

mV, se inactivan completamente a 31 ± 2 ms y su densidad de corriente es de -49 ± 8 

pA/pF (Desmadryl et. al., 1997; Chambard et. al., 1999; Autret et. al., 2005; Limón et. al., 

2005). Así también Rangel y colaboradores reportan (en 2016) que el Ni 2+ a [300µM] 

modifica la morfología de los potenciales de acción (PA), disminuyendo la amplitud y 

aumentando la duración del PA y disminuyendo la corriente LVA un 78% y la HVA un 

58%, por otro lado, Mibefradil (un derivado de la Bencilimidazoliltetralina) disminuye la 

amplitud y el umbral del PA. Además, la frecuencia del disparo repetitivo generado por 

un largo impulso de despolarización (1.5 × T) se redujo después de aplicar tanto Ni2+ y 

mibefradil.  La corriente LVA bloqueada con Mibefradil produjo una tendencia hacia el 

disparo regular. Los estímulos sinusoidales mostraron un grupo de células en las que el 

número de PA aumentó y otro grupo donde el número de PA disminuyó. Estos resultados 

mostraron que las NAV poseen una corriente de LVA y que su expresión heterogénea 

contribuiría a explicar algunas de las diferencias en el patrón de descarga en estas 

neuronas. 

            Los canales LVA producen una corriente de ventana entre -65 y -45 mV que es 

bloqueada por concentraciones micromolares de níquel, se inhibe por velocidades de 

perfusión rápida, pueden generar potenciales postdespolarizantes durante la fase de 

repolarización de los potenciales de acción, y ocasionalmente generan espigas de calcio. 

Con base a lo anterior Autret et. al., (2005) argumentan que el subtipo Cav3.2 es la 

principal isoforma de los canales tipo T expresadas en las NAV, que juegan un papel 

importante en la excitabilidad de estas neuronas durante la ontogénesis del vestíbulo, ya 

que estos autores estudian la corriente de calcio tipo T durante la etapa embrionaria E17 

de las neuronas vestibulares. En ensayos de fijación de voltaje en la modalidad de célula 

completa se ha observado una disminución de la corriente de calcio (rundown) en 

cercano al 50 % en condiciones control tras 10 minutos de registro (Seseña, 2009). 
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JUSTIFICACIÓN 

Los canales de calcio tipo T juegan un papel importante en la excitabilidad neuronal, se 

pueden detectar en diversos tejidos como el corazón, el cerebro, los ganglios de la raíz 

dorsal y la glándula suprarrenal. En el corazón, los canales de calcio tipo T pueden 

contribuir a la generación del potencial de acción en el nódulo sinoauricular, a la 

despolarización de las membranas celulares y a la propagación del potencial de acción 

de calcio aurículo-ventricular. La entrada de calcio a través del canal de tipo T juega un 

papel importante en el inicio de la liberación de Ca2+ inducida por Ca2+ en el corazón en 

desarrollo (Katz, 1999). El papel funcional de los canales de tipo T en la generación de 

LTSs se ha demostrado en las neuronas de la oliva inferior, el tálamo, el hipocampo y el 

neocórtex (Llinas  & Yarom, 1981a). En la glándula suprarrenal, se postula que los 

canales de tipo T están involucrados en la secreción de hormonas (Cohen et al. 1988). 

También hay evidencia de que las anomalías en los genes de canal de tipo T dan lugar 

a epilepsia, migraña, ataxia, cardiomiopatía y dolor crónico (Sen & Smith, 1994; 

Tsakiridou et al., 1995; Talley et al., 2000), así también con trastornos del espectro autista 

(Lu et al., 2012; Splawski et al., 2006). Así también se ha observado que los canales de 

calcio tipo T participan en el patrón de descarga de las NAV lo cual tiene gran relevancia 

en la codificación de la información sensorial y en la fisiología del sistema vestibular. 

(Rangel et. al., 2016) que contribuye a un aumento transitorio en [Cav2+], que es probable 

que participe en la ontogénesis vestibular controlando el crecimiento y la guía del axón, 

como se describe para el desarrollo de la médula espinal embrionaria (Autret et. al., 

2005). 

PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA 

Las NAVs se han diferenciado en regulares e irregulares con base en el coeficiente de 

variación de su descarga en reposo. Además, se han correlacionado sus características 

morfológicas con la regularidad de descarga. Sin embargo, estas diferencias en las 

propiedades de disparo de las NAVs no pueden ser explicadas solamente por la entrada 

sináptica, por el tipo de células ciliadas que inervan y tampoco por su distribución con 

respecto al neuroepitelio (Holt et. al., 2011). Por esta razón se propone que las 

propiedades intrínsecas de las neuronas vestibulares, es decir, la composición de las 
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corrientes iónicas de membrana, puedan ser determinantes en el patrón de actividad de 

descarga. Por lo tanto, en este proyecto se pretende hacer la caracterización funcional 

de la corriente de calcio tipo T sobre el patrón de descarga de las neuronas aferentes 

vestibulares y responder: ¿Cuál es la dinámica funcional de la corriente de calcio tipo T 

en las neuronas aferentes vestibulares a una concentración de Níquel de 100µM? en 

relación a estas variables: 1) Regularidad de descarga y 2) Características de la 

corriente.  

 

HIPÓTESIS  

La corriente de calcio tipo T contribuirá a determinar el patrón y la regularidad de 

descarga de las neuronas aferentes vestibulares de la rata.  

 

OBJETIVOS 

Objetivo general  

Caracterización funcional de la corriente de calcio LVA sobre el patrón y la regularidad 

de descarga de las neuronas aferentes vestibulares de la rata.  

 

Objetivos específicos 

 Identificar la corriente de calcio tipo T en las neuronas aferentes vestibulares, 

mediante registro de corrientes iónicas por fijación de voltaje.  

 Determinar las propiedades biofísicas de la corriente de calcio tipo T, incluyendo 

su dependencia de voltaje, densidad de corriente y cinética del canal.  

 Estudiar la participación de la corriente de calcio LVA en la morfología del 

potencial de acción, mediante registros de fijación de corriente con la 

concentración de Níquel a 100 µM,  

 Estudiar la influencia de la corriente tipo T sobre el patrón de descarga de las 

neuronas aferentes vestibulares, en presencia de Níquel a 100 µM, mediante 

fijación de corriente.  
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MATERIAL Y MÉTODOS 

Respeto de los lineamientos bióticos institucionales 

Las ratas neonatales (alrededor de 50) se sacrifican siguiendo la norma oficial NOM 062-

ZOO-1999 y los lineamientos establecidos por el CICUAL (Comité Institucional para el 

Cuidado y uso de Animales de Laboratorio, BUAP) y también de acuerdo a la Ley General 

de Salud en Materia de la Investigación para la Salud de la Secretaria de Salud de 

México. El diseño experimental considera el uso mínimo en el número de animales. 

Cultivo de neuronas aferentes vestibulares 

Para realizar el proyecto se utiliza como modelo biológico a las ratas neonatales Long-

Evans de la cepa C-II de un rango de P7-P10 debido a que a esta edad ya se presenta 

un desarrollo del sistema vestibular además de menor mielinización de las neuronas y 

no se hizo distinción de peso ni sexo, las cuales se obtienen del bioterio Claude Bernard 

de la BUAP-CU. Las ratas fueron anestesiadas con sevoflurano (2 ml por 2 minutos) y 

sacrificadas por decapitación, posteriormente se remueve el maxilar inferior, se retira la 

piel, además, se elimina la bóveda craneana, se remueve el cerebro y cerebelo por el 

agujero magnum. Posteriormente, se identifican los nervios ópticos y las meninges con 

un estereoscopio para poder extraer los ganglios vestibulares que van a ser depositados 

en un tubo Corning de 15 ml con las enzimas diluidas (tripsina y colagenasa) en 2 ml de 

medio L 15 los cuales son incubados por 20 minutos a 37°C.  

          El tejido obtenido se lava 2 veces, la primera con las enzimas y la siguiente en 

medio L-15 y después de cada lavado el tejido se centrifuga 4 minutos a 4000 rev/min. 

Los ganglios vestibulares se disocian mecánica y enzimáticamente con una pipeta 

Pasteur con un volumen de 0.4 ml de medio L-15 modificado y suplementado. Las células 

se asientan en vidrios que son tratados con 100 μg/mL Poli-D-Lisina (Sigma-Aldrich®). 

Posteriormente las células se incuban por un tiempo aproximado de 22 ± 2 horas a 37°C, 

5% de CO2 (Nuaire®) en medio de cultivo L-15 (Gibco®) modificado y suplementado que 

contiene entre otros compuestos HEPES 10 mM que funciona como Buffer, NaHCO3 10 

mM y 10 % de suero bovino fetal adicionado con penicilina 500 Ul/ml (Merk®). Con este 

tratamiento las células conservan una viabilidad alta del 81 ± 3.2%. Finalmente los vidrios 
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con cultivo se observan con un microscopio invertido con iluminación de contraste de 

fases (Invertoscopio Nikon®), donde se identifican las NAV. 

Soluciones   

Se utilizaron soluciones normales y específicas para la corriente de calcio para el registro 

de los potenciales de acción en las NAV. La solución externa (Tyrode®) y la solución 

extracelular para Calcio se ajustó a un pH = 7.4, mientras que la solución interna normal 

y la solución intracelular para Calcio a un pH = 7.2. La solución interna normal se adiciona 

con ATP-Mg 2 mM y GTP-Na 1 mM para el registro celular en la modalidad de célula 

completa y la solución intracelular para Calcio se adiciona con Anfotericina B [350 μM] 

para el registro con la técnica de parche perforado. Las soluciones se ajustaron a una 

osmolalidad aproximada de 300 mOsm/Kg.  El uso de soluciones para Ca2+ adicionadas 

con el bloqueador de la corriente de potasio 4-Aminopiridina (4-AP), se hizo con el fin de 

eliminar la fase de adaptación que tienen las neuronas durante la descarga repetitiva, 

usando concentraciones de 10 mM (Rangel, 2016). 

Fármacos  

Se utilizaron como bloqueador Níquel a una concentración de 100 μM. La Anfotericina B 

(1mg) se utilizó para la técnica de parche perforado a una concentración de 350 μM 

disuelta en 50 µl de DMSO (dimetil sulfóxido). Todos los fármacos se obtuvieron de 

Sigma Chemicals Co®. 

Registro electrofisiológico 

Para el registro se usó un amplificador de fijación de voltaje (HEKA, Patch Clamp, EPC 

800®), un convertidor analógico-digital (AXON INSTRUMENTS Digidata 1550®) 

controlada por el programa Clampex v10.6 (Axon Inst. ®), en donde se visualizaron los 

registros electrofisiológicos de cada célula. La resistencia de los microelectrodos fue de 

2.5 a 5 MΩ y la resistencia del sello excede 1GΩ. En todos los experimentos se 

compensa al máximo electrónicamente la capacitancia y la resistencia en serie. La 

aplicación de Níquel se realiza utilizando un sistema de perfusión por gravedad, para lo 

cual se acercó un tubo cuadrado aproximadamente 100 μm de distancia a la célula de 

registro. 
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Protocolos para el estudio de la corriente LVA 

En los registros de fijación de voltaje para construir la curva I-V de las corrientes de calcio 

usamos un protocolo que parte de un Vh = de -100 mV dando pulsos de voltaje desde -

100 mV a 50 mV durante 200 ms, con incrementos de 10 mV. En el pulso estudiamos la 

activación de la corriente LVA y al final del pulso obtendremos la corriente de cola de 

componentes que no se inactiven. 

 

Figura 7. Protocolo de fijación de voltaje para la corriente de calcio. A. Muestra un registro representativo 

de la corriente de calcio. B. Protocolo de estimulación con pulsos cuadrados para observar la corriente de 

calcio. 

 

 

 Antes de evaluar el efecto de los fármacos se tomaron registros control durante 

un minuto, el tiempo mínimo que se aplicó el fármaco fue de 30 segundos y las 

mediciones del lavado las realizamos de forma inmediata y 2 minutos después, en un 

lapso de 1 minuto. 

 En los registros de fijación de corriente aplicamos protocolos para evaluar la 

morfología del potencial de acción (PA) y el efecto de los fármacos sobre el patrón de 

descarga de las neuronas. El protocolo de pulsos crecientes inyecto corriente desde -

200 a 1000 pA durante 200 ms, con un incremento de 100 pA entre cada pulso, la 

duración entre cada pulso fue de 5 segundos y el potencial de membrana -80 mV 

 Para evaluar los cambios en el PA y el efecto del fármaco en la descarga se evaluó 

en un protocolo de pulsos fijos cuadrados (Figura C) que inyecta 1.5 veces el umbral 

(obtenido en los pulsos anteriores), 150 sweeps de 200 ms cada uno y el mínimo de 

tiempo entre cada pulso. Para evaluar la descarga de PA se dieron estímulos de entre 

B 

50 mV, 200 ms 

Vh= -100 mV 

-10 mV, 50 ms 
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50 y 300 pA, con un rango de amplitud de 200 pA a 1 nA (ajustando la amplitud de la 

corriente igualmente en función del cambio de potencial que produzca) y una frecuencia 

de 100 kHz. La media en la resistencia de entrada de las neuronas aferentes vestibulares 

que se ha reportado en los experimentos realizados en el Laboratorio de Neurofisiología 

Sensorial se encuentran en el mismo rango (300-1000 MΩ) que los datos reportados en 

la literatura (Kalluri et. al., 2010; Rangel, 2016). 

  

 

 

 

 

 

 

Figura 8. Protocolo de fijación de corriente. A. Muestra un registro representativo del PA (tren de PA). B. 

Protocolo de estimulación de pulsos fijos cuadrados. 

 

Análisis de registros 

En fijación de voltaje se estudiaron las propiedades pasivas de la célula, esto es la 

resistencia de la membrana (Rm), la capacitancia de la membrana (Cm), y la constante 

de tiempo (τm), así como también la resistencia de acceso (Ra) con ayuda del programa 

Clampex 10.2 y Sigma Plot 11.0. En fijación de corriente en el modo sin inyección de 

corriente (I = 0) se midió el potencial de membrana en reposo de la célula (Vm). Para 

evaluar la frecuencia de descarga se contabilizó el número de potenciales de acción por 

cada inyección de corriente.  

 En el PA se mide el voltaje de membrana (Vm), tomando un intervalo alrededor 

de 10 ms, se obtienen los valores promedio de varias mediciones de voltaje. La amplitud 

del PA se obtiene como el intervalo de voltaje que va del Vm al voltaje al pico del PA. 

Consideramos la fase de posthiperpolarización (PHP) como la diferencia de voltaje al 

0 pA 

50 a 300pA 

-50 a -300pA 

ms 

A. 
B. 
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pico negativo, después de la repolarización, con respecto al Vm. La tasa máxima de 

despolarización (TMD) se midió como la velocidad máxima en la fase despolarizante del 

PA, la tasa máxima de repolarización (TMR) se midió como la velocidad máxima en la 

fase repolarizante del PA, y finalmente la duración medida al 50 % de la amplitud del PA.  

 La amplitud se midió desde el voltaje de sostenimiento al pico máximo de 

despolarización, el umbral y la duración al 50 % se midieron desde el inicio del pulso 

despolarizante. La tasa máxima de despolarización se midió entre el 50 y el 90 % de la 

amplitud, la tasa máxima de repolarización se midió entre el 60 y el 30 % de la amplitud 

(Storm, 1987), los porcentajes de la amplitud al cual se realizaron las mediciones 

anteriores parten desde el voltaje de sostenimiento. Todos los ajustes se realizaron con 

los programas Origin 5.0 (Microcal®) y Clampfit 9.0. Posteriormente se realizó un análisis 

estadístico para los datos obtenidos en los registros. Si los datos tienen una distribución 

normal se aplicó un análisis con base en la distribución t-Student, en caso contrario, una 

prueba de Mann Whitney. Cuando se analizaron más de dos distribuciones se usó una 

ANOVA para datos normales y cuando no seguían una distribución normal se llevó a 

cabo la prueba Kruskal- Wallis. 

 

RESULTADOS 

 

Propiedades pasivas 

Se registraron neuronas aferentes vestibulares (NAV) aisladas, refringentes y con una 

membrana bien delimitada. Los valores promedios de las propiedades pasivas aparecen 

en la tabla 2 las cuales se obtuvieron del programa Clampex 10.2 y Sigma Plot 11.0. El 

voltaje de membrana promedio del total de células registradas se calculó sin tomar en 

cuenta a las células que se registraron con soluciones para aislar la corriente de calcio. 

En la figura 9 se observa la distribución de la capacitancia de membrana de las NAV en 

modalidad célula completa y parche perforado. 
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  Figura 9. Distribución de las capacitancias en modalidad célula completa y parche perforado de las 

neuronas aferentes vestibulares. El rango fue de 7 a 49 pF, el promedio de 17 ± 5 pF, 25 ± 13 pF y la n = 

21 y 12, respectivamente. 

 

Se hizo una prueba Mann Whitney para las propiedades pasivas en las cuales solo en  

Ra hubo diferencias significativas (P=0.003). 

 

Tabla 2. Propiedades pasivas de las neuronas registradas 

 No. De células Cm (pF) Rm (MΩ)  

 

Ra (MΩ) 

 

τm (μs) 

ICa 12 26 ± 4 342 ± 69 10 ± 2 119 ± 25 

PA 21 17 ± 1 394 ± 84 4 ± 0.3 77 ± 11 

 

Registro de corriente de calcio 

 

Para registrar la corriente de calcio tipo T se utilizó el bloqueador Níquel 100 μM. Las 

NAV que presentaron corriente tipo T se activan en promedio alrededor de -60 mV. Se 

A) B) 
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observa un pico de corriente de máxima alrededor de -10 mV y un voltaje de inversión 

promedio a 50 mV (Figura 10).  

 El bloqueador Níquel aplicado a 100 μM reduce a la corriente LVA en un 86 %, y 

al componente HVA en un 24 % (Figura 11). Siendo el valor promedio de la corriente 

LVA de -0.24 ± 0.01 nA pasando a un valor de -0.06 ± 0.0025 nA después de la aplicación 

de Níquel 100 μM, y el valor promedio de la corriente HVA de -0.27 ± 0.02 nA pasando 

a -0.28 ± 0.02 nA con un porcentaje de 23% de la corriente tras la aplicación de Níquel 

100 μM (n = 12). En promedio la recuperación fue completa para ambos componentes 

de la corriente de calcio, no hubo diferencia entre el control y lavado (Figura 12). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 10. A. Curva IV de la corriente entrante de calcio en condiciones normales con un protocolo que parte de un Vh 

= de -100 mV (n=12). B. Registro representativo de la condición control sobre la corriente de calcio HVA y LVA y al final  

la corriente de cola. 

A. 
B. 

n = 12 

50 ms 

200 pA 
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Figura 11. A. Curva IV de la corriente de calcio luego de la aplicación de  Níquel 100 μM con un protocolo que parte de 

un Vh = de -100 mV (n=12). B. Registro representativo de la aplicación del fármaco sobre la corriente de calcio HVA y 

LVA  al final la corriente de cola. 

n = 12 

50 ms 

200 pA 

A. B. 

n = 4 

Figura 12. A. Curva IV de la corriente de calcio luego del lavado con un protocolo que parte de un Vh = de -100 mV. 

B. Registro representativo del lavado sobre la corriente de calcio HVA y LVA y al final la corriente de cola.  

50 ms 

200 pA 

A. B. 
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Participación de la corriente LVA en los PA 

 

En las NAV en condiciones de fijación de corriente y mantenidas a un potencial de 

membrana de alrededor de  -80 mV, en el registro con soluciones normales en la 

modalidad de célula completa se observó una fase de postdespolarización (ADP) en el 

potencial de acción generado con un pulso despolarizante. Esta fase de ADP fue 

dependiente de voltaje y pudo eliminarse parcialmente con el bloqueador de la corriente 

de calcio tipo T Níquel (100 μM) en el PA generado con un pulso despolarizante 

reportada también en el PA de rebote (Rangel, 2005). Para obtener un PA con un pulso 

despolarizante se necesitó inyectar entre 50 y 400 pA, con un rango de amplitud de 200 

pA a 1 nA de corriente en promedio en cada caso. El 66 % de las NAVs que se registraron 

presentaron un PA de rebote (n = 14 /21) y sólo un 9 % presentó descarga con 

oscilaciones (n = 2/21) ante un pulso despolarizante aplicado de cerca de 150 pA. 

 

 

Figura 13. PA generado con pulso despolarizante a un Vm de alrededor de  -75 mV. Se muestra un registro 

típico del PA control. También puede notarse un aumento en la duración del PA y la latencia al pico tras la 

aplicación de Níquel 100 µM y el lavado reversible. La línea punteada muestra el valor de 0 mV. 
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Soluciones normales en modalidad célula completa con Níquel. 

 

Se analizó la morfología de los PAs con pulsos despolarizantes a un voltaje de alrededor 

de  -80 mV en la modalidad de registro de célula completa, utilizando como bloqueador 

al Níquel 100 μM (Figura 13). En los PAs (n = 21) tras la aplicación del bloqueador, se 

observó un aumento significativo en la latencia al pico (p = 0.02, figura 14A), un aumento 

en la duración al 50% del PA (p = 0.003, figura 14B) y una disminución en la tasa máxima 

de despolarización (p = 0.01, figura 14C) (Tabla 3). 

 

 

Tabla 3. PAs generados con pulso despolarizante con 100 μM Níquel (n = 21) 

Media ± Error estándar 

 * p < 0.05, ** p < 0.01  

 Vm (mV) Umbral 

(mV) 

Latencia 

(ms) 

Amplitud 

(mV) 

Duración 

(ms) 

TMD 

(mV/ms) 

TMR 

(mV/ms) 

Control -78 ± 3 -38 ± 1 12 ± 1 91 ± 3   1.7 ± 0.1 147 ± 12 -96 ± 7 

Níquel -80 ± 3 -37 ± 1 13  ± 1 * 90 ± 3 2.5 ± 0.2 

* 

132 ± 10 

** 

-102 ± 8 

Lavado -79 ± 3 -36 ± 2 11 ± 1 91 ± 3 1.9 ± 0.1 140 ± 15 -93 ± 7 
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Figura 14. Distribución y error estándar de las características de los PA registrados (en puntos), en los 

que se puede apreciar las diferentes propiedades analizadas en donde la duración, la latencia y la TMD 

fueron las que presentaron diferencia significativa entre el control (gris) y la aplicación de Ni2+ a [100 µM] 

(azul) y en verde el lavado. Las marcas en rojo representan el promedio y el ES. 

 

Participación de la corriente LVA en la excitabilidad 

 

Para estudiar la participación de la corriente LVA en condiciones dinámicas se usaron 

pulsos cuadrados despolarizantes con 150 barridos con que inyecta 1.5 veces el umbral 

durante 30 s. Utilizando Níquel a 100 μM encontramos que el número de PA por ciclo 

disminuye significativamente, el número de PA control fue de 101 ± 8 (n=21), pasando a 

29 ± 5 PA (n=21) y recupera tras el lavado a 100 ± 9 PA (n=17) en promedio (p < 0.001). 

La frecuencia de estimulación utilizada fue de 5 Hz y la corriente de estimulación 

promedio necesaria para generar PA fue entre 50 y 300 pA (Figura 13). 

E. F. 
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Figura 15. Estimulación sobre las NAV. En A, arriba, actividad control con estimulación de pulsos 

cuadrados despolarizantes (5 Hz, 80 pA), en medio, luego de la aplicación de Níquel a 100 μM, dónde se 

muestra una disminución en la frecuencia de disparo, abajo, después del lavado se muestra una 

recuperación de los PA. En B, histograma que muestra el número de PAs por ciclo promedio para cada 

una de las tres condiciones experimentales (control, Níquel 100 μM y lavado), p<0.05.  

 

DISCUSIÓN 

 

El objetivo de este trabajo fue estudiar la expresión funcional de los Cav3 realizando 

registros electrofisiológicos de las NAV. La apertura de los canales de calcio 

dependientes del voltaje conduce a una entrada de Ca2+  que resulta en un aumento neto 

de [Ca2+] intracelular, que estaba ausente en una solución libre de Ca2+, lo que indica la 

expresión de canales iónicos permeables al Ca2+  en la membrana de las NAV que fueron 

bloqueados por el Níquel. 

 Nuestros resultados apoyan firmemente la idea de que la subunidad Cav 3.2 

participa significativamente en la fisiología de las neuronas aferentes vestibulares (Autret, 

2005). La alta sensibilidad a Ni 2+ es una característica distintiva de los canales de Cav3. 

A 
B 
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Los  canales Cav 3.1 y Cav 3.3 presentan una sensibilidad 20 veces menor a Ni 2+ que 

Cav 3.2 (Lee et al. 1999 b, Pérez-Reyes, 2003).  

 Con base en la IC50 de Ni2+ de los tres subtipos de la corriente de calcio tipo T 

(Cav3.1: 250 μM, Cav3.2: 12 μM, Cav3.3: 216 μM μM) (Lee et. al., 1999b) en este trabajo 

de tesis se decidió utilizar una concentración de 100 μM del bloqueador Níquel ya que 

(Rangel et. al., 2016) utiliza una concentración de 300 μM, concentración a la cual 

pensamos el Níquel actúa inespecíficamente sobre corrientes de calcio (pues no bloquea 

un tipo de corriente en particular), mientras que con la concentración elegida por nosotros 

se pudo obtener un estudio más de la diferenciación y caracterización de la corriente de 

calcio Cav3, esto firmemente relacionado con trabajo de Autret et. al. 2005 que proponen 

que el subtipo Cav3.2 es la principal isoforma expresada en las NAV. 

 Las NAV que sólo tienen la corriente de calcio HVA se activan en promedio a -40 

mV, mientras que las NAV que adicionalmente tienen la corriente LVA se activan en 

promedio alrededor de -60 mV. Las NAVs que sólo tienen la corriente de calcio HVA 

tienen una capacitancia promedio de 25.4 ± 3 pF y las neuronas que adicionalmente 

presentan LVA tienen una capacitancia promedio de 39 ± 15 pF (Armstrong, 1985; Limón, 

2005), lo cual se relaciona estrechamente con nuestros resultados. 

          La conductancia de potasio sensible a 4-AP se caracteriza porque se activa en 

reposo y a potenciales hiperpolarizados posee un rango de corriente de ventana de -80 

a -40 mV, limitando la actividad espontánea de las neuronas ya que aumenta el umbral 

y evita la descarga repetitiva (Risner & Holt, 2006). Por esta razón el bloqueo de estas 

conductancias sensibles a 4-AP es una estrategia utilizada para encontrar con mayor 

probabilidad resultados de descarga espontánea en las NAVs en cultivo (Soto et. al., 

2003).  

  El bloqueo de las corrientes de calcio tipo T (mediante Ni2+  100µM) en la 

morfología del PA de las NAVs se manifiesta como un aumento en la latencia, un 

aumento de la duración al 50% del PA y una disminución en la tasa máximas de 

despolarización. Los cambios en el PA convergen hacia una disminución en la 

excitabilidad de las neuronas. Sin embargo, la participación de la corriente LVA en la 
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excitabilidad depende de la coexpresión de varios canales iónicos y su acoplamiento 

funcional (Vega et. al., 2003; Cain & Terrance, 2013) y se presenta también en otro tipo 

de neuronas llegando inclusive a causar múltiples patologías crónicas (Weiss & Zamponi, 

2019)  

 El aumento de la latencia del potencial de acción es debido a que los canales de 

calcio LVA participan en la fase inicial del PA, junto con la corriente de sodio, ya que los 

canales de calcio LVA se activan aproximadamente a -50 mV ante pequeñas 

despolarizaciones de membrana (Desmadryl et. al., 1997; Autret et. al., 2005; Limón et. 

al., 2005). Conviene mencionar que tanto la corriente de calcio LVA como la corriente de 

sodio son corrientes entrantes que tienen un efecto despolarizante en la membrana. Por 

otro lado, en las células neuronales, los EPSP pequeños inician corrientes dependientes 

del voltaje que están en gran medida cerca del umbral interno (Stuart & Sakmann, 

1995; Fricker & Miles, 2000). Estas corrientes internas tienden a prolongar las 

despolarizaciones sinápticas para que los potenciales de acción puedan iniciarse en 

latencias largas y variables. Por ejemplo, se ha demostrado la presencia de un retardo 

sináptico y la ocurrencia de potenciales postsinápticos miniatura espontáneos 

excitatorios (EPSPs), en el sáculo del pez dorado (Furukawa &  Ishii, 1967; Ishii  et. al., 

1971). 

 El efecto de la aplicación de níquel, sobre la duración al 50% en el PA se puede 

explicar en términos de la interacción de los canales de calcio LVA con una conductancia 

de potasio dependiente de calcio (IKCa)  que contribuye significativamente en la forma 

del potencial de acción y el patrón de descarga (Hagiwara & Kawa, 1984; Sah & Faber, 

2002) para lograr el bloqueo de los canales de calcio y aumente la duración del PA (Ertel 

et. al., 1997) lo cual podría estar relacionado con la disminución de la velocidad de 

conducción (Grider & Glaubensklee, 2019) que pueden determinar si hay déficits en la 

transmisión de potenciales de acción debido a la aplicación del fármaco. La tasa máxima 

de despolarización se ve afectada en el PA generado con pulsos cuadrados 

despolarizantes. Este resultado concuerda con lo observado por McCobb & Beam 

(1991), quienes describen que la mayoría de las conductancias de calcio a través de los 

canales de calcio tipo T ocurre durante la fase de despolarización del PA. En efecto, la 
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participación de la corriente de calcio en la fase de ascenso se debe a que el tiempo de 

inactivación de esta corriente es mayor que la inactivación de los canales de sodio 

(McCobb & Beam, 1991).  

Otra característica notable es la capacidad de los canales de tipo T para generar 

picos de calcio sobre la membrana hiperpolarizante, que conduce directamente a la 

descarga de potenciales de acción de rebote. Esta característica es particularmente 

relevante en el circuito tálamocortical donde el disparo en ráfaga de los potenciales de 

acción está involucrado en la génesis de las descargas que ocurren en epilepsia (Kim et 

al., 2018) lo cual sería idóneo analizar. 

 

CONCLUSIONES 

 A partir de los resultados obtenidos podemos concluir que: 

Las NAV en cultivo primario presentan una corriente de calcio activada a bajos 

voltajes, tipo T, que al aplicar níquel a una concentración de 100µM reduce 

significativamente la corriente. Además, la corriente de calcio afectada por la 

aplicación de níquel produce cambios en la morfología del potencial de acción 

generado con pulsos despolarizantes que convergen hacia una disminución de la 

excitabilidad de las neuronas. Estos resultados nos sugieren que los canales de calcio 

tipo T participan fuertemente en el patrón de descarga de las NAV.  
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