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RESUMEN 

 

 La Neurocisticercosis (NCC) es una infección helmíntica que afecta al 

sistema nervioso central (SNC) causada por el estadio larval de T. solium 

(cisticerco). Debido a que la alteración vascular y la disrupción de la barrera 

hematoencefálica (BHE) contribuyen con la patología de NCC, se postula que la 

angiogénesis podría contribuir con la patogénesis de esta enfermedad. El presente 

estudio emplea un modelo animal de NCC en ratas y evalúa la expresión de dos 

factores angiogénicos: el factor de crecimiento vascular endotelial (VEGF-A) y el 

factor de crecimiento de fibroblastos (FGF2), junto a tres marcadores de disrupción 

de la BHE: el antígeno de barrera endotelial (EBA), la inmunoglobulina G (IgG) y 

el fibrinógeno, mediante técnicas de  inmunohistoquímica e inmunofluorescencia. 

Se encontró sobreexpresión de VEGF-A (P=0.0005) y FGF2 (P=0.0233) en el tejido 

que rodea al cisticerco y se observó sobreexpresión de VEGF-A en astrocitos. 

Además se encontró la presencia de IgG (P<0.0001) y un alto número de vasos con 

poca expresión de EBA (P=0.0001) en el tejido cerebral que rodea al cisticerco 

sugiriendo compromiso de la BHE. Asimismo, se encontró sobreexpresión de 

fibrinógeno en el tejido fibrótico (P<0.0001). Finalmente se encontró correlación 

entre los niveles de VEGF-A e IgG en quistes corticomeningeales. Los resultados 

indican que es necesario el estudio del rol de la expresión de VEGF-A en la 

astrogliosis y su contribución con la disrupción de la BHE en NCC. 



 ABSTRACT 

 

 Neurocysticercosis (NCC) is a helminth infection which affects the central 

nervous system (CNS) and it is caused by the larval stage of T. solium (cysticercus). 

Since vascular alteration and blood brain barrier (BBB) disruption contribute to 

NCC pathology, it is postulated that angiogenesis could contribute to the pathology 

of this disease. This study uses a model for NCC in rats and evaluates the expression 

of two angiogenic factors; the vascular endothelial growth factor (VEGF-A) and 

the fibroblast growth factor (FGF2), besides three markers for blood brain barrier 

disruption: the endothelial barrier antigen (EBA), immunoglobulin G (IgG) and 

fibrinogen, using immunohistochemical and immunofluorescence techniques. 

VEGF-A and FGF2 overexpression (P=0.0005 and P=0.0233, respectively) was 

found in the tissue surrounding the cysts and VEGF-A overexpression was observed 

in astrocytes. It was also found the presence of IgG (P<0.0001) and a high number 

of less stained vessels to EBA (P=0.0001) in the tissue surrounding the cyst 

suggesting compromise of the BBB. Otherwise fibrinogen overexpression 

(P<0.0001) was found in fibrotic tissue. Finally, correlation between VEGF-A and 

IgG levels was found in corticomeningeal cysts. These results indicate, further 

studies are needed to study the roll of VEGF expression in the astrogliosis and its 

contribution to the BBB disruption in NCC. 
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INTRODUCCIÓN 

 

 La NCC es la infección helmíntica más común que afecta al SNC (1), en 

países en vías de desarrollo (2), especialmente en aquellos donde existe consumo y 

crianza de cerdos en condiciones de baja salubridad (3). El Perú es considerado un 

país endémico para la NCC y presenta alta prevalencia de esta enfermedad en las 

zonas rurales que no cuenta con un sistema de agua y desagüe adecuado y donde se 

crían cerdos libremente (1-2).  

 

 Los estudios histopatológicos en seres humanos y en modelos animales han 

permitido describir las características de la respuesta inflamatoria y de la lesión 

tisular de la NCC (4–6). La angiogénesis y la disrupción de la BHE podría 

contribuir con la patogenia de la NCC en seres humanos (5,7), debido a que se ha 

encontrado: alteración vascular, oclusión y engrosamiento de vasos en muestras 

post mortem de pacientes, así como disrupción de la BHE en cerdos con NCC 

(6,8,9). Sumado a ello, la alteración vascular y la disrupción de la BHE contribuyen 

con la patología de diversas enfermedades del sistema nervioso central, tales como 

los accidentes cerebrovasculares, la isquemia, la enfermedad de Parkinson, la 

enfermedad de Alzheimer entre otras (10) por lo que resulta de interés estudiar tanto 

los procesos de angiogénesis como de disrupción de la BHE en la NCC. 

 



 

2 
 

 El presente trabajo estudia la angiogénesis mediante la evaluación de la 

expresión de dos factores angiogénicos; el factor de crecimiento vascular endotelial 

A (VEGF-A) y el factor de crecimiento de fibroblastos 2 (FGF2) y su relación con 

la disrupción de la BHE en un modelo animal para la NCC. Este modelo animal fue 

desarrollado en el laboratorio de investigación en enfermedades infecciosas (LIEI) 

(11). El modelo se basa en la inoculación intracraneal de oncósferas activadas de T. 

solium en ratas (Rattus norvergicus, cepa Holtzman), las cuales logran desarrollar 

cisticercos viables en el cerebro. Este modelo permite el estudio de la progresión de 

la patología desde que el parásito se aloja en el cerebro hasta que se desarrolla el 

cisticerco, mediante el uso de biomarcadores moleculares. 
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PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA 

 

 La NCC es un serio problema de salud pública, con alta prevalencia en 

países en vía de desarrollo donde se crían cerdos libremente (12). Nuestro país 

posee como zonas endémicas a toda la sierra, la costa norte y la selva alta; por lo 

que continúa siendo un problema de salud pública pese a los programas de control 

ejecutados (13, 14). La NCC presenta como principal manifestación clínica a la 

epilepsia, reportándose que el 29% de casos de epilepsia son debidos a la NCC en 

países donde T. solium es endémica (15). Por ello resulta necesario el conocimiento 

de la patología de NCC en vías de mejorar el pronóstico y el tratamiento de personas 

que padecen esta enfermedad (16).  

 

 El estudio de autopsias de individuos con NCC ha hecho posible la 

descripción de la inflamación en el tejido que rodea al parásito (17,18). Además, el 

estudio de biopsias en pacientes con NCC y el uso de modelos animales han 

permitido establecer que la sintomatología y la patología depende del número, la 

localización y la viabilidad de los parásitos (6,9,19,20). El uso de técnicas de 

imagen como resonancia magnética y tomografía computarizada, permiten evaluar 

la presencia de inflamación y degeneración del cisticerco (21,22) sin embargo no 

brindan información de los cambios fisiológicos y moleculares en esta enfermedad. 
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 Una de las principales características patológicas de esta enfermedad es la 

presencia de células inflamatorias, fibrosis, gliosis y alteración de la BHE (5, 9, 23). 

Debido al estrecho nexo entre estos fenómenos con la angiogénesis, se cree que la 

angiogénesis podría contribuir con la patología de la NCC. Estudios 

histopatológicos en pacientes con NCC reportan la presencia de alteración y 

engrosamiento de vasos sanguíneos en el SNC, por lo que el estudio de la alteración 

vascular resulta de suma importancia en esta enfermedad. Estudios en el modelo 

natural de NCC porcina (6,9) muestran evidencia de disrupción de la BHE, por lo 

que el presente estudio plantea el uso de biomarcadores específicos para la 

evaluación de factores angiogénicos y la ruptura de la BHE que pueden ser 

empleados en secciones de tejido cerebral. 

 

 La alteración de la densidad y morfología vascular se encuentran muy 

vinculadas con los procesos de angiogénesis, siendo VEGF-A y FGF2 los 

principales factores que pueden inducir la activación de las células endoteliales 

promoviendo así la angiogénesis (10). Se postula que la sobreexpresión de VEGF-

A y FGF2 podría contribuir con la disrupción de la BHE en distintas enfermedades 

(24). Sin embargo, actualmente no existen estudios de estos marcadores en la NCC.   

 

 Se han desarrollado modelos animales para estudiar la patología de la NCC: 

sin embargo, estos modelos no emplean a T. solium como agente causante de la 

infección (25, 26). La presente investigación fue realizada en un modelo animal que 

emplea oncósferas activadas de T. solium como agente infeccioso y tiene como 
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objetivo evaluar la expresión de VEGF-A y FGF2 y su asociación con la disrupción 

de la BHE. 
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MARCO TEORICO 

 

Ciclo de Vida de Taenia solium: 

 Taenia solium es un parásito helmíntico que posee como hospedero 

definitivo al ser humano, éste aloja a nivel intestinal al gusano adulto, causando así 

teniasis. El gusano adulto de T. solium posee diferentes segmentos denominados 

proglótidos, los más distales al escólex del gusano son los denominados proglótidos 

grávidos y contienen huevos maduros de la Taenia, que son expulsados junto con 

las heces humanas. Las heces humanas que contienen los huevos de Taenia y se 

encuentran en el ambiente pueden ser ingeridos por cerdos (27,28). Dentro del 

estómago del cerdo la cubierta del huevo es degradada por acción de los jugos 

gástricos y posteriormente por acción de las secreciones pancreáticas, la oncósfera 

se libera de la membrana oncosferal logrando así activarse. Esta oncósfera activada 

atraviesa la pared intestinal del cerdo y a través de vía hemática o linfática, migra a 

diferentes tejidos del hospedero y se desarrolla en metacéstode o cisticerco en 

diferentes órganos o tejidos, como músculos esqueléticos, cerebro, corazón, lengua 

y otros tejidos, produciendo así la cisticercosis porcina. Los seres humanos al comer 

carne de cerdo infectada y mal cocida, ingieren accidentalmente al cisticerco, el 

cual va a desarrollar en el intestino humano al gusano adulto, completando así su 

ciclo natural (12,29). La problemática radica cuando los seres humanos ingieren 

accidentalmente los huevos de Taenia solium, y estos se desarrollan en cisticerco a 

nivel del SNC causando la NCC (16,30). 
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 El tratamiento para esta enfermedad puede incluir largos periodos con 

drogas antihelmínticas; siendo las más usadas el praziquantel y el albendazol. El 

tratamiento también puede incluir corticosterioides y drogas anti-epilépticas, en 

algunos casos la cirugía es necesaria para eliminar el parásito. El esquema de 

tratamiento varía dependiendo del número, tamaño, la ubicación, el desarrollo y la 

viabilidad de los quistes así como de la severidad de los síntomas clínicos que 

presenta cada paciente (13).  

 

Respuesta inmune en la NCC: 

 La patología de esta enfermedad es dependiente de la viabilidad del 

cisticerco. En quistes viables, la característica más resaltante es la presencia de 

tejido fibrótico alrededor del cisticerco; se cree que este tejido es formado como un 

mecanismo de aislamiento que permite excluir al parásito del contacto directo con 

el parénquima cerebral y a la vez permite al parásito aislarse del entorno, y además 

presenta poca cantidad de células inflamatorias (31). 

 

 Una característica importante de la NCC es la presencia de gliosis. Las glías 

son células del sistema nervioso central, que permiten el mantenimiento de la 

homeostasis cerebral. Dentro de las principales glías del SNC, se encuentran los 

astrocitos, las microglías y los oligodendrocitos. La presencia de lesión tisular, 

provoca reactividad de estas células conllevando a la gliosis. Es así que se puede 

observar astrogliosis, microgliosis y olidendrogliosis, dependiendo del tipo celular 
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involucrado (32). En NCC se ha descrito la presencia de abundante astrogliosis, 

donde el astrocito presenta un estado hipertrófico. La astrogliosis puede tener 

efectos perjudiciales como beneficiosos para el individuo, inhibiendo el 

crecimiento del axón o promoviendo a la regeneración tisular (33,34). Los quistes 

en degeneración en pacientes con NCC muestran gran inflamación con abundancia 

de macrófagos, linfocitos T, linfocitos B, linfocitos T gamma delta, eosinófilos, 

aumento de infiltrados perivasculares, aumento de la gliosis reactiva como cicatriz 

gliótica y aumento en el grosor de la fibrosis (35). 

 

 Tanto el perfil de citoquinas como las alteraciones patológicas dependen de 

la viabilidad del cisticerco. Los pacientes sintomáticos en general presentan niveles 

de interferón gamma (IFN-γ), factor de necrosis tumoral alfa (TNF-α), interleucina-

17 (IL-17) e interleucina-23 (IL-23) significativamente elevados, los pacientes 

sintomáticos que presentan granulomas expresan preferentemente citoquinas del 

tipo pro inflamatorio como el TNF-α y la interleucina 6 (IL-6) (36), mientras que 

en los pacientes asintomáticos, el perfil de citoquinas es variado. Éstos mantienen 

los niveles de citoquinas anti-inflamatorias (IL-10, IL-4) significativamente 

elevados siendo el perfil de citoquinas muy variable (37)  

 

 Álvarez en 2002 (4), clasificó la respuesta inflamatoria provocada por el 

cisticerco en cerdos en cuatro estadios diferentes: El estadio I fue definido por la 

presencia de colágeno de tipo I y quistes aparentemente viables, el tipo II se 

caracterizó por una respuesta similar al tipo I pero con mayor cantidad de infiltrados 
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inflamatorios. Se clasifica al estadio III en aquellos quistes donde es evidente el 

inicio de la formación del granuloma, en el estadio IV los parásitos presentaban 

gran cantidad de eosinófilos y la membrana del quiste empezaba a degenerar, sin 

embargo, los quistes en el estadio IV se detectaron principalmente en corazón y no 

en el cerebro del cerdo. Restrepo y colaboradores en 2001 (7) al trabajar con 

biopsias humanas con cisticerco indican que el aumento del factor de crecimiento 

transformante beta (TGF-β) está asociado con la fibrosis observada. Debido a las 

consecuencias deletéreas de las cicatrices fibróticas, éste podría ser un posible 

motivo de estudio; con la finalidad de identificar y caracterizar las moléculas que 

involucran la deposición de colágeno. Estudios en cerdos infectados indican que en 

quistes granulomatosos, el tejido fibroso invade completamente al parásito 

formando una cicatriz con poca cantidad de infiltrados celulares (38). 

 

 La fibrosis es una alteración que provoca el remodelamiento de la matriz 

extracelular y se encuentra presente en patologías como: fibrosis pulmonar, 

esclerosis sistémica, cirrosis, enfermedades cardiovasculares, entre otras. El tejido 

fibrótico es producto de una respuesta anormal a consecuencia de la irritación o el 

daño tisular. La fibrosis se desarrolla por la hiperproliferación de fibroblastos que 

se diferencian en miofibroblastos e inducen la síntesis y secreción de elementos de 

la matriz extracelular como colágeno de tipo I y fibronectina (39). Existen reportes 

que asocian la fibrosis y la angiogénesis (40), además indican que VEGF-A 

promueve la formación de fibrosis en modelos animales que emplean ratones (41) 

En la NCC se observa tejido fibrótico alrededor del cisticerco. Estudios de 
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tomografía computarizada muestran alteraciones en patrones vasculares que 

sugieren cicatrices arteriales o fibrosis (23). Estudios histológicos indican la 

presencia de engrosamiento de la capa adventicia con fibrosis medial e hiperplasia 

endotelial (31). En el caso de arterias pequeñas se encuentra que la reacción 

fibrótica reemplaza la túnica media y prolifera de forma concéntrica hasta producir 

oclusión del lumen de vasos (42,43). 

 

Angiogénesis: 

 El proceso por el cual se forman nuevos vasos a partir de vasos ya existentes 

se denomina angiogénesis (44). Este proceso involucra a la migración de las células 

endoteliales luego de su activación promoviendo el remodelamiento de la matriz 

extracelular, activación de metaloproteinasas (MMPs) y secreción de distintos 

factores de crecimiento. Entre los factores de crecimiento que median la migración 

y activación de células endoteliales se tiene a VEGF-A, FGF2, factor de crecimiento 

derivado de plaquetas (PDGF), factor de crecimiento de la epidermis (EGF), factor 

de crecimiento transformante beta (TGF-b), Angiopoyetinas 1 y 2 y sus receptores 

Tie (45), angiostatina, endostanina (46), integrinas y MMPs  La angiogénesis se 

encuentra relacionada a distintas patologías como cáncer, malformaciones 

vasculares, obesidad, psoriasis, alergias, hipertensión, artritis (10). Dentro del 

sistema nervioso central la angiogénesis se encuentra asociada a patologías como 

accidente cerebrovascular, enfermedad de Parkinson, enfermedad de Alzheimer, 

Esclerosis Múltiple y muy frecuentemente a tumores cerebrales (47). 
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 El VEGF o factor de crecimiento vascular endotelial pertenece a una familia 

de más de siete proteínas que incluyen a VEGF-A, VEGF-B, VEGF-C, VEGF-D. 

El factor de crecimiento vascular endotelial A (VEGF-A) fue descubierto en 1980. 

El VEGF-A puede unirse a los receptores tipo 1 y 2 (VEGFR1 y VEGFR2) lo que 

transduce la señal para iniciar la angiogénesis mediante la activación de células 

endoteliales (48) y la permeabilidad vascular. 

 

 El VEGF-A al unirse a su receptor estimula la vía de las MAP quinasas 

(RAS/RAF/MEK/ERK y PI3kinasa/AKT/mTOR) induciendo la proliferación y 

señales de supervivencia celular (49). Sin embargo, la respuesta celular provocada 

por VEGF depende del tipo de isoforma que activa al receptor. Existen diferentes 

isoformas de VEGF-A denominadas de acuerdo a su longitud de aminoácidos 

como; VEGF 206, 189, 183, 165, 162, 148, 145, 121 y 111 (50) (siendo las más 

estudiadas las isoformas 189, 165,121). Las isoformas 206, 189, 183, 162 y 145 

presentan dentro de su estructura una secuencia de 24 aminoácidos que permite la 

unión de estas proteínas a la matriz extracelular. Las isoformas solubles, dentro de 

las que se encuentran el VEGF-A 121 y 111, inducen la activación paracrina en 

células endoteliales y son las isoformas con mayor potencial angiogénico. La 

isoforma VEGF-A 165 contiene un 50% del fragmento que confiere capacidad de 

unión a la matriz extracelular siendo parcialmente soluble y moderadamente afín a 

la matriz extracelular (51). Existen isoformas intracelulares que son producidas en 

situaciones de hipoxia, estas isoformas incluyen a las isoformas anteriormente 

mencionadas, más la adición de una secuencia peptídica de alrededor de 180 
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aminoácidos (52)  Las isoformas anteriormente mencionadas corresponden a las 

proteínas presentes en seres humanos, en el caso de ratas, estas presentan las 

mismas isoformas sin embargo presentan disminución de un aminoácido en cada 

una de ellas. 

 

 FGF2 es un factor angiogénico que se une a heparina y se encuentra en la 

matriz extracelular, puede interactuar con múltiples receptores tirosina quinasa, 

integrinas, gangliósidos y actúa sinérgicamente con VEGF-A en la inducción de 

angiogénesis (53). Tanto VEGF-A como FGF2 son producidos en el SNC por glías 

y neuronas. Se ha mencionado que la angiogénesis cumple un rol importante en la 

patología asociada a NCC (5,7), nuestro grupo de investigación ha demostrado que 

existe aumento en la expresión de VEGF-A en regiones cercanas a quistes 

parenquimales de T. solium (11). 

 

 El VEGF se sobreexpresa en casos de hipoxia, lesión tisular, isquemia, 

inflamación, fibrosis y gliosis (51), gran parte de estas características encontradas 

en nuestro modelo animal. La inflamación, fibrosis y gliosis son las principales 

características reportadas en NCC, además de la epilepsia. Recientes 

investigaciones muestran que la angiogénesis está asociada a la disrupción de la 

BHE en epilepsia del lóbulo temporal y en modelos experimentales de epilepsia con 

pilocarpina (54–56). Diversos estudios en modelos de lesión cerebral, isquemia y 

epilepsia indican que el astrocito es una de los principales células que expresa 

VEGF-A promoviendo la regeneración tisular aunque en periodos prolongados 
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provoca la inhibición del crecimiento del axón (57–59). Como parte del sistema 

microvascular, los pericitos brindan soporte y mantenimiento de la BHE (60), de 

tal forma que estas células también pueden producir factores angiogénicos. 

 

 El factor de crecimiento de fibroblastos básico (bFGF o FGF2) es un potente 

factor neurotrófico (61) y además es un potente factor angiogénico (62). Se 

encuentra expresado en muchos tipos celulares dentro del cerebro como astrocitos, 

células endoteliales de capilares, pericitos y neuronas (63,64). 

 

BHE: 

 La BHE es una barrera fisiológica que impide que metabolitos y sustancias 

del plasma sanguíneo puedan ingresar libremente al parénquima cerebral (65,66). 

Físicamente la BHE incluye una delgada capa de células endoteliales no fenestradas 

unidas por proteínas de unión estrecha que incluyen; a Claudina, Ocludina, Zónula 

Ocludens-1 (ZO-1) y moléculas de adhesión de unión (Junctional Adhesion 

Molecules, JAMs) (67,68), esta unión estrecha impide que compuestos de peso 

molecular mayor a 500 Dalton ingresen libremente al tejido cerebral (69). El 

descubrimiento de esta propiedad presente en el cerebro fue inicialmente reportada 

en estudios realizados con colorantes que eran inyectados directamente al torrente 

sanguíneo sin producir tinción alguna en el sistema nervioso central, mientras que 

la adición de colorantes en el líquido cefalorraquídeo si evidenciaba la tinción del 
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cerebro, indicando que existen propiedades especiales en este tejido que permiten 

mantener aislado al tejido nervioso del sistema circulatorio (70-72). 

 

 En el plasma sanguíneo se encuentran proteínas como inmunoglobulinas, 

albúmina, fibronectina (38), factores de coagulación como Von Willebrand y 

fibrinógeno (73). Debido a que el SNC es un órgano inmunoprivilegiado, las 

proteínas séricas anteriormente mencionadas no deberían ser capaces de atravesar 

la BHE por lo que la existencia de estas proteínas en el parénquima cerebral es 

atribuida a un aumento en la permeabilidad de la BHE. Se cree que el aumento en 

la permeabilidad de la BHE, es la causa de distintas patologías y se menciona que 

la disrupción de la BHE conduce a cuadros de convulsiones. Existen reportes en los 

cuales proteínas presentes en el suero pueden contener factores de crecimiento que 

posteriormente induzcan epilepsia, como el fibrinógeno, el cual contiene formas 

inactivas de TGF-beta (74). Otra proteína sérica que podría ingresar al parénquima 

cerebral es la albúmina, esta proteína también es vinculada la generación de 

convulsiones(56). Además de las proteínas que forman uniones estrechas, el 

antígeno endotelial de barrera conocido como EBA (endothelial barrier antigen) 

(75), es un marcador empleado para evaluar la disrupción de la BHE en ratas. 

Actualmente se desconoce la función que ejerce esta proteína en la integridad de la 

BHE, numerosos artículos mencionan que esta proteína disminuye o deja de 

expresarse en casos en los que ha existido alteración de la BHE (76). La BHE no 

solo está conformada por células endoteliales y uniones estrechas, existe una 

sinergia entre el endotelio, pericitos y los pies del astrocito, siendo en última 
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instancia los astrocitos las células que mantienen el correcto balance de iones 

extracelulares como intracelulares del parénquima cerebral en conjunción con las 

células endoteliales, de tal forma que tanto los astrocitos como las células 

endoteliales secretan factores de crecimiento que permiten la integridad de la BHE 

(65,66,68). Existen investigaciones recientes que asocian a la astrogliosis con la 

disrupción de la BHE (77,78) y la astrogliosis además de producir citoquinas de 

tipo antiinflamatorio, inducen la expresión de VEGF-A (77). Se menciona el 

engrosamiento y alteración de vasos en biopsias de pacientes con NCC, la alteración 

de los vasos podrían significar el aumento o susceptibilidad a la disrupción en la 

BHE. Además se ha demostrado que existe disrupción de la BHE en el modelo 

natural de NCC en cerdo realizado mediante la técnica de Evans blue donde se 

detecta extravasación de albúmina al parénquima cerebral (6). 
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JUSTIFICACIÓN DE LA INVESTIGACIÓN 

 

• Es necesario el estudio de las bases biológicas involucradas en la patología 

de NCC debido a que su conocimiento permitirá comprender mejor la 

clínica observada en esta enfermedad. 

• El conocimiento de la respuesta inmune del hospedero frente a la NCC va 

ayudar a comprender la patología de la enfermedad y a buscar nuevos 

blancos terapéuticos. 

• Determinar alteración de la BHE, en el modelo animal de NCC, va ayudar 

a comprender la alteración vascular reportada en pacientes con NCC, así 

como los factores asociados a esta patología.  

• Estudiar la angiogénesis de acuerdo a lo planteado en el presente trabajo no 

sólo aporta nuevos conocimientos en la enfermedad de NCC sino que 

proporciona un nuevo modelo para el estudio de daño cerebrovascular.  
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OBJETIVOS DEL ESTUDIO 

 

Objetivo general  

 Evaluar la presencia de marcadores angiogénicos y de disrupción de la BHE 

en el modelo de NCC usando ratas. 

 

Objetivos específicos: 

1. Demostrar que existe aumento en la expresión de VEGF-A y FGF-2 en 

cerebros de ratas que presenten NCC en comparación a los cerebros 

control. 

 

 

2. Identificar las principales células del sistema nervioso que expresan 

VEGF-A y FGF-2. 

 

3. Demostrar la presencia de proteínas asociadas al incremento en la 

permeabilidad de la BHE (IgG y fibrinógeno) y la disminución en la 

expresión del EBA en ratas infectadas con T. solium.  

 

 

4. Evaluar si existe correlación entre los niveles de los factores 

angiogénicos encontrados y los marcadores de disrupción de BHE. 
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MATERIALES Y MÉTODOS: 

Lugar de estudio: 

 La presente investigación se llevó a cabo en el laboratorio de investigación 

de enfermedades infecciosas (LIEI) y laboratorio de Parasitología de la Facultad de 

Ciencias y Filosofía de la Universidad Peruana Cayetano Heredia. 

 

Material biológico: 

 Animales: Se emplearon ratas Holtzman provenientes del bioterio de la 

Universidad Peruana Cayetano Heredia de 12 a 15 días después de nacidas, luego 

de la infección intracraneal los animales fueron trasladados a ambientes de la 

facultad de medicina veterinaria de la Universidad Nacional Mayor de San Marcos 

(FMV-UNMSM). 

 Parásitos: Los huevos de T. solium fueron proporcionados por el LIEI. 

 

Consideraciones Éticas: 

 La investigación se realizó siguiendo las consideraciones éticas de la 

Universidad Peruana Cayetano Heredia, contando con aprobación por parte del 

Comité institucional de Ética para el Uso de Animales (CIEA), con código de 

inscripción 64637.  
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Obtención y Activación de oncósferas de T. solium 

 Para la obtención y activación de oncósferas de T. solium se empleó el 

método descrito por Verástegui et al. (79). Los huevos de T. solium fueron lavados 

3 veces con agua destilada, se centrifugó a 2500rpm a temperatura ambiente por 5 

minutos, se descartó el sobrenadante y el pellet fue resuspendido en hipoclorito de 

sodio comercial al 0.75% en agua, se agitó la solución por 3 a 5 min con la finalidad 

de eliminar la cubierta del huevo y liberar las oncósferas. Las oncósferas fueron 

lavadas 3 veces usando medio Roswell Park Memorial Institute (RPMI). 

Posteriormente, las oncósferas fueron activadas con fluido intestinal artificial (AIF) 

por 45min a 37 grados centígrados. Después de su activación las oncósferas fueron 

lavadas 3 veces con medio RPMI. Se contabilizó el número de oncósferas activadas 

usando el método hemocitométrico empleando una cámara de Neubauer, las 

oncósferas que no presentaban membrana oncosferal y se movían fueron consideras 

como oncósferas activadas. 

 

Infección intracraneal de ratas 

 Se realizó la infección de 38 ratas mediante la inoculación intracraneal con 

oncósferas activadas (11), otras 11 fueron inoculadas con solución salina (animales 

control). Los animales fueron previamente anestesiados con Ketamina (80mg/kg) y 

Xilacina (5mg/kg). La inoculación intracraneal consistió en la inyección de 140 

oncósferas activadas en 50ul de solución salina usando jeringas para tuberculina. 

La inoculación se realizó en el extremo anterior de la sutura sagital (bregma). Las 

ratas fueron alimentadas ad libitum hasta los 6 meses después de la infección, con 
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ciclos luz y oscuridad de 12h en los ambientes de la FMV-UNMSM. Después de 6 

meses de infección se procedió a la eutanasia de los animales. Estos animales fueron 

anestesiados con sobredosis de Ketamina (150mg/Kg) y Xilacina (20mg/Kg). Antes 

de proceder a la obtención de la muestra se verificó si el animal estaba 

completamente anestesiado. 

 

Procesamiento de muestra para histología 

 Los tejidos cerebrales de los grupos estudiados fueron post-fijados en 

paraformaldehído al 4% en solución tampón de fosfato salino (PBS), los cerebros 

de las ratas fueron divididos en 2 grupos. 

 

 El primer grupo fue procesado según las técnicas estándar de procesamiento 

histológico. Los tejidos fueron deshidratados por una batería ascendiente de 

alcoholes de 70%, 90%, 95% hasta alcohol absoluto, posteriormente fueron 

inmersos en Xilol y embebidos en parafina. Se obtuvieron cortes de 4um de grosor, 

se verificó que los cortes comprendieran regiones cercanas al escólex del parásito, 

que sirvió como punto de referencia. 

 

 El segundo grupo de cerebros fue lavado con agua destilada y sumergidos 

en una batería ascendente de sucrosa desde el 10% hasta almacenarlo en sucrosa al 

30% para obtener cortes congelados en criostato. Se obtuvieron cortes de 20um de 
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grosor para los cortes congelados, se usó el gel compuesto para corte a temperatura 

óptima (OCT) como matriz de soporte para la realización de los cortes congelados. 

 

Inmunohistoquímica. 

 Se realizó inmunohistoquímica de láminas en parafina. Para ello las láminas 

fueron calentadas en estufa a 56°C, posteriormente desparafinadas con xileno, y 

deshidratadas mediante una batería decreciente de alcoholes. Se realizó el 

desenmascaramiento de epítopes para cada marcador empleado (anexo 1), las 

láminas fueron lavadas con PBS y se añadió solución de peróxido de hidrógeno 

(H2O2) al 3% para el bloqueo de la peroxidasa endógena, posteriormente se añadió 

solución de bloqueo de proteínas, para dejar las láminas incubando durante toda la 

noche con su respectivo anticuerpo primario (Anti-VEGF-A, Anti-FGF2, Anti-

EBA, Anti-Fibrinógeno, Anti-IgG de rata, descripción de anticuerpos en el anexo 

1). Las láminas fueron lavadas y posteriormente incubadas con su respectivo 

anticuerpo secundario (anexo 1). En los casos en que se usó anticuerpo secundario 

marcado con biotina, las láminas fueron lavadas y se incubó con estreptavidina 

marcada con HRP (detalle de los protocolos en el anexo 3). Después de un nuevo 

ciclo de lavados, las láminas fueron reveladas con solución de DAB (Dako), teñidas 

con hematoxilina, deshidratadas y montadas con solución Entellan (MERCK). 
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Inmunofluorescencia 

 Se emplearon 4 cerebros infectados y 2 cerebros no infectados para la 

inmunofluorescencia. Los cerebros fueron cortados en criostato, obteniéndose 

cortes de 30um de espesor, estos tejidos fueron colocados en microplacas de 12 

pozos que contenían PBS. Las secciones de tejido fueron permeabilizados en una 

solución de PBS tritón al 1% por toda una noche, luego fueron lavadas con PBS y 

se agregó el anticuerpo primario correspondiente (IgG de conejo anti-VEGF-A o 

IgG de ratón anti-FGF2, anexo2). Después de la incubación por 2 días las láminas 

fueron lavadas con PBS y se agregó su respectivo anticuerpo conjugado (IgG de 

burro anti-IgG de conejo marcada con Alexa fluor 488 o IgG de burro anti-IgG de 

ratón marcada con Alexa fluor 488). Después de 3 horas de incubación los tejidos 

fueron lavados y se agregó un segundo anticuerpo primario (IgG de ratón anti-

GFAP o IgG de cabra anti-Iba-1 para el caso de las láminas marcadas con VEGF-

A. Para las láminas con FGF2 se realizó doble marcaje solo con el anticuerpo anti-

Iba-1). Luego de 2 días de incubación las láminas fueron lavadas e incubadas con 

su respectivo anticuerpo conjugado (IgG de burro anti-IgG de Ratón marcada con 

Alexa fluor 594 y IgG de burro anti-IgG de cabra marcada con Alexa fluor 594). 

Las láminas fueron lavadas con PBS posteriormente montadas usando un kit para 

prolongar la fluorescencia que contiene 4',6-diamino-2-fenilindol (DAPI) de la 

compañía Invitrogen. Para las láminas de doble marcaje entre GFAP e Iba-1 se 

siguió el mismo procedimiento, primero se añadió la IgG de ratón anti GFAP, 

seguido de su respectivo anticuerpo secundario. Después de la incubación y lavado, 

se agregó la IgG de cabra anti-Iba-1 y finalmente su respectivo anticuerpo 

secundario (anexo 2). 
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Análisis de tejidos e imágenes 

 Adquisición de imágenes 

 Las imágenes fueron adquiridas usando el microscopio Zeiss Axio Lab, la 

cámara Axiocam ERc5 y el software ZEN 2 de distribución gratuita. Las imágenes 

fueron tomadas a 40X para los marcadores; EBA, Fibrinógeno, VEGF, FGF2.  

 

 Para los tejidos no infectados, se tomó 6 imágenes de regiones 

pertenecientes a corteza cerebral, estas imágenes sirvieron como control para los 

quistes clasificados como parenquimales y corticomeningeales. Se empleó el tejido 

de corteza cerebral como control para quistes corticomeningeales debido a que la 

región analizada en éstos es la región de corteza cerebral que está en contacto con 

el cisticerco. Para el caso de regiones ventriculares, se tomó 4 imágenes alrededor 

de ventrículos laterales que sirvieron para la comparación de los quistes 

ventriculares. 

 

 En el caso de tejidos infectados; se tomaron 6 imágenes del tejido cerebral 

alrededor del parásito para cada cisticerco analizado. Las imágenes abarcaron 

210um x 280um según se muestra en la Figura1. 

 

 Para el marcador IgG las imágenes fueron adquiridas con el objetivo de 10X 

debido a que el área de inmunoreacción para este marcador fue mucho mayor. En 
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el caso de los cerebros control, se adquirieron 2 imágenes de regiones corticales 

para cada sección de cerebro. Estas láminas fueron usadas para la comparación con 

los quistes clasificados como parenquimales y corticomeningeales. Además, se 

tomaron 2 imágenes alrededor de los ventrículos para ser comparadas con los 

quistes presentes en ventrículo. En el caso de cerebros infectados, se tomaron 2 

imágenes alrededor de cada parásito. 

 

 Procesamiento y análisis de imágenes 

 Las imágenes fueron procesadas y analizadas con el software ImageJ v1.47t. 

Para los marcadores: Fibrinógeno, VEGF, FGF2, se realizó la deconvolución de 

color mediante la opción “Colour deconvolution” (Figura 2), se seleccionó la 

opción para láminas hechas con hematoxilina (H) y DAB, las imágenes de color 

marrón correspondientes al DAB (Figura 2D) fueron convertidas en binario (blanco 

y negro, donde el color negro representa la presencia de DAB), se empleó la opción 

de ajuste automático para cada imagen (Figura 2E). Se recortó 40um a ambos lados 

de las imágenes debido a que luego de la conversión en binario es posible observar 

esquinas inmunoreactivas a los marcadores, esto debido a la aberración óptica 

propia de los objetivos. Finalmente, se realizó la medición del porcentaje de área 

inmunoreactiva, que representa el porcentaje del área abarcada por los pixeles de 

color negro por área total de la imagen (Figura 2G). 
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 Para el caso de IgG se realizó el mismo procedimiento de deconvolución; 

sin embargo, antes de realizar la medición del porcentaje de área, se seleccionó solo 

la región cercana al parásito con una distancia no mayor a 400um, debido a que ya 

se reportó que la reacción inflamatoria es focalizada y la inflamación se extiende 

hasta 300um alrededor del cisticerco (11). Se realizó la medición del porcentaje de 

área inmunoreactiva y se calculó el promedio del porcentaje de área de las 2 fotos 

tomadas para cada cisticerco. De igual forma para las secciones de cerebro 

correspondiente a los controles. Estos valores fueron los empleados para el análisis 

descriptivo y estadístico. 

 

 Para el marcador EBA, los vasos fueron contabilizados en las imágenes 

tomadas a 40X con la ayuda del plugin “Cell counter” del software imageJ. Para 

este marcador se tomaron 10 imágenes al azar alrededor de cada quiste, 10 imágenes 

de corteza cerebral de cada tejido cerebros control y 6 imágenes alrededor de los 

ventrículos cerebrales de cada cerebro control. Se contabilizó el número de vasos 

teñidos, vasos con poca tinción. Los vasos fueron reconocidos debido a que las 

células endoteliales presentan un núcleo muy alargado. Se calculó el promedio de 

vasos poco teñidos por imagen para cada cisticerco y se usó esta variable para la 

comparación estadística. 
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RESULTADOS 

Descripción de la muestra 

 En total se encontraron 27 quistes correspondientes a 13 ratas infectadas. Se 

analizaron ratas que presentaron de 1 a 5 quistes. De los 27 quistes encontrados 8 

correspondieron a quistes clasificados como corticomeningeales (CM), 11 

parenquimales (P) y 8 quistes ventriculares (V) (Tabla 1). En el caso de cerebros 

control, se analizó 9 cerebros de ratas no infectadas, se realizó la cuantificación para 

cada marcador en tres secciones de tejido por cada cerebro. Los datos 

correspondientes a los cerebros control del área de corteza fueron empleados para 

la comparación de los quistes localizados en parénquima como para los quistes 

clasificados como corticomeningeales. Estos 9 cerebros control también fueron 

empleados para la evaluación de regiones ventriculares, para la comparación con 

los quistes localizados en los ventrículos (Tabla 1). 

 

 Al observar macroscópicamente los cerebros infectados, se encontró que 

todos los cisticercos presentaron el líquido vesicular color transparente. Además, 

todos los quistes estudiados mostraron integridad de las capas del tegumento sin 

infiltración celular al ser evaluados mediante la tinción H&E. 
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EXPRESIÓN DE FACTORES ANGIOGENICOS 

Factor de crecimiento vascular endotelial A (VEGF-A) 

 El VEGF-A es la principal proteína involucrada en la inducción de 

angiogénesis y cumple un rol fundamental en el desarrollo vascular del SNC. Se 

realizó inmunohistoquímica en secciones de cerebro de tejido cerebral para detectar 

la distribución de VEGF-A alrededor de cisticercos en el modelo de NCC usando 

ratas. 

 

 En cerebros normales, se encontró tinción a VEGF-A tenue en regiones 

corticales, principalmente en células con apariencia de neuronas y glías (Figura 3A-

3C), se encontró mayor inmunoreacción en regiones periventriculares y meninges 

(Figura 4A-4C). En el caso de ratas infectadas se encontró fuerte inmunoreacción 

alrededor de cisticercos (Figura 3E, 3H, 4D); esta inmunoreacción no fue 

homogénea alrededor del parásito, siendo de tipo reticular, focalizada (Figura 3F, 

3I) y en algunos casos se encontró regiones perivasculares muy reactivas a este 

marcador (Figura 3G). Al comparar los valores de inmunoreactividad por área de 

VEGF-A entre el tejido alrededor del parásito y el grupo control, se encontraron 

diferencias estadísticamente significativas (P=0.0005) (Figura 3a, Tabla 2). 

 

 Se encontró que la inmunoreactividad a VEGF-A variaba entre los quistes 

analizados tanto en intensidad como en extensión, por lo que se analizó la expresión 

de este marcador por localización del cisticerco y se comparó los valores de 
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inmunoreactividad con su respectivo grupo control (Tabla 3). En el caso de los 

quistes ventriculares, se encontró quistes que no presentaron cambios en la 

expresión de este marcador (Figura 4F), mientras que en dos quistes se encontró 

exacerbación en la expresión de esta proteína (Figura 4D, 4E). Se observó que la 

expresión de VEGF-A en los dos quistes mencionados fue abundante en regiones 

cercanas al núcleo cerebral ependimal y subependimal (Figura 4) que se encuentra 

muy cercano a los ventrículos cerebrales. 

 

 El 25% (2/8) de quistes ventriculares analizados presentaron niveles de 

VEGF superiores a lo encontrado en cerebros control. Sin embargo, no se 

encontraron diferencias estadísticamente significativas entre el grupo de quistes 

localizados en ventrículo y el grupo control (p=0.1073). Se encontró que el 100% 

(11/11) de quistes parenquimales así como el 100% (8/8) de quistes 

corticomeningeales poseen inmunoreactividad a VEGF superior a la encontrada en 

el grupo control, encontrándose diferencias estadísticamente significativas en 

quistes parenquimales (P=0.0005) y en quistes corticomeningeales (P=0.0012) al 

ser comparados con el grupo control (Tabla3). 

  

 La expresión de VEGF-A fue muy variable entre los tejidos que rodean los 

diferentes quistes. Esto es evidente al observar los altos valores del error estándar 

de la media (SEM) encontrados (2.533 para quistes parenquimales y 2.447 para 

quistes corticomeningeales), mientras que en el caso de regiones corticales de 

cerebros control esta variabilidad fue menor (0.105, Tabla 3).  
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 Se realizó inmunofluorescencia de la molécula adaptadora de unión a calcio 

ionizado 1 (Iba-1, Figura 5A) como marcador de macrófagos y microglía junto a la 

proteína ácida fibrilar glial (GFAP, Figura 5B), como marcador de astrocitos. Con 

la finalidad de confirmar si era posible distinguir dichas células dentro de la gliosis 

en el tejido alrededor del parásito. El doble marcaje entre estas proteínas permitió 

confirmar que ambas proteínas detectan células independientes dentro de la gliosis 

(Figura5D). Por lo que estos marcadores fueron empleados para evaluar si los 

astrocitos o la microglía expresan los factores angiogénicos estudiados, VEGF-A o 

FGF2. 

 

 El doble marcaje de VEGF con Iba-1 (Figura 6) mostró que en cerebro 

normal la mayoría de células positivas a VEGF-A no colocalizan con Iba-1 (Figura 

6E), al igual que en cerebros infectados (Figura 6F). En el caso del doble marcaje 

entre GFAP y VEGF-A (Figura 7) fue posible observar que en cerebros no 

infectados, la distribución de VEGF-A (Figura 7A) es similar a la encontrada en 

GFAP (Figura 7C), observándose colocalización (Figura 7E). De igual forma, en el 

caso de cerebros infectados, la mayor parte del patrón de expresión encontrado en 

VEGF-A (Figura 7D), colocaliza con el marcador GFAP (Figura 7E), indicando 

que la mayor expresión de VEGF-A se encuentra en astrocitos.  
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Factor de crecimiento de fibroblastos 2 (FGF2) 

 FGF2 es un potente agente mitogénico implicado en el desarrollo vascular 

y neurotrófico, esta proteína permite el mantenimiento de la BHE (80-81). En 

cerebros control se encontró que FGF2 presenta inmunoreactividad en células con 

apariencia de neuronas (Figura 8C), glías (Figura 8B) y vasos sanguíneos (Figura 

8D). En la corteza cerebral se encontró que FGF2 se distribuye en forma discreta e 

individual, observándose cada célula distanciada una de la otra (Figura 8B). En el 

caso de ventrículos cerebrales, la mayoría células ependimarias mostraron 

inmunoreacción a este marcador. (Figura 9B, 9C). En cerebros infectados, se 

encontró alta expresión de FGF2 alrededor del parásito (Figura 8E-8I) y se observó 

regiones adyacentes al parásito con mayor presencia de esta proteína (Figura 8F), 

además se encontró inmunoreacción dentro de la fibrosis (Figura 9E). Al comparar 

los porcentajes de inmunoreactividad por área a FGF2, se encontraron diferencias 

estadísticamente significativas (P=0.0233) entre el tejido alrededor del parásito de 

todos los quistes estudiados y el grupo control (Tabla 2). 

 

 Se encontró que el 25% (2/8) de quistes ventriculares presentaban niveles 

de FGF2 superiores a lo encontrado en el grupo control, sin embargo no se observó 

diferencias estadísticamente significativas (P=0.6605). Se encontró 

inmunoreacción en células ependimarias tanto en cerebros infectados como no 

infectados (Figura 9), a pesar de no encontrar diferencias significativas, ciertas 

regiones ventriculares de cerebros infectados mostraron abundante inmunoreacción 

(Figura 9D-E) encontrándose también zonas muy semejantes a las regiones control 
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(Figura 9F). El 50% (4/8) de quistes corticomeningeales presentó valores de 

inmunoreactividad a FGF2 superior a lo encontrado en grupo control, sin embargo, 

no se encontró diferencias estadísticamente significativas (P=0.1779. Si bien es 

cierto no se encuentran diferencias significativas es posible observar grupos de 

células positivas a FGF2 que se encuentran conglomerados alrededor parásito 

(Figura8H, 8I), distribución no encontrada en cerebros control (Figura8B-8D). 

 

 En el caso de quistes parenquimales (Figura 8E-8G), en el 90% (9/10) se 

encontró diferencias estadísticamente significativas (P=0.0033) al ser comparados 

con su grupo control. Al igual que en quistes corticomeningeales, la expresión de 

FGF2 se presentó como pequeñas agrupaciones de células alrededor del parásito 

(Figura 8F). 

 

 Al realizar inmunofluorescencia de doble marcaje entre FGF2 e Iba-1 

(Figura 10), en cerebros no infectados, muy pocas células presentaron 

colocalización (Figura 10E). De igual forma en el caso de cerebros infectados, no 

se observó colocalización entre Iba-1 y FGF2 (Figura10F), indicando que este 

factor debe ser expresado por otra célula diferente a microglía. 
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EVALUACION DE LA DISRUPCIÓN DE LA BARRERA 

HEMATOENCEFALICA 

 

Presencia de Inmunoglobulina G (IgG) 

 La IgG es una proteína de aproximadamente 150kDa y se encuentra presente 

en el torrente sanguíneo, la presencia de esta proteína en el parénquima cerebral es 

usada como marcador de la disrupción de la BHE. La extravasación de IgG fue 

evaluada por inmunohistoquímica (Figura 11). En cerebros control la 

inmunoreacción a esta proteína fue ausente en todo el parénquima cerebral (Figura 

11B), no evidenciándose reacción en regiones corticales (Figura 11C) ni en la base 

del cerebro, pero si en meninges. El lumen de ciertos vasos sanguíneos presentó 

inmunoreacción a IgG sin mostrar extravasación al neurópilo. En ventrículos 

cerebrales (Figura 12), se encontró la presencia de IgG en el plexo coroideo (Figura 

12C). Sin embargo, en regiones circunventriculares la inmunoreacción fue muy 

tenue y casi ausente (Figura12A, 12B). En el caso de cerebros infectados, la 

reacción a IgG se presentó alrededor de todo el parásito (Figura 11A) para la 

mayoría de quistes analizados. Se encontró que ciertos quistes presentaban áreas 

muy marcadas a IgG (Figura 11D, 11E) mientras que en otros quistes se observaba 

lo opuesto (Figura 11F). Además, se observaron células fuertemente 

inmunoreactivas a IgG (Figura 11E). Al realizar la cuantificación de 

inmunoreactividad por área, se encontraron diferencias significativas (P<0.0001) 

en la inmunoreactividad a IgG entre cerebros infectados y el grupo control (Tabla2).  
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 El 100% (8/8) de quistes ventriculares presentó valores de 

inmunoreactividad superior a lo encontrado en regiones control (Tabla 5), 

encontrándose diferencias estadísticamente significativas (P=0.0367) en esta 

localización. En el caso de quistes parenquimales, el 90% (9/10) presentaron 

valores de inmunoreactividad a IgG superior a lo encontrado en cerebros control, 

encontrándose diferencias estadísticamente significativas (P=0.0004) al ser 

comparados a sus respectivas regiones control (Tabla 5). De igual forma el 100% 

(7/7) de quistes corticomeningeales presentó valores de inmunoreactividad superior 

a lo encontrado en el grupo control, siendo esta diferencia estadísticamente 

significativa (P=0.0012). 

 

 La presencia de IgG fue abundante en la mayoría de quistes parenquimales 

y corticomeningeales, solo uno de los 11 quistes parenquimales no mostró reacción 

evidente a IgG (Figura 11G). Si bien es cierto se encuentra mayor inmunoreacción 

en quistes ventriculares en comparación a su región control, esta reacción fue muy 

tenue (Figura 12F), en comparación a lo encontrado en quistes corticomeningeales 

y parenquimales (Figura 12D, 12E).   
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Fibrinógeno 

 El fibrinógeno es una proteína presente en el plasma sanguíneo con un peso 

molecular de aproximadamente 350kDa, por lo que no logra atravesar la BHE. La 

presencia de esta proteína en el parénquima cerebral es usada como un indicador de 

la disrupción de la BHE. 

 

 No se encontró la presencia de fibrinógeno en el parénquima cerebral de los 

animales control (Figura 13A, 13B), si bien es cierto se encontró inmunoreacción 

en el lumen de ciertos vasos, no se observó el marcaje de fibrinógeno en el neurópilo 

(Figura 13B). Se encontró el marcaje de esta proteína en meninges y en regiones 

que rodean vasos de gran calibre (Figura 13C). En el caso de los ventrículos 

cerebrales, se observó la tinción de esta proteína en células ependimarias (Figura 

14C) y en vasos del plexo coroideo. En cerebros infectados la reacción se concentró 

dentro de la fibrosis, pudiéndose observar el marcaje en forma de fibras (Figura 

13E, 14E, 14F). La reacción a fibrinógeno no fue homogénea alrededor de los 

parásitos de tal forma que se encontraron regiones más intensas que otras (Figura 

13H, 13I). Se encontró esta proteína alrededor de ciertos vasos en el tejido 

bordeando al parásito (Figura13F) y se encontraron diferencias significativas en los 

porcentajes de inmunoreactividad por área de fibrinógeno entre cerebros infectados 

y no infectados (P<0.0001, Tabla 2). 
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 El 42.8% de quistes ventriculares (3/7) presentó valores de 

inmunoreactividad a fibrinógeno (Tabla 6, Figura 14D) superior a lo encontrado en 

cerebros control (Figura 14A), sin embargo, no se encontró diferencias 

estadísticamente significativas (P=0.1229, Tabla 6). En el caso de quistes 

localizados en parénquima (Figura 13D), el 100% de los quistes estudiados (10/10) 

presentó inmunoreacción a fibrinógeno superior a lo encontrado en el grupo control 

(Tabla 6), hallándose diferencias estadísticamente significativas (P=0.0009). De 

igual forma el 100% (7/7) de los quistes corticomeningeales, presentó mayor 

inmunoreacción a fibrinógeno en comparación a lo encontrado en el grupo control, 

siendo también la diferencia estadísticamente significativa (P=0.0027, Tabla 6). 

 

 El porcentaje de quistes con alta inmunoreactividad a fibrinógeno fue menor 

en quistes ventriculares (42.8%) en comparación a los quistes parenquimales y 

corticomeningeales, donde en ambos casos el 100% de quistes presentó 

inmunoreactividad superior a su grupo control. Esto es evidente al observar los 

ratios de expresión, donde quistes parenquimales y corticoneningeales presentaron 

ratios alrededor de 80, mientras que quistes ventriculares presentó un ratio de 5,57 

(Tabla 6). 
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Resultados Antígeno de barrera endotelial (EBA) 

 El anticuerpo monoclonal usado para la detección de EBA reconoce 

proteínas presentes en el endotelio vascular de vasos sanguíneos que presentan 

integridad en la BHE (82). Se ha reportado que la disminución en la expresión de 

esta proteína refleja la disrupción de la BHE (83). 

 

 Se encontró una fuerte inmunoreacción de EBA en el endotelio vascular de 

cerebros del grupo control (Figura 15A), en el caso de cerebros que presentaban 

quistes se encontró que alrededor del parásito había vasos sanguíneos que 

presentaban una débil inmunoreactividad a este marcador (Figura 15B). Fue posible 

detectar a los vasos poco reactivos debido a que en estos se observó el núcleo 

alargado y citoplasma típico de células endoteliales (Figura 15B). Se encontró vasos 

poco inmunoreactivos a EBA en quistes parenquimales, corticomeningeales y 

ventriculares (Figura 16). Al contabilizar los vasos poco reactivos de todos los 

quistes estudiados, se encontró que el tejido alrededor del parásito presentó mayor 

cantidad de estos vasos por área en comparación a los cerebros control, siendo esta 

diferencia estadísticamente significativa (P=0.0001, Tabla 2). 

 

 Se encontró que solo el 14% (1/7) de quistes ventriculares (Figura 16D, 

16E) presentó valores superiores a lo encontrado en cerebros control (Figura16F), 

no hallándose diferencias estadísticamente significativas entre estos (P=0.3036, 

Tabla 7). En el caso de cerebros corticomeningeales (Figura 16C) el 100% de 
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quistes (7/7) presentó valores superiores a lo encontrado en sus regiones control 

(Figura 16A), encontrándose diferencias estadísticamente significativas (P<0.001, 

Tabla 7). De manera semejante el 82% (9/11) de quistes parenquimales presentó 

valores promedio de vasos con poca inmunoreactividad a EBA superiores a lo 

encontrado en regiones control (Figura16B), encontrándose también diferencias 

estadísticamente significativas (P=0.0015) entre tejido alrededor del quiste y la 

región control (Tabla 7). 

 

 Se contabilizó el número total de vasos por campo inmunoreactivos a este 

marcador, representado como la suma de vasos con reactividad normal y los vasos 

con poca reactividad a EBA. Al evaluar el número total de vasos entre cerebros 

control y cerebros infectados de acuerdo a la localización del cisticerco, se 

encontraron diferencias significativas entre los quistes parenquimales y regiones 

control (P=0.001, Tabla 8). De igual manera, los quistes clasificados como 

corticomeningeales presentaron diferencias significativas (P=0.0012, Tabla 8) al 

ser comparados con regiones control. Lo mismo se encontró entre quistes 

ventriculares al compararlos con sus regiones control (P=0.0043, Tabla 8). 

 

 Se evaluó la distribución espacial de los vasos con alteración en la expresión 

de EBA (vasos pocos reactivos) en cerebros infectados, para lo cual se realizó la 

medición de la distancia de estos vasos hasta el cisticerco (Figura 17). Se encontró 

que tanto los quistes parenquimales, corticomeningeales como ventriculares 

presentaba una distribución similar. Los vasos poco reactivos se concentran 
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alrededor de las 50um en la proximidad al parásito. No se encontró vasos poco 

reactivos a EBA después de 200um, teniendo como referencia a la proximidad del 

parásito (Figura 17).  
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Análisis por número de quistes 

 Dentro de los cerebros infectados 6 ratas presentaron 1 quiste, 3 ratas 

presentaron 2 quistes, 2 ratas presentaron 3 quistes, 1 rata presento 4 quistes y 1 rata 

presentó 5 quistes. 

 

 Se evaluó la inmunoreactividad para todos los marcadores empleados, por 

número de parásitos, mediante la prueba Kruskal Wallis, encontrándose diferencias 

estadísticamente significativas para los marcadores de VEGF-A (P=0.0032) y el 

número de vasos poco reactivos a EBA (P=0.0146), pero no para IgG (P=0.0533), 

FGF2 (P=0.1662) y Fibrinógeno (P=0.4994). 

 

 Teniendo en cuenta que la localización del cisticerco influye en la expresión 

de los marcadores analizados, se analizó la expresión de estos factores de acuerdo 

al número de quistes por cada localización del cisticerco, no encontrándose 

diferencias estadísticamente significativas para ninguno de los marcadores 

analizados.  
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Correlación entre marcadores angiogénicos y de disrupción de la BHE 

 Se evaluó la correlación entre los marcadores de disrupción de la BHE y los 

marcadores angiogénicos mediante el análisis de correlación de Spearman (Tabla 

9). En este caso se sectorizó al tejido en 2 o 3 zonas alrededor del parásito, y se 

tomaron nuevas imágenes con el objetivo de 5X, de tal forma que cada zona poseía 

la misma región para cada uno de los marcadores analizados. En el caso del 

marcador EBA, debido a que no se logró observar los vasos poco reactivos a este 

marcador a una magnificación de 5X, no fue utilizado para el análisis de 

correlación. 

 

 Se encontró que en quistes parenquimales, hubo correlación 

estadísticamente significativa (P=0.012) entre los marcadores VEGF-A y 

fibrinógeno. En el caso de quistes corticomeningeales se encontró correlación 

significativa entre los marcadores VEGF-A y FGF2 (P=0.025), VEGF-A e IgG 

(P=0.001) y entre FGF2 y fibrinógeno (P=0.046). 

 

 Debido a que se encontró que quistes parenquimales y corticomeningeales 

presentaban un comportamiento muy similar en la mayoría de marcadores 

evaluados, se agrupó a estos datos y se calculó los valores de correlación. Se 

encontró correlación entre VEGF-A y FGF2 (P=0.0411), entre VEGF-A e IgG 

(P=0.0007), entre VEGF-A y Fibrinógeno (P=0.0124) y entre IgG y fibrinógeno 

(P=0.0233). Estos datos indican que existe cierto grado de asociación entre los 
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marcadores angiogénicos (VEGF-A) y el marcador de disrupción de BHE (IgG). 

En el caso de quistes ventriculares se encontró correlación significativa entre los 

valores de FGF2 e IgG (P=0.005) y entre FGF2 y fibrinógeno (P=0.008, Tabla 9). 
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FIGURAS 
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Figura 1. Área de imagen analizada. Objetivo 40X, para VEGF-A, FGF2, EBA, 

Fibrinógeno. 

 

 

 

Figura 2. Procesamiento de imágenes para los marcadores VEGF-A, FGF2, 

Fibrinógeno, IgG. A, imagen adquirida en microscopio. B-D, resultado del método 

de deconvolución. E, imagen luego del ajuste automático y conversión en imagen 

binaria. F, ventana del programa mostrando los diferentes canales. G, resultado de 

cuantificación obtenida mostrando el porcentaje de área (recuadro rojo).  
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Figura 3. Expresión de VEGF (color marrón) en parénquima cerebral. A, E y H 

magnificación 100x, barra de escala 200um. B, C, D, F, G e I magnificación 400x, 

barra de escala 50um. A-D, cerebros no infectados. E, cerebro infectado de quistes 

parenquimales. F, magnificación de E. G muestra patrón de expresión de VEGF-A 

semejante a vasos. H, cerebro infectado de quiste corticomeningeal. I, ampliación 

de H.  
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Figura 4. Expresión de VEGF (color marrón) en ventrículos cerebrales. A-C, 

Imágenes de cerebros no infectados. A, Ventrículo lateral. Magnificación 100x. B 

y C. Regiones subventriculares. Magnificación 400x. D-E, Imagen de regiones 

ventriculares de cerebros infectados. D, Ventrículo lateral con alta expresión de 

VEGF-A. Magnificación 100x. E, Magnificación de D. F, Niveles de VEGF en 

cerebros infectados con expresión normal a este marcador. E y F, magnificación de 

400x. 
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Figura 5. Imágenes de doble marcaje entre Iba-1 y GFAP alrededor del cisticerco 

de T. solium. A, marcador Iba-1 (rojo). B, marcador GFAP (verde). C, DAPI (azul). 

D, superposición de canales donde se logra diferenciar los tipos celulares, rojo y 

verde. Magnificación 200X 
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Figura 6. Doble marcaje entre Iba-1 y VEGF-A. Marcador Iba-1 (rojo) en cerebros 

no infectados, muestra las típicas ramificaciones de microglías (A, E), marcador 

VEGF-A (verde) en cerebros no infectados (C), muestra pocas células 

colocalizando con microglía (amarillo, E). Cerebros infectados muestra la pérdida 

de ramificaciones en microglías (B) y la sobreexpresión de VEGF-A (D). En la 

combinación de canales, no es evidente el color amarillo y es posible diferenciar el 

patrón de cada marcador (F).  
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Figura 7. Doble marcaje entre GFAP y VEGF-A. Marcador GFAP (rojo) en 

cerebros no infectados, muestra la típica forma estrellada de astrocitos (A, E), 

marcador VEGF-A (verde) en cerebros no infectados (C), muestra un patrón de 

expresión similar a GFAP (amarillo, E). Cerebros infectados muestra la astrogliosis 

abundante (B) junto con la sobreexpresión de VEGF-A (D). En la combinación de 

canales, es evidente el color amarillo indicando colocalización de ambos 

marcadores (F).   
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Figura 8. Expresión de FGF2 (color marrón) en parénquima cerebral. A, E y H, 

magnificación de 100x, barra de escala 200um. B, C, D, F, G e I, barra de escala 

50um, magnificación de 400x. A-D, expresión de FGF2 en cerebros no infectados. 

E, sobreexpresión de FGF2 en quiste parenquimal. F, aumento de E, junto con G 

muestran agrupación de células positivas FGF2 agrupadas. H, sobreexpresión de 

FGF2 en quiste corticomeningeal. I, ampliación de H. 
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Figura 9. Expresión de FGF2 (color marrón) en ventrículos cerebrales. A-C, 

Imágenes de cerebros no infectados. A, Ventrículo lateral. B y C. Regiones 

ventriculares. Magnificación 400x. D-E, Imagen de regiones ventriculares de 

cerebros infectados. D, Ventrículo lateral con alta expresión de FGF-2. E, 

Magnificación de D, se observa alta expresión de esta proteína. F, Niveles de FGF 

en cerebros infectados con expresión normal a este marcador. A y D, magnificación 

de 100x, barra de escala 200um. B, C, E y F, magnificación de 400x, barra de escala 

50um. 
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Figura 10. Doble marcaje entre Iba-1 y FGF2. A-E, Marcador Iba-1 (rojo) en 

cerebros no infectados, muestra las típicas ramificaciones de la microglía. C, 

marcador FGF2 (verde) en cerebros no infectados. E, muestra pocas células 

colocalizando con la microglía (flecha). B y D, cerebros infectados; se muestra la 

pérdida de ramificaciones en microglía (B) y la sobreexpresión de FGF2 (D). F, en 

la combinación de canales, no es evidente el color amarillo y es posible diferenciar 

el patrón de cada marcador.  
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Figura 11. Expresión de IgG (color marrón) en parénquima cerebral. A, barra de 

escala 2mm. B, D, G y H, magnificación 25x, barra de escala 1mm. C, E y F 

magnificación 400x, barra de escala 50um. A, cerebro infectado muestra abundante 

reacción a IgG alrededor del cisticerco de T. solium. B, tejido no infectado. C, 

ampliación de B en región cortical. D, presencia de IgG de forma focalizada. E y F 

ampliación de D. G, quiste parenquimal con muy poca reacción a IgG. H, quiste 

corticomeningeal.   
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Figura 12. Expresión de IgG (color marrón) en ventrículos cerebrales. A, D, F 

magnificación 25x, barra de escala 1mm. B, C y E magnificación 400x, barra de 

escala 50um. A, marcaje de IgG en cerebro no infectado. B, ampliación de A donde 

la presencia de IgG es casi ausente. C, presencia de IgG en plexo coroideo, 

mostrando la abundante inmunoreacción a esta proteína. D, cisticerco ventricular 

con muy poca reacción a IgG, E ampliación de D. F, región correspondiente a quiste 

ventricular con reacción a IgG. 
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Figura 13. Expresión de fibrinógeno (color marrón) en parénquima cerebral. A, D 

y G magnificación 100x, barra de escala 200um. B, C, E, F, H e I magnificación 

400x, barra de escala 50um. A, cerebro no infectado. B, magnificación de A. C, 

reacción a fibrinógeno en meninges. D, quiste parenquimal. E, ampliación de D, se 

observan fibras. F, tejido alrededor del parásito donde se muestran vasos 

engrosados. G, quiste que presenta reacción a fibrinógeno en distintas intensidades. 

H, ampliación de G con alta reacción a fibrinógeno. I, ampliación de G con leve 

reaccionó a fibrinógeno.  
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Figura 14. Expresión de Fibrinógeno (color marrón) en ventrículos cerebrales. A, 

inmunoreactividad a fibrinógeno en ventrículo de cerebros no infectados. B y C, 

ampliación de A, B. muestra poca reacción a fibrinógeno en células ependimarias. 

C, muestra evidencia de reacción a fibrinógeno en células ependimarias. D, cerebro 

infectado, se muestra la gran inmunoreactividad a Fibrinógeno alrededor de los 

ventrículos. E, ampliación de D. F, muestra la forma de fibras en el marcaje de 

fibrinógeno en tejido alrededor de ventrículos. A, D magnificación 100x, barra de 

escala 200um. B, C, E, F, magnificación 400x, barra de escala 50um. 
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Figura 15. Caracterización del antígeno de barrera endotelial (color marrón). 

Imagen muestra en el panel izquierdo (A), vasos en cerebros no infectados, se puede 

observar vasos muy marcados para el antígeno de barrera endotelial (EBA). En el 

lado derecho (B) se observa vasos de cerebro infectado en la proximidad al 

cisticerco de T. solium, las flechas indican vasos poco reactivos a EBA y vasos con 

reactividad similar a lo encontrado en cerebros control (cabeza de flecha). 
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Figura 16. Expresión del antígeno de barrera endotelial (color marrón). A-F 

magnificación 400x, barra de escala 50um. A, tejido cortical de cerebro no 

infectado, muestra vasos muy reactivos. B y C, tejido infectado de quistes 

parenquimales y corticomeningeales, respectivamente, las flechas muestran vasos 

con poca reacción a EBA. D y E, tejido alrededor de ventrículos cerebrales de 

cerebros no infectados. F, tejido alrededor de ventrículos alrededor de ventrículos 

cerebrales en cerebros infectados.  
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Figura 17. Distribución de vasos que presentan poca inmunoreactividad a EBA en 

cerebros infectados. 
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DESCRIPCIÓN DE LA MUESTRA 

Tabla 1. Número de quistes y cerebros control según localización 

Localización Número de quistes Número de cerebros control 

Ventrículo 8 6 

Parénquima 11 9 

Corticomeningeales 8 9 

 

Se muestra la distribución de 27 quistes en 13 ratas infectadas. Para los cerebros 

control, se analizó 9 cerebros de ratas no infectadas. El área de corteza fue empleada 

para la comparación de los quistes localizados en parénquima como para los quistes 

clasificados como corticomeningeales. La región ventricular de estos 9 cerebros fue 

empleada para la comparación con los quistes localizados en los ventrículos. 

 

Tabla 2. Resultados promedio de los marcadores empleados 

 

 Se muestran los valores de inmunoreactividad promedio para los marcadores 

VEGF-A, FGF2, IgG y Fibrinógeno; el promedio de vasos poco reactivos a EBA 

(EBA poco). Se agrega el error estándar de la media como medida de dispersión.  

(n) Representa el número de quistes analizados en el caso de tejido infectado, 

mientras que en tejido no infectado indica el número de secciones corticales y 

ventriculares analizadas. 

Ratio Inf/Ninf, indica la división entre los valores encontrados para cada marcador 

entre cerebros infectados y no infectados.  

P value, representa los valores de P value obtenidos en la prueba estadística U de 

Mann-Whitney entre el grupo de animales infectados y no infectados. 

VEGF-A 7.867 ± 1.346 (27) 2.105 ± 1.038 (12) 0.0005 3.74

FGF-2 0.811 ± 0.114 (26) 0.460 ± 0.071 (14) 0.0233 1.76

IgG 45.790 ± 4.902 (26) 5.145 ± 1.480 (10) <0.0001 8.90

Fibrinogeno 3.683 ± 0.649 (25) 0.223 ± 0.130 (11) <0.0001 16.51

EBA poco 1.344 ± 0.247 (25) 0.105 ± 0.043 (15) 0.0001 12.76

EBA Total 21.848 1.010 (25) 27.395 2.911 (15) 0.3079 0.80

Ratio 

Inf/N Inf
Marcador

Man-W  

(p-value)
Infectado (n) No Infectado (n)

Porcentaje de area inmunoreactiva
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EXPRESIÓN DE FACTORES PROANGIOGENICOS 

 

 

 

Las tablas 3 y 4muestran los valores de inmunoreactividad promedio a VEGF-A y 

FGF2, respectivamente y el error estándar de la media como medida de dispersión.  

(n) Representa el número de quistes analizados en el caso de tejido infectado, 

mientras que en tejido no infectado indica el número de cerebros analizados.  

P value a, representa los valores de P value obtenidos en la prueba estadística U de 

Mann-Whitney entre el grupo de animales infectados y no infectados para cada 

localización. 

P value b, representa los valores de P value obtenidos en la prueba estadística 

Kruskall Wallis dentro del grupo de animales infectados. 

P value c, representa los valores de P value obtenidos en la prueba estadística U de 

Mann-Whitney dentro del grupo de animales no infectados. 

R, representa el ratio entre los valores de inmunoreactividad por área de cerebros 

infectados, respecto al control. 

 

  

Localización P value 
a R

Ventrículo 7.955 ± 1.820 (8) 4.459 ± 2.170 (5) 0.1073 1.78

Parénquima 9.147 ± 2.533 (11) 0.423 ± 0.105 (7) 0.0005 21.63

Corticomeninge 6.017 ± 2.447 (8) 0.423 ± 0.105 (7) 0.0012 14.23

P value  
b 0.3498 P value 

c 0.019

Infectado (n) No infectado(n)

Tabla 3. Comparación de la Inmunoreactividad a VEGF-A

Localización P value 
a R

Ventrículo 0.694 ± 0.182 (8) 0.574 ± 0.173 (5) 0.6605 1.21

Parénquima 0.795 ± 0.099 (10) 0.397 ± 0.055 (9) 0.0033 2.00

Corticomeninge 0.949 ± 0.312 (8) 0.397 ± 0.055 (9) 0.1779 2.39

P value  
b 0.7225 P value 

c 0.641

Tabla 4. Comparación de la Inmunoreactividad a FGF2

Infectado (n) No infectado(n)
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EVALUACIÓN DE LA DISRUPCIÓN DE LA BHE 

 

 

Las tablas 5 y 6 muestran los valores de inmunoreactividad promedio a IgG y 

Fibrinógeno, respectivamente y el error estándar de la media como medida de 

dispersión.  

(n) Representa el número de quistes analizados en el caso de tejido infectado, 

mientras que en tejido no infectado indica el número de cerebros analizados.  

P value a, representa los valores de P value obtenidos en la prueba estadística U de 

Mann-Whitney entre el grupo de animales infectados y no infectados para cada 

localización. 

P value b, representa los valores de P value obtenidos en la prueba estadística 

Kruskall Wallis dentro del grupo de animales infectados. 

P value c, representa los valores de P value obtenidos en la prueba estadística U de 

Mann-Whitney dentro del grupo de animales no infectados. 

R, representa el ratio entre los valores de inmunoreactividad por área de cerebros 

infectados, respecto al control. 

 

  

Localización P value 
a R

Ventrículo 22.733 ± 5.004 (8) 3.030 ± 1.725 (2) 0.0367 7.50

Parénquima 57.963 ± 7.558 (11) 5.674 ± 1.793 (8) 0.0004 10.22

Corticomeninge 53.012 ± 6.337 (7) 5.674 ± 1.793 (8) 0.0012 9.34

0.0036 0.794P value  
b 

P value 
c 

Infectado (n) No infectado(n)

Tabla 5. Comparación de la Inmunoreactividad a IgG

Localización P value 
a R

Ventrículo 2.389 ± 1.234 (7) 0.429 ± 0.270 (5) 0.1229 5.57

Parénquima 4.040 ± 1.029 (11) 0.052 ± 0.017 (6) 0.0009 78.45

Corticomeninge 4.415 ± 1.145 (7) 0.052 ± 0.017 (6) 0.0027 85.73

0.2746 0.144P value 
c 

P value  
b 

Infectado (n) No infectado(n)

Tabla 6. Comparación de la Inmunoreactividad a Fibrinogeno
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Tabla 7. Representa el promedio del conteo de vasos poco inmunoreactivos al 

antígeno de barrera endotelial y el error estándar de la media como medida de 

dispersión. 

 

 

Tabla 8. Representa al promedio del conteo de vasos inmunoreactivos al antígeno 

de barrera endotelial y el error estándar de la media como medida de dispersión 

(n) Representa el número de quistes analizados en el caso de tejido infectado, 

mientras que en tejido no infectado indica el número de cerebros analizados.  

P value a, representa los valores de P value obtenidos en la prueba estadística U de 

Mann-Whitney entre el grupo de animales infectados y no infectados para cada 

localización. 

P value b, representa los valores de P value obtenidos en la prueba estadística 

Kruskall Wallis dentro del grupo de animales infectados. 

P value c, representa los valores de P value obtenidos en la prueba estadística U de 

Mann-Whitney dentro del grupo de animales no infectados. 

R, representa el ratio entre los valores de inmunoreactividad por área de cerebros 

infectados, respecto al control. 

 

  

Localización P value 
a R

Ventrículo 0.270 ± 0.165 (7) 0.125 ± 0.085 (6) 0.3036 2.16

Parénquima 1.577 ± 0.399 (11) 0.092 ± 0.049 (9) 0.0015 17.10

Corticomeninge 2.053 ± 0.372 (7) 0.092 ± 0.049 (9) 0.0008 22.26

P value  
b 0.0054 P value 

c 0.798

Tabla 7. Promedio de vasos con poca inmunoreactivad al Antigeno de Barrera Endotelial 

No infectado(n)Infectado (n)

Localización P value 
a R

Ventrículo 19.605 ± 0.991 (7) 14.372 ± 1.214 (6) 0.0043 1.36

Parénquima 22.222 ± 1.860 (11) 36.077 ± 0.739 (9) 0.001 0.62

Corticomeninge 22.717 ± 1.818 (7) 36.077 ± 0.739 (9) 0.0012 0.63

P value  
b 0.4068 P value 

c 0.002

Tabla 8. Promedio de vasos inmunoreactivos al Antigeno de Barrera Endotelial 

Infectado (n) No infectado(n)
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Tabla 9. Análisis de Correlación entre marcadores angiogénicos y de disrupción de BHE 

 

  Parenquimal (P)   
Corticomeningeal 

(CM) 
  P + CM   Ventricular 

Correlación entre:   Rho P n   Rho P n   Rho P n   Rho P n 

VEGF-A FGF2   0.156 0.537 18   0.488 0.025 21   0.329 0.0411 39   0.451 0.106 14 

VEGF-A IgG   0.339 0.216 15   0.673 0.001 21   0.541 0.0007 36   0.310 0.281 14 

VEGF-A Fgn   0.609 0.012 16   0.196 0.394 21   0.407 0.0124 37   0.523 0.054 14 

FGF2 IgG   -0.114 0.622 21   0.440 0.046 21   0.180 0.2532 42   0.706 0.005 14 

FGF2 Fgn   -0.260 0.242 22   0.233 0.311 21   -0.079 0.6153 43   0.679 0.008 14 

IgG Fgn   0.421 0.073 19   0.408 0.067 21   0.358 0.0233 40   0.341 0.233 14 

 

Se muestran los valores del índice de correlación de Spearman (Rho), el valor del P-value (P) y el número de áreas de tejido alrededor del 

quiste analizado (n). VEGF-A (Factor de crecimiento vascular endotelial A), FGF2 (Factor de crecimiento de fibroblastos 2), IgG 

(Inmunoglobulina G), Fgn (Fibrinógeno). 
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DISCUSIÓN 

 En este estudio encontramos que VEGF-A y FGF2 se encuentran 

sobreexpresados en el tejido adyacente al cisticerco de T. solium y que la expresión 

de estos factores angiogénicos varía dependiendo de la localización del parásito. De 

tal forma que tanto VEGF-A como FGF2 se encuentran sobreexpresados en quistes 

parenquimales, mientras que solo VEGF-A se encuentra sobreexpresado en quistes 

corticomeningeales, no encontrándose diferencias en la expresión de estos 

marcadores en quistes ventriculares. Se comprobó que la mayor parte de VEGF 

encontrado colocaliza con el patrón de expresión de GFAP (astrocitos), mas no con 

Iba-1 (microglía). 

 

 La presencia de IgG alrededor de los cisticercos de T. solium y la presencia 

de vasos con disminución en la expresión del antígeno de barrera endotelial, 

sugieren el compromiso de la BHE en el tejido adyacente al cisticerco. En el caso 

del fibrinógeno se esperaba encontrar la presencia de esta proteína en forma difusa 

alrededor de los vasos cercanos al parásito, lo que permitiría reforzar los resultados 

hallados con los otros marcadores de disrupción de BHE, sin embargo la mayor 

inmunoreacción a fibrinógeno se concentró en la fibrosis. El encontrar al 

fibrinógeno dentro de la fibrosis, podría indicar que esta proteína puede servir como 

portador de TGF-b sanguíneo, induciendo a la formación de astrogliosis 

promoviendo así la formación de la cicatriz glial (74). 
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 VEGF es el principal biomarcador de angiogénesis, debido a que el 

incremento de VEGF en tejido cerebral induce la proliferación de la vasculatura 

(84). Su sobreexpresión ha sido asociada a muchas neuropatologías; sin embargo, 

la contribución de esta proteína en la patología de NCC, aún no ha sido estudiada. 

Recientes investigaciones muestran que la angiogénesis está asociada con la 

disrupción de la BHE y que esta podría estar asociada a epilepsia del lóbulo 

temporal (85). Por lo que estudiar la asociación entre angiogénesis y disrupción de 

la BHE podría ser un nuevo motivo de investigación en pacientes con NCC que 

presentan epilepsia. Si bien es cierto la presente investigación, no muestra la 

presencia de angiogénesis per se, el hallazgo del aumento de marcadores 

angiogénicos nos indica que podría existir remodelamiento vascular y angiogénesis. 

Por lo que sería necesario un siguiente estudio donde se evalúe la densidad vascular 

en este modelo. 

 

 Los resultados encontrados permiten observar la sobreexpresión de VEGF-

A en la astrogliosis. Existen investigaciones que asocian la sobreexpresión de 

VEGF en astrocitos con la disrupción de la BHE (76–78,86). Esto es debido a la 

interacción permanente entre los pies de astrocitos y el endotelio vascular, cuya 

interacción en condiciones normales contribuye con el mantenimiento de las 

propiedades de BHE (87–89). VEGF es un factor mitogénico, y estudios in vitro 

han demostrado que este factor aumenta la proliferación y movilidad de astrocitos. 

En modelos de hipoperfusión crónica en ratas, se encuentra que la sobreexpresión 

de VEGF correlaciona con la angiogénesis, sin embargo no encuentran evidencia 
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de reactividad astrocitaria (90). Además de los astrocitos, muchas otras de las 

células del sistema nervioso central pueden producir VEGF-A, tales como 

microglía, oligodendrocitos, neuronas, células endoteliales, pericitos y células 

ependimarias. Nuestros resultados muestran que en cerebros control existe una alta 

expresión de VEGF-A en regiones circunventriculares. Sin embargo, en esta 

investigación encontramos que en tejido alrededor del cisticerco, la mayor 

inmunoreactividad encontrada colocaliza con los astrocitos, mas no con la 

microglía, reflejando el rol importante de esta célula en esta patología. 

 

 Teniendo en cuenta que en la NCC existe una gran respuesta inflamatoria, 

la inflamación también podría contribuir con la producción de los factores 

angiogénicos reportados en este estudio. En procesos inflamatorios, la angiogénesis 

es iniciada por diferentes poblaciones celulares como macrófagos, mastocitos, 

fibroblastos y células endoteliales (91). Estas células producen factores 

angiogénicos como VEGF, FGF, PDGF, TNF-a entre otros por lo que es necesario 

establecer si existe asociación entre la inflamación encontrada en NCC y la 

expresión de los marcadores angiogénicos encontrados (92). Un punto a tomar en 

cuenta es el efecto de la inflamación crónica presente en NCC, donde recientes 

investigaciones indican que la angiogénesis acompañada a la inflamación crónica, 

tiende a intensificar y prolongar la respuesta inmune (91,93). Un ejemplo de la 

relación entre VEGF y la inflamación, es el efecto de la IL-1β que en astrocitos 

induce la expresión de VEGF (86). Los factores angiogénicos también modulan la 
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respuesta inmune, como la Angiopoyetina-2 (modulador angiogénico), la cual 

puede incrementar la respuesta inmune (94,95). 

 

 La alteración de vasos en el sistema nervioso central y la disrupción de la 

BHE son características que empeoran los procesos patológicos en diferentes 

enfermedades del sistema nervioso central. Además se ha reportado que la 

angiogénesis podría cumplir un rol común en distintas patologías, tales como los 

accidentes cerebrovasculares, la enfermedad de Alzheimer, la enfermedad de 

Parkinson, la esclerosis múltiple y en distintos tumores cerebrales (47,96–98). El 

rol de la angiogénesis en estas patologías parece depender de la duración de la 

enfermedad, es así que en los accidentes cerebrovasculares se reporta que el 

incremento en la densidad vascular alrededor de la zona infartada correlaciona con 

la supervivencia después del infarto. Estudios preclínicos revelan que la 

administración de VEGF podría mejorar el pronóstico en pacientes mientras que el 

tratamiento con inhibidores de VEGF agravaría la clínica y la patología de esta 

lesión (99,100), esto debido a que el VEGF incrementa la neurogénesis al promover 

la diferenciación y maduración de progenitores neurales. En el caso de la 

enfermedad de Alzheimer existe asociación entre el deterioro cognitivo y la 

alteración vascular, por lo que se discute el rol de las isoformas de VEGF y las 

variantes de este gen como posibles factores de riesgo para esta enfermedad (101). 

En modelos animales de epilepsia de lóbulo temporal, se ha encontrado que la 

inhibición de VEGF-A restaura las propiedades de BHE, incrementando la 

expresión de las proteínas de unión estrecha (54). De igual forma en el modelo de 
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epilepsia usando pilocarpina se encuentra que ratas tratadas con un inhibidor de 

VEGF-A (Sunitinib), no desarrollan convulsiones (102). 

 

 El anticuerpo empleado para las inmunohistoquímica, detecta las isoformas 

de VEGF 189, 164, 121, 206 y 145 (Abcam). Sería necesario diferenciar el tipo de 

isoforma presente en nuestro modelo debido a que esto podría brindar una 

aproximación de la función que cumple esta proteína en la NCC, explicando si este 

marcador actúa directamente en la inducción de angiogénesis o no, debido a que 

VEGF-A presenta isoformas angiogénicas e isoformas antiangiogénicas (103). 

 

 FGF2 se encuentra expresado en muchos tipos celulares dentro del cerebro 

como, astrocitos, células endoteliales de capilares, pericitos y neuronas (63,104). Si 

bien es cierto se ha encontrado la presencia de este factor alrededor del cisticerco, 

este no ha sido encontrado de forma abundante como se encuentra VEGF-A. Sin 

embargo, FGF2 estimula la inducción paracrina de VEGF-A. No se encontró 

colocalización entre este marcador y la microglía. Es muy probable que esta 

proteína se sobreexprese en astrocitos, debido a que normalmente estas células 

expresan FGF2 (105). Además, FGF2 es un potente factor mitogénico y este factor 

regula la proliferación en astrocitos (106). La sobreexpresión de FGF2 encontrada 

alrededor del cisticerco podría explicar la alta presencia de gliosis en NCC. Estudios 

en tejidos de pacientes con epilepsia muestran sobreexpresión de FGF2 (107), y su 

sobreexpresión incrementa la excitabilidad y susceptibilidad a convulsiones, sin 

embargo previene la muerte celular (81). 
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 La literatura menciona que existen parásitos helmínticos que tienen la 

capacidad para inducir angiogénesis por parte del tejido del hospedero (108) por lo 

que no se podría descartar que el cisticerco de T. solium induzca la expresión de 

factores angiogénicos en NCC. En Echinococcus multilocularis, (cestodo que causa 

echinococosis alveolar humana), se ha encontrado gran cantidad de nuevos vasos 

dentro del granuloma y se cree que proteínas del parásito homólogas a factores 

angiogénicos podrían inducir angiogénesis (109). 

 

 Nuestros resultados muestran que existe presencia de IgG en el parénquima 

cerebral de cerebros de rata infectadas, lo que sugiere la alteración de la 

permeabilidad de la BHE, sin embargo los resultados podrían ser cuestionables 

debido a la presencia de células inflamatorias que se encuentran al alrededor del 

cisticerco de T. solium. Teniendo en cuenta que la patología de NCC depende de la 

inflamación, es posible que la infiltración de células plasmáticas contribuya con la 

presencia de IgG encontrada o que también las células marcadas correspondan a 

macrófagos que endocitan esta proteína. Por otro lado, la inflamación también 

contribuye con la disrupción de la BHE. Por lo que la principal deficiencia de este 

estudio radica en no haber incluido la evaluación del conteo de células inflamatorias 

en los quistes analizados. 

 

 En esta investigación el estudio de la disrupción de la BHE se encuentra 

acompañado por un segundo marcador (EBA) (75), si bien es cierto se desconoce 

la función que ejerce esta proteína en la integridad de la BHE, numerosos artículos 
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mencionan que esta proteína disminuye o deja de expresarse cuando existe 

compromiso o alteración de esta barrera (110–113). Nuestros resultados muestran 

que ciertos vasos no se tiñen en presencia de este marcador indicando la alteración 

de estos. A pesar de que la expresión de EBA no es homogénea en todo el endotelio 

vascular de cerebros normales (114), fue evidente encontrar baja expresión de EBA 

en los vasos del tejido que bordea al parásito en comparación a lo encontrado en el 

grupo control. No hay estudios en biopsias humanas con NCC donde se halla usado 

a EBA como marcador de alteración de la permeabilidad de la BHE, sin embargo 

se ha reportado el engrosamiento y alteración de vasos en biopsias humanas (31). 

La alteración de las capas que recubren los vasos sanguíneos de pacientes con NCC 

podría contribuir con la disrupción de la BHE tal como ocurre en distintas 

patologías (77,78, 96-98). 

 

 Se ha demostrado que existe disrupción de la BHE en el modelo natural de 

NCC en cerdo, observándose extravasación de Evans blue, lo cual podría indicar 

extravasación de albumina (9). En dicho estudio, se encontró que 38 cisticercos de 

108 presentaban tinción con Evans blue, estos datos podrían indicar que cerdos 

infectados presentan bajo porcentaje de disrupción en la BHE, mientras que en el 

presente estudio usando cerebros de ratas con NCC se encuentra que más del 90% 

de cisticercos analizados (parenquimales y corticomeningeales) presentan 

alteración de la BHE. Estas diferencias pueden deberse a las técnicas empleadas en 

ambos estudios. La evaluación de la técnica por Evans blue al ser analizada 

macroscópicamente podría presentar baja sensibilidad al evaluar la disrupción de la 
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BHE. Mientras que el uso del marcador EBA, IgG, and fibrinógeno al ser evaluados 

microscópicamente podrían ser más sensibles en detectar disrupción de BHE (74, 

112, 114, 115), lo cual refuerza la idea de que existe compromiso de la integridad 

de la BHE. Sería interesante hacer un estudio comparativo usando Evans blue y 

marcadores usados en el presente estudio. 

 

 Nuestros resultados muestran mayor expresión de marcadores angiogénicos 

(VEGF-A y FGF2) en comparación a las regiones control, así como mayor 

abundancia de IgG, aumento en la cantidad de vasos poco reactivos a EBA y mayor 

cantidad de fibrinógeno en quistes parenquimales y corticomeningeales. Indicando 

que en quistes parenquimales y corticomeningeales la respuesta celular encontrada 

es más exacerbada a diferencia de los quistes ventriculares. Esto puede ser debido 

al estrecho contacto entre el parásito y el tejido cerebral, donde las células son más 

sensibles a la lesión tisular. Es evidente que no se encuentra mayor compromiso de 

la integridad de la BHE en quistes ventriculares, detectado por el marcador EBA e 

IgG. Posiblemente debido a que las células ependimarias presentan una respuesta 

celular diferente por ser parte de la barrera cerebroventricular. Otro segundo punto 

a tomar en cuenta, es la presencia del líquido cefalorraquídeo, que podría hacer que 

antígenos del parásito se diluyan y no logren desencadenar una respuesta alrededor 

al ventrículo. Además, el contacto parásito hospedero podría mediar lo encontrado 

en quistes corticomeningeales y parenquimales. 
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 Los resultados del análisis por número de quistes indican que la expresión 

de los marcadores VEGF y EBA varía dependiendo de la cantidad de quistes 

presentes, por lo que es posible que exista un incremento en la respuesta celular en 

todo el cerebro. Sin embargo, debido al poco número de ratas analizadas, no se 

puede realizar conclusiones precisas. 

 

 El encontrar correlación entre los factores angiogénicos y los marcadores de 

disrupción de la BHE indica que existe algún tipo de asociación entre estas 

variables. Sin embargo, no muestra relación causal acerca de que si el aumento de 

marcadores angiogénicos provoca la disrupción de la BHE o viceversa. La 

sobreexpresión de factores angiogénicos que pueden reflejar un mecanismo 

compensatorio producto de la lesión. Por lo que es necesario nuevos estudios que 

permitan profundizar en este tema. 

 

 El presente estudio muestra que existe sobreexpresión VEGF-A y FGF2 en 

NCC, y es el primer estudio en NCC que encuentra la presencia de marcadores 

angiogénicos sobreexpresados en esta enfermedad. Debido a la gran importancia en 

rol que cumplen estas proteínas en procesos de supervivencia celular, proliferación, 

inflamación y su asociación con distintas patologías del sistema nervioso central, 

resulta de gran importancia el desarrollo de más estudios en este campo.   
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CONCLUSIONES 

 

1. VEGF-A se encuentra sobreexpresado en el tejido cerebral que rodea al 

parásito, es expresado principalmente por astrocitos, y su nivel de 

expresión varía dependiendo la localización del cisticerco. 

2. FGF2 se encuentra sobreexpresado en tejido cerebral que rodea al parásito 

y no se observó expresión de esta proteína en la microglías. 

3. IgG se encuentra presente en el tejido cerebral que rodea al parásito, mas 

no en el tejido cerebral de ratas no infectadas.  

4. El fibrinógeno se encuentra presente en abundancia dentro de la fibrosis.  

5. Existe mayor número de vasos poco reactivos a EBA en el tejido cerebral 

que rodea al parásito. 

6. Existe correlación entre los valores de inmunoreactividad a IgG y el 

marcador VEGF-A en quistes corticomeningeales.  
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Anexo 1: Anticuerpos primarios y secundarios usados en la inmunohistoquímica 

 

Anticuerpo primario Anticuerpo secundario 

Empresa y 

código 
Descripción Tipo 

Empresa y 

código 
Descripción Tipo 

Abcam, 

ab39250 
IgG de conejo anti-VEGFA Policlonal 

KPL, 

16-15-06 

IgG de cabra anti-IgG de 

conejo marcada con biotina. 
Policlonal 

Millipore, 

05-118 

IgG de ratón anti-FGF2 

(clona bFM-2) 
Monoclonal 

KPL, 

16-18-06 

IgG de cabra anti-IgG de 

ratón marcada con biotina. 
Policlonal 

KPL, 

14-16-06 

IgG de cabra anti-IgG de rata 

marcada con peroxidasa 
Policlonal    

Abcam, 

ab24764 

IgM de ratón anti-EBA 

(clona SMI-71) 
Monoclonal 

KPL, 

16-18-03 

IgG de cabra anti-IgM de 

ratón marcada con 

peroxidasa. 

Policlonal 

LifeSpan 

BioSciences, 

LS-B2573 

IgG de oveja anti-

fibrinógeno 
Policlonal 

KPL, 

14-23-06 

IgG de conejo anti-IgG de 

oveja marcada con 

peroxidasa. 

Policlonal 

 

  



 

 
 

Anexo 2: Anticuerpos primarios y secundarios usados en la inmunofluorescencia 

Anticuerpo primario Anticuerpo secundario 

Empresa y 

código 
Descripción Tipo 

Empresa y 

código 
Descripción Tipo 

Abcam, 

ab39250 
IgG de conejo anti-VEGFA Policlonal 

Invitrogen, 

A-21206 

IgG de burro anti-IgG de 

conejo marcada con Alexa 

fluor 488  

Policlonal 

Millipore, 

05-118 

IgG de ratón anti-FGF2 

(clona bFM-2) 
Monoclonal 

Invitrogen, 

A-21202 

IgG de burro anti-IgG de ratón 

marcada con Alexa fluor 488 
Policlonal 

Millipore, 

IF03L-

100UG 

IgG de ratón anti-GFAP 

(clona G-A-5) 
Monoclonal 

Invitrogen, 

A-21202 

IgG de burro anti-IgG de ratón 

marcada con Alexa fluor 488 
Policlonal 

Millipore, 

IF03L-

100UG 

IgG de ratón anti-GFAP 

(clona G-A-5) 
Monoclonal 

Invitrogen, 

A-21203 

IgG de burro anti-IgG de ratón 

marcada con Alexa fluor 594 
Policlonal 

Abcam, 

ab5076 
IgG de cabra anti-Iba-1 Policlonal 

Invitrogen, 

A-11058 

IgG de burro anti-IgG de 

cabra marcada con Alexa 

fluor 594 

Policlonal 

 



 

 
 

Anexo 3: Protocolos 

PROTOCOLO DE INMUNOHISTOQUÍMICA DE VEGF-A 

 

Empresa: Abcam Número de Catalogo: ab39250 

 

PROCEDIMIENTO 

 

1. DESPARIFINIZACIÓN 

o Seleccionar las láminas y colocarlas en una canastilla porta láminas. 

o Colocar las láminas dentro de las canastillas en una estufa (55-64°C) 

por 30´ 

o Sumergir las láminas en Xilol I por 3minutos,  

o Sumergir las láminas en Xilol II por 3 minutos, 

o Sumergir las láminas en Xilol III por 3 minutos, 

o Colocar las láminas en una estufa (55-64°C) por 3 minutos 

o Colocar las láminas en alcohol de forma graduada en orden 

descendente (100%, 95%, 90%, 80%), 3 minutos en cada 

concentración de alcohol. 

o Colocar la canastilla con las láminas en un recipiente con agua 

destilada. 

  

 

2. DESENMASCARAMIENTO 

o Agregar 300 mililitros de solución tamponada de Citrato 10mM pH6 

+ detergente Tween al 0.05% en un vaso de precipitado de 1 Litro, 

mantener las láminas en baño María a 65° centígrados por 1hora.  

o Dejar atemperar por 30 min. 

 

  

3. LAVADO 

o Remarcar el área del tejido usando un plumón hidrofóbico. 

o Lavar las láminas con solución tamponada de fosfato salino (PBS) a 

pH 7.2, 4 veces cada 5 min. 

 

 

4. BLOQUEO DE PEROXIDASA ENDÓGENA 

o Agregar a las láminas, 3% de peróxido de hidrógeno en PBS 

o Dejar incubar por 30 minutos a temperatura ambiente. 

o  Lavar las láminas con solución tamponada de fosfato salino (PBS) 

a pH 7.2, 4 veces cada 5 min 

 



 

 
 

 

5. BLOQUEO GENERAL 

o Preparar solución de bloqueo: PBS Tritón al 0.05%, 5% BSA y 5% 

suero de cabra. 

o Incubar las láminas con solución de bloqueo por 1 hora a 

temperatura ambiente. 

o Lavar las láminas con solución tamponada de fosfato salino (PBS) a 

pH 7.2, 4 veces cada 5 min. 

 

 

6. INCUBACIÓN CON ANTICUERPO PRIMARIO 

o Preparar solución de anticuerpo primario: PBS Tritón al 0.05%, 5% 

de suero de cabra + IgG de conejo anti-VEGF-A en dilución 1/100. 

o Incubar las láminas en solución de anticuerpo primario toda la noche 

a 4°C (16 horas). 

o Lavar las láminas con solución tamponada de fosfato salino (PBS) a 

pH 7.2, 4 veces cada 5 min. 

 

 

7. INCUBACIÓN CON ANTICUERPO SECUNDARIO 

o Preparar solución de anticuerpo secundario: PBS, 10% de suero de 

cabra, 10% de suero de rata, + Anticuerpo secundario 1/200 (IgG de 

cabra anti-IgG de conejo marcado con biotina, KPL)  

o Incubar las láminas en solución de anticuerpo secundario por 1h a 

temperatura ambiente. 

o Lavar las láminas con solución tamponada de fosfato salino (PBS) a 

pH 7.2, 4 veces cada 5 min. 

o Incubar las láminas con solución de Estreptavidina marcada con 

HRP (1/200, KPL) por 1 hora. 

o Lavar las láminas con solución tamponada de fosfato salino (PBS) a 

pH 7.2, 4 veces cada 5 min. 

 

 

8. REVELADO 

o Preparar solución de revelado: 1 gota de DAB + 3 mL de solución 

tamponada  

o Agregar solución de revelado sobre los tejidos, dejar incubando por 

5min. 

o Lavar las láminas inmediatamente con agua destilada. 

 

 

9. CONTRATINCIÓN 

o Colar láminas en canastilla portaláminas y sumergirlas en solución 

de Hematoxilina de Harris (MERCK) por 1 min. 



 

 
 

o Lavar las láminas con abundante agua de grifo. 

 

 

10. DESHIDRATACIÓN 

o Colocar la canastilla en concentraciones crecientes de alcohol (70%, 

90%, 96% y Alcohol absoluto) por 3 min en cada uno, dejar secar 

las láminas por 5 min. 

o Colocar la canastilla con las láminas en Xilol I y II por 3 min en cada 

uno, dejar secar. 

o Realizar el montaje de las láminas con solución Entellan (MERCK) 

y laminillas cubre objeto, dejar secar. 

  



 

 
 

PROTOCOLO DE INMUNOHISTOQUÍMICA DE FGF2 

 

Empresa: Millipore Número de Catalogo: 05-118 

 

PROCEDIMIENTO 

 

1. DESPARIFINIZACIÓN 

o Seleccionar las láminas y colocarlas en una canastilla portaláminas. 

o Colocar las láminas dentro de las canastillas en una estufa (55-64°C) 

por 30´ 

o Sumergir las láminas en Xilol I por 3minutos,  

o Sumergir las láminas en Xilol II por 3 minutos, 

o Sumergir las láminas en Xilol III por 3 minutos, 

o Colocar las láminas en una estufa (55-64°C) por 3 minutos 

o Colocar las láminas en alcohol de forma graduada en orden 

descendente (100%, 95%, 90%, 80%), 3minutos en cada alcohol. 

o Colocar la canastilla con las láminas en un recipiente con agua 

destilada. 

  

 

2. DESENMASCARAMIENTO 

o Preparar 600 mililitros de solución tamponada de Citrato 10mM pH6 

+ detergente Tween al 0.05% en un vaso de precipitado de 1 Litro. 

o Colocar la canastilla con las láminas en el vaso de precipitados y 

hacer hervir por 40min.  

o Dejar atemperar por 30 min. 

 

  

3. LAVADO 

o Remarcar el área del tejido usando un plumón hidrofóbico. 

o Lavar las láminas con solución tamponada de fosfato salino (PBS) a 

pH 7.2, 4 veces cada 5 min. 

 

 

4. BLOQUEO DE PEROXIDASA ENDÓGENA 

o Agregar a las láminas, 3% de peróxido de hidrógeno en PBS 

o Dejar incubar por 30 minutos a temperatura ambiente. 

o  Lavar las láminas con solución tamponada de fosfato salino (PBS) 

a pH 7.2, 4 veces cada 5 min 

 

 



 

 
 

5. BLOQUEO GENERAL 

o Preparar solución de bloqueo: PBS Tritón al 0.05%, 5% BSA y 5% 

suero de cabra. 

o Incubar las láminas con solución de bloqueo por 1 hora a 

temperatura ambiente. 

o Lavar las láminas con solución tamponada de fosfato salino (PBS) a 

pH 7.2, 4 veces cada 5 min. 

 

 

6. INCUBACIÓN CON ANTICUERPO PRIMARIO 

o Preparar solución de anticuerpo primario: PBS Tritón al 0.05%, 5% 

de suero de cabra + IgG de ratón Anti-FGF2 en dilución 1/200. 

o Incubar las láminas en solución de anticuerpo primario toda la noche 

a 4°C (16 horas). 

o Lavar las láminas con solución tamponada de fosfato salino (PBS) a 

pH 7.2, 4 veces cada 5 min. 

 

 

7. INCUBACIÓN CON ANTICUERPO SECUNDARIO 

o Preparar solución de anticuerpo secundario: PBS, 10% de suero de 

cabra, 10% de suero de rata, + Anticuerpo secundario 1/200 (IgG de 

cabra anti-IgG de ratón marcado con biotina, KPL)  

o Incubar las láminas en solución de anticuerpo secundario por 1h a 

temperatura ambiente. 

o Lavar las láminas con solución tamponada de fosfato salino (PBS) a 

pH 7.2, 4 veces cada 5 min. 

o Incubar las láminas con solución de Estreptavidina marcada con 

HRP (1/200, KPL) por 1 hora. 

o Lavar las láminas con solución tamponada de fosfato salino (PBS) a 

pH 7.2, 4 veces cada 5 min. 

 

 

8. REVELADO 

o Preparar solución de revelado: 1 gota de DAB + 3 mL de solución 

tamponada  

o Agregar solución de revelado sobre los tejidos, dejar incubando por 

5min. 

o Lavar las láminas inmediatamente con agua destilada. 

 

 

9. CONTRATINCIÓN 

o Colar láminas en canastilla portaláminas y sumergirlas en solución 

de Hematoxilina de Harris (MERCK) por 1 min. 

o Lavar las láminas con abundante agua de grifo. 



 

 
 

 

 

10. DESHIDRATACIÓN 

o Colocar la canastilla en batería alcoholes (70%, 90%, 96% y Alcohol 

absoluto) por 3 min en cada uno, dejar secar las láminas por 5 min. 

o Colocar la canastilla con las láminas en Xilol I y II por 3 min en cada 

uno, dejar secar. 

o Realizar el montaje de las láminas con solución Entellan (MERCK) 

y laminillas cubre objeto, dejar secar. 



 

 
 

PROTOCOLO DE INMUNOHISTOQUÍMICA DE IgG 

 

Empresa: KPL  Número de Catalogo: 14-16-06 

 

PROCEDIMIENTO 

 

1. DESPARIFINIZACIÓN 

o Seleccionar las láminas y colocarlas en una canastilla portaláminas. 

o Colocar las láminas dentro de las canastillas en una estufa (55-64°C) 

por 30´ 

o Sumergir las láminas en Xilol I por 3minutos,  

o Sumergir las láminas en Xilol II por 3 minutos, 

o Sumergir las láminas en Xilol III por 3 minutos, 

o Colocar las láminas en una estufa (55-64°C) por 3 minutos 

o Colocar las láminas en alcohol de forma graduada en orden 

descendente (100%, 95%, 90%, 80%), 3minutos en cada alcohol. 

o Colocar la canastilla con las láminas en un recipiente con agua 

destilada. 

  

 

2. DESENMASCARAMIENTO 

o Agregar 600 mililitros de solución tamponada de Citrato 10mM pH6 

+ detergente Tween al 0.05% en un vaso de precipitado, hacer hervir 

por 40min. 

o Colocar las láminas por 10 min en la solución de 

desenmascaramiento hirviendo. 

o Dejar atemperar por 30 min. 

 

  

3. LAVADO 

o Remarcar el área del tejido usando un plumón hidrofóbico. 

o Lavar las láminas con solución tamponada de fosfato salino (PBS) a 

pH 7.2, 4 veces cada 5 min. 

 

 

4. BLOQUEO DE PEROXIDASA ENDÓGENA 

o Agregar a las láminas, 3% de peróxido de hidrógeno en PBS 

o Dejar incubar por 30 minutos a temperatura ambiente. 

o  Lavar las láminas con solución tamponada de fosfato salino (PBS) 

a pH 7.2, 4 veces cada 5 min 

 



 

 
 

 

5. BLOQUEO GENERAL 

o Preparar solución de bloqueo: PBS Tritón al 0.05%, 5% BSA  

o Incubar las láminas con solución de bloqueo por 1 hora a 

temperatura ambiente. 

o Lavar las láminas con solución tamponada de fosfato salino (PBS) a 

pH 7.2, 4 veces cada 5 min. 

 

 

6. INCUBACIÓN CON ANTICUERPO PRIMARIO 

o Preparar solución de anticuerpo primario: PBS Tritón al 0.05%, 5% 

de suero de cabra + IgG de cabra anti-IgG de rata en dilución 1/200. 

o Incubar las láminas en solución de anticuerpo primario toda la noche 

a 4°C (16 horas). 

o Lavar las láminas con solución tamponada de fosfato salino (PBS) a 

pH 7.2, 4 veces cada 5 min. 

 

 

7. REVELADO 

o Preparar solución de revelado: 1 gota de DAB + 3 mL de solución 

tamponada  

o Agregar solución de revelado sobre los tejidos, dejar incubando por 

5min. 

o Lavar las láminas inmediatamente con agua destilada. 

 

 

8. CONTRATINCIÓN 

o Colar láminas en canastilla portaláminas y sumergirlas en solución 

de Hematoxilina de Harris (MERCK) por 1 min. 

o Lavar las láminas con abundante agua de grifo. 

 

 

9. DESHIDRATACIÓN 

o Colocar la canastilla en batería alcoholes (70%, 90%, 96% y Alcohol 

absoluto) por 3 min en cada uno, dejar secar las láminas por 5 min. 

o Colocar la canastilla con las láminas en Xilol I y II por 3 min en cada 

uno, dejar secar. 

o Realizar el montaje de las láminas con solución Entellan (MERCK) 

y laminillas cubre objeto, dejar secar. 

  



 

 
 

PROTOCOLO DE INMUNOHISTOQUÍMICA DEL ANTÍGENO DE 

BARRERA ENDOTELIAL (EBA) [SMI-71] 

 

Empresa: Abcam  Número de Catalogo: ab24764 

 

PROCEDIMIENTO 

 

1. DESPARIFINIZACIÓN 

o Seleccionar las láminas y colocarlas en una canastilla portaláminas. 

o Colocar las láminas dentro de las canastillas en una estufa (55-64°C) 

por 30´ 

o Sumergir las láminas en Xilol I por 3minutos,  

o Sumergir las láminas en Xilol II por 3 minutos, 

o Sumergir las láminas en Xilol III por 3 minutos, 

o Colocar las láminas en una estufa (55-64°C) por 3 minutos 

o Colocar las láminas en alcohol de forma graduada en orden 

descendente (100%, 95%, 90%, 80%), 3minutos en cada alcohol. 

o Colocar la canastilla con las láminas en un recipiente con agua 

destilada. 

  

 

2. DESENMASCARAMIENTO 

o Agregar 80 mililitros de solución tamponada de Citrato 10mM pH6 

+ detergente Tween al 0.05% en un tarro de tinción Coplin junto con 

las láminas, hacer hervir el tarro Coplin conteniendo las láminas en 

baño María por 40min.  

o Dejar atemperar por 30 min. 

 

  

3. LAVADO 

o Remarcar el área del tejido usando un plumón hidrofóbico. 

o Lavar las láminas con solución tamponada de fosfato salino (PBS) a 

pH 7.2, 4 veces cada 5 min. 

 

 

4. BLOQUEO DE PEROXIDASA ENDÓGENA 

o Agregar a las láminas, 3% de peróxido de hidrógeno en PBS 

o Dejar incubar por 30 minutos a temperatura ambiente. 

o  Lavar las láminas con solución tamponada de fosfato salino (PBS) 

a pH 7.2, 4 veces cada 5 min. 

 



 

 
 

5. BLOQUEO GENERAL 

o Preparar solución de bloqueo: PBS Tritón al 0.05%, 5% BSA y 5% 

suero de cabra. 

o Incubar las láminas con solución de bloqueo por 1 hora a 

temperatura ambiente. 

o Lavar las láminas con solución tamponada de fosfato salino (PBS) a 

pH 7.2, 4 veces cada 5 min. 

 

6. INCUBACIÓN CON ANTICUERPO PRIMARIO 

o Preparar solución de anticuerpo primario: PBS Tritón al 0.05%, 5% 

de suero de cabra + IgM de ratón anti-EBA en dilución 1/500. 

o Incubar las láminas en solución de anticuerpo primario toda la noche 

a 4°C (16 horas). 

o Lavar las láminas con solución tamponada de fosfato salino (PBS) a 

pH 7.2, 4 veces cada 5 min. 

 

 

7. INCUBACIÓN CON ANTICUERPO SECUNDARIO 

o Preparar solución de anticuerpo secundario: PBS, 10% de suero de 

cabra, 10% de suero de rata, + Anticuerpo secundario 1/200 (IgG de 

cabra anti-IgM de Ratón marcada con HRP, KPL)  

o Incubar las láminas en solución de anticuerpo secundario por 1h a 

temperatura ambiente. 

o Lavar las láminas con solución tamponada de fosfato salino (PBS) a 

pH 7.2, 4 veces cada 5 min. 

 

 

8. REVELADO 

o Preparar solución de revelado: 1 gota de DAB + 3 mL de solución 

tamponada  

o Agregar solución de revelado sobre los tejidos, dejar incubando por 

5min. 

o Lavar las láminas inmediatamente con agua destilada. 

 

 

9. CONTRATINCIÓN 

o Colar láminas en canastilla portaláminas y sumergirlas en solución 

de Hematoxilina de Harris (MERCK) por 1 min. 

o Lavar las láminas con abundante agua de grifo. 

 

 

10. DESHIDRATACIÓN 

o Colocar la canastilla en batería alcoholes (70%, 90%, 96% y Alcohol 

absoluto) por 3 min en cada uno, dejar secar las láminas por 5 min. 



 

 
 

o Colocar la canastilla con las láminas en Xilol I y II por 3 min en cada 

uno, dejar secar. 

o Realizar el montaje de las láminas con solución Entellan (MERCK) 

y laminillas cubre objeto, dejar secar. 

  



 

 
 

PROTOCOLO DE INMUNOHISTOQUÍMICA DE FIBRINOGENO 

 

Empresa: LifeSpan Bioscience  Número de Catalogo: LS-2573 

 

PROCEDIMIENTO 

 

1. DESPARIFINIZACIÓN 

o Seleccionar las láminas y colocarlas en una canastilla portaláminas. 

o Colocar las láminas dentro de las canastillas en una estufa (55-64°C) 

por 30´ 

o Sumergir las láminas en Xilol I por 3minutos,  

o Sumergir las láminas en Xilol II por 3 minutos, 

o Sumergir las láminas en Xilol III por 3 minutos, 

o Colocar las láminas en una estufa (55-64°C) por 3 minutos 

o Colocar las láminas en alcohol de forma graduada en orden 

descendente (100%, 95%, 90%, 80%), 3minutos en cada alcohol. 

o Colocar la canastilla con las láminas en un recipiente con agua 

destilada. 

  

 

2. DESENMASCARAMIENTO 

o Preparar solución de desenmascaramiento: 0,05% tripsina pH 7,5 

(0,5% de tripsina diluido en 1% de CaCl, calibrar el pH son solución 

de NaOH). 

o Incubar las láminas con solución de desenmascaramiento por 15min 

a 37° centígrados 

 

  

3. LAVADO 

o Remarcar el área del tejido usando un plumón hidrofóbico. 

o Lavar las láminas con solución tamponada de fosfato salino (PBS) a 

pH 7.2, 4 veces cada 5 min. 

 

 

4. BLOQUEO DE PEROXIDASA ENDÓGENA 

o Agregar a las láminas, 3% de peróxido de hidrógeno en PBS 

o Dejar incubar por 30 minutos a temperatura ambiente. 

o  Lavar las láminas con solución tamponada de fosfato salino (PBS) 

a pH 7.2, 4 veces cada 5 min 

 

 



 

 
 

5. BLOQUEO GENERAL 

o Preparar solución de bloqueo: PBS Tritón al 0.05%, 2.5% 

Ovoalbumina y 10% suero de conejo. 

o Incubar las láminas con solución de bloqueo por 1 hora a 

temperatura ambiente. 

o Lavar las láminas con solución tamponada de fosfato salino (PBS) a 

pH 7.2, 4 veces cada 5 min. 

 

 

 

6. INCUBACIÓN CON ANTICUERPO PRIMARIO 

o Preparar solución de anticuerpo primario: PBS Tritón al 0.05%, 10% 

de suero de conejo + Anticuerpo IgG de Oveja anti-Fibrinógeno en 

dilución 1/1000. 

o Incubar las láminas en solución de anticuerpo primario toda la noche 

a 4°C (16 horas). 

o Lavar las láminas con solución tamponada de fosfato salino (PBS) a 

pH 7.2, 4 veces cada 5 min. 

 

 

7. INCUBACIÓN CON ANTICUERPO SECUNDARIO 

o Preparar solución de anticuerpo secundario: PBS, 5% de suero de 

conejo, 10% de suero de rata, + Anticuerpo secundario 1/800 (IgG 

de conejo anti-IgG de Oveja marcada con HRP, KPL)  

o Incubar las láminas en solución de anticuerpo secundario por 1h a 

temperatura ambiente. 

o Lavar las láminas con solución tamponada de fosfato salino (PBS) a 

pH 7.2, 4 veces cada 5 min. 

 

 

8. REVELADO 

o Preparar solución de revelado: 1 gota de DAB + 3 mL de solución 

tamponada  

o Agregar solución de revelado sobre los tejidos, dejar incubando por 

5min. 

o Lavar las láminas inmediatamente con agua destilada. 

 

 

9. CONTRATINCIÓN 

o Colar láminas en canastilla portaláminas y sumergirlas en solución 

de Hematoxilina de Harris (MERCK) por 1 min. 

o Lavar las láminas con abundante agua de grifo. 

 

 



 

 
 

10. DESHIDRATACIÓN 

o Colocar la canastilla en batería alcoholes (70%, 90%, 96% y Alcohol 

absoluto) por 3 min en cada uno, dejar secar las láminas por 5 min. 

o Colocar la canastilla con las láminas en Xilol I y II por 3 min en cada 

uno, dejar secar. 

o Realizar el montaje de las láminas con solución Entellan (MERCK) 

y laminillas cubre objeto, dejar secar. 


