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INTRODUCCIÓN 

1. Citoarquitectura del Colículo Inferior 
El colículo inferior (IC) junto con los colículos superiores forman parte de la región tectal del 

mesencéfalo; el IC se sitúa caudalmente con respecto a los colículos superiores, y es una 

estructura visible en la superficie dorsal del encéfalo que se dispone entre los hemisferios 

cerebrales y el cerebelo. El IC está relacionado con la integración y procesamiento de la 

información auditiva, constituye el principal núcleo del mesencéfalo en la ruta auditiva  y recibe 

aferencias de diversos núcleos del tronco encefálico y córtex auditivo; además, también recibe 

información no-auditiva procedente del sistema somatosensorial, evidenciando su importante 

papel en el procesamiento multimodal de estímulos (para revisión ver: Cant and Benson, 2008; 

Malmierca and Ryugo, 2012; Sturm et al., 2014).  

El IC se compone de un núcleo central (CIC), una corteza dorsal (DCIC), una corteza lateral 

(LCIC) y una corteza rostral (RCIC). La DCIC cubre el CIC en sus regiones dorsomediales, 

muestra una organización laminar y está constituida por cuatro capas: la capa más superficial 

(capa 1, también denominada capsula fibrocelular) está compuesta mayoritariamente por fibras y 

por algunas neuronas que se disponen dispersas; las otras tres capas muestran una mayor 

densidad celular y están constituidas por una mezcla de neuronas multipolares de distinto 

tamaño. La LCIC cubre el CIC lateralmente, también muestra una organización en capas, que 

son una continuación de las de la DCIC. La RCIC no muestra una organización laminar y en ella 

se han descrito neuronas multipolares de distintos tamaños, así como neuronas piramidales (para 

revisión ver: Malmierca and Ryugo, 2012). 

El CIC y las capas profundas de DCIC reciben proyecciones ascendentes procedentes de 

diversos núcleos auditivos localizados en el tronco cerebral (núcleo coclear dorsal y ventral,  

núcleo del lemnisco lateral, núcleo de la oliva superior) (Cant and Benson, 2008; Sturm et al., 

2014). La DCIC, LCIC y RCIC también reciben aferencias procedentes del cortex auditivo y 

regiones no-auditivas. Así, la LCIC y RCIC reciben aferencias somatosensoriales de la médula 

espinal, núcleo de la columna dorsal y del núcleo trigeminal espinal (para revisión ver: 

Yoshihara et al., 2010; Malmierca and Ryugo, 2012; Sturm et al., 2014). Por otra parte, las 



5  

 

neuronas del CIC proyectan a la división ventral del cuerpo geniculado medial (para revisión ver: 

Lee and Sherman, 2010; Malmierca and Ryugo, 2012).  

El colículo inferior también posee interconexiones locales y comisurales; los colículos de 

ambos lados están interconectados por las fibras comisurales (para revisión ver: Cant and 

Benson, 2008; Malmierca et al., 2009; Malmierca and Ryugo, 2012). Estudios previos han 

propuesto dos modelos diferentes para explicar las conexiones entre los IC de los dos 

hemisferios cerebrales: (1) conexiones punto-a-punto, en las que determinados puntos de la 

lámina del IC se encuentran conectados con los puntos equivalentes del IC contralateral, (2) 

conexiones divergentes en las que un punto de la lámina del IC se encuentra conectado con una 

amplia región del IC contralateral. Los estudios llevados a cabo por Malmierca et al. (2009) han 

demostrado que ambos modelos coexisten en el IC de rata. 

2. La reelina 

a. Estructura de la proteína y del gen que codifica para la reelina. 

La reelina es una glicoproteína de matriz extracelular, y su gen se localiza en el cromosoma 4 

en ratón, cromosoma 5 en rata y cromosoma 7 en humanos; las proteínas en ratón y humanos son 

similares en tamaño, y su secuencia de aminoácidos muestra una homología superior al 94%. La 

transcripción del gen genera un ARNm de 12kb, constituido por 65 exones dispersos en una 

amplia región de 450kb que se traduce generando una proteína de 3461 aminoácidos (385kDa) 

(D’Arcangelo, 2006; Teixeira et al., 2011).  

La reelina es secretada como un único fragmento, pero una vez en la matriz extracelular, 

puede sufrir un proceso de proteólisis dando lugar a tres grandes fragmentos (Figura 1): (1) el 

extremo N-terminal (180kDa) que contiene un péptido señal de rotura y una pequeña región 

similar a la F-spondina que le confiere a la proteína su máxima actividad biológica; (2) el 

extremo C-terminal (100kDa) constituido por residuos aminoacídicos cargados positivamente 

que permiten su secreción extracelular; (3) y un fragmento central de 120kDa formado por 8 

repeticiones de entre 350 y 390 aminoácidos que contienen dos subdominios separados por 30 

aminoácidos altamente conservados, suficiente para conferir actividad biológica y bioquímica 

(Jossin et al., 2004; D’Arcangelo, 2006). Además, también es frecuente encontrar una proteína 
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de tamaño intermedio (300kDa) constituida por los fragmentos N-terminal y central 

(D’Arcangelo, 2006). 

 

Figura 1. Estructura de la proteína Reelina. Esquema obtenido de Jossin et al., 2004. 

b. Receptores y vía de transducción de señales de la reelina 

El  fragmento central de la reelina  puede unirse a dos tipos de receptores lipoproteicos 

transmembrana: los receptores lipoproteicos de baja densidad (VLDLR) y el receptor 3 

apolipoproteico E (ApoER2) (D’Arcangelo, 2006; Hack et al., 2007; Katsuyama and Terashima, 

2009). La unión de la Reelina a estos receptores está mediada por cationes de calcio, resultando 

en la unión de la proteína adaptadora Disabled-1 (Dab1) con el dominio intracelular de los 

receptores (Bock et al., 2003), que va a ser fosforilado en residuos específicos de tirosina 

mediante la activación de kinasas (D’Arcangelo, 2006), lo cual va a provocar la activación de 

proteínas que se traslocarán al núcleo permitiendo la expresión de diferentes genes involucrados 

en procesos de plasticidad y migración neuronal (Figura 2) (D’Arcangelo, 2006).  

 Además también se sabe que la reelina se une as la integrina α3β1, regulando de este 

modo las interacciones neurona-glía que permiten la correcta organización laminar (Dulabon et 

al., 2000). 

 

Figura 2. Diagrama de la Reelina y su ruta de señalización. La Reelina, o su región central, se une a cualquiera de los dos 

receptores, reclutando a proteínas de la familia SFK que van a fosforilar a Dab1, permitiendo su activación para la expresión 

de diferentes genes involucrados en la plasticidad neuronal y en la corticogénesis. (esquema tomado de D’Arcangelo, 2006). 
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c. Expresión de reelina en el encéfalo de roedores.  

Mediante técnicas de hibridación in situ e inmunohistoquímicas se ha analizado el patrón de 

expresión de la reelina en ratones adultos así como durante el desarrollo; es importante 

mencionar que la mayor parte de los estudios han prestado una especial atención al prosencéfalo 

(Ikeda and Terashima, 1997; Alcántara et al., 1998).  

La expresión de Reelina muestra variaciones a lo largo del desarrollo embrionario, su 

expresión es elevada en el bulbo olfatorio, teléncefalo y diencéfalo desde estadios tempranos del 

desarrollo, y esta expresión decrece a medida que avanza el desarrollo, aunque células positivas 

para reelina se siguen observando en estas regiones postnatalmente; células positivas para reelina 

también están presentes en el mesencéfalo,  rombiencéfalo y médula espinal, aunque en menor 

cantidad que en las regiones rostrales del encéfalo (Kubasak et al., 2004). En ratones adultos la 

mayor parte de los estudios se han referido a la corteza cerebral, donde se ha descrito que la 

reelina está presente en diferentes subpoblaciones de interneuronas GABAergicas (Ikeda and 

Terashima, 1997).  

Ramos-Moreno et al., (2006) utilizando técnicas inmunohistoquímicas, han mapeado la 

distribución de reelina en el encéfalo adulto de rata, observando que su patrón de distribución es 

mucho más amplio que el descrito anteriormente en ratón, detectándose un mayor número de 

agrupaciones celulares que expresan reelina en el mesencéfalo y rombencéfalo, donde se 

incluyen los núcleos relacionados con el procesamiento de la información auditiva.  

d. Funciones de la reelina.  

Durante el desarrollo del sistema nervioso central, la reelina es expresada por las células de 

Cajal-Retzius de la zona marginal del cortex y células marginales del hipocampo, jugando un 

papel clave en el proceso de migración neuronal y el correcto posicionamiento de las neuronas 

en estas áreas laminadas (Britto et al., 2014; Michetti et al., 2014). Otras investigaciones han 

evidenciado que la reelina también está asociada con el correcto posicionamiento de neuronas 

hipotalámicas (Cariboni et al., 2005), del complejo de la oliva (Ohshima et al., 2002) y células 

granulares y de Purkinje del cerebelo (D’Arcangelo and Curran, 1998). Estudios recientes han 

puesto de manifiesto el efecto diferencial de la Reelina según la localización de las neuronas 

sobre las que actúe, siendo este un proceso regulado por varios genes y dependiente de la 

expresión diferencial de sus receptores (Britto et al., 2014); además también se ha visto que bajos 
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niveles de expresión inducen la migración neuronal, mientras que concentraciones elevadas 

inducen su separación de las fibras radiales que las guían, deteniendo el proceso (D’Arcangelo, 

2006). Por otra parte, durante el desarrollo, la reelina también se ha relacionado con procesos de 

sinaptogénesis y maduración dendrítica (D’Arcangelo, 2006; Britto et al., 2014), siendo éstos 

regulados por su actividad proteolítica sobre moléculas de adhesión de la matriz extracelular y/o 

receptores en neuronas (Quattrocchi et al., 2002). 

Como mencionamos anteriormente, esta proteína continúa expresándose postnatalmente y en 

individuos adultos, donde se ha visto que está implicada en los procesos de migración neuronal 

que tienen lugar en el hipocampo y bulbo olfatorio, así como en el desarrollo de espinas 

dendríticas y establecimiento de nuevas sinapsis (Hack et al., 2007; Niu et al., 2008).   

e. El Ratón mutante reeler 

El ratón reeler es un organismo modelo que ha sido objeto de numerosas investigaciones 

neurobiológicas (Tissir and Goffinet, 2003); este ratón sufre una mutación autosómica recesiva y 

espontánea, que se describió por primera vez en el año 1948 en el Institute of Animal Genetics 

en Edinburgo (Escocia) (D’Arcangelo and Curran, 1998). Esta mutación se debe a una delección 

de 150kb de ADN genómico, correspondientes con aproximadamente 8kb de secuencia 

codificadora en un intrón de la región 3’ del gen que codifica para la proteína reelina, de ahí la 

denominación ratón reeler (D’Arcangelo and Curran, 1998; Takaoka et al., 2005).  

En los individuos homocigotos (-/-) la expresión de reelina es nula; éstos sufren ataxia, 

temblores, desequilibrio,  dificultad en la locomoción y una viabilidad y fertilidad reducida 

(Katsuyama and Terashima, 2009); una de las alteraciones más llamativas que muestra este ratón 

es que el cerebelo, además de mostrar un menor tamaño, no presenta los surcos y 

circunvoluciones  que se observan a simple vista en el ratón salvaje; a nivel histológico no se 

reconoce la capa de células de Purkinje, ya que éstas se localizan dispersas por la corteza 

cerebelar. Alteraciones en el patrón de laminación normal también se han descrito en la corteza 

cerebral, hipocampo y colículo superior y en otras áreas no laminadas del encéfalo y médula 

espinal; el núcleo coclear y el núcleo de la oliva que proyectan al colículo inferior también están 

desorganizados, sin embargo, no hay datos referidos al colículo inferior (para revisión ver: 

Takaoka et al., 2005; Baba et al., 2007; Katsuyama and Terashima, 2009; Yip et al., 2009; 

Michetti et al., 2014).  Además, estos ratones presentan un aumento del volumen ventricular y 
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una reducción del volumen cerebral de alrededor del 19% en comparación con ratones de 

fenotipo salvaje (Katsuyama and Terashima, 2009). 

Los individuos heterocigotos (+/-) presentan un descenso en el contenido de proteína y del 

ARNm que codifica para la reelina, de modo que tan solo el 50% del ARNm es expresado, lo 

cual se refleja en una disminución en el número de células que expresan reelina  (Tueting et al., 

1999; Liu et al., 2001). Estos ratones muestran diversas alteraciones de tipo neuroanatómico, 

neuroquímico y en su comportamiento. Aunque las alteraciones neuroanatómicas no son tan 

severas como las observadas en los  homocigotos, en diversas áreas del encéfalo se ha descrito 

un mal posicionamiento de neuronas, lo que en algunos casos se ha correlacionado con una 

disminución del neuropilo y reducción del grosor de la sustancia gris (Liu et al., 2001; 

Nishikawa et al., 2003; Sigala et al., 2007) y también se han detectado alteraciones en el 

desarrollo de las dendritas (Tueting et al., 1999; Liu et al., 2001; Niu et al., 2004; Yabut et al., 

2006; D’Arcangelo, 2006; Michetti et al., 2014). Por otra parte, disfunciones en los sistemas de 

neurotransmisión GABAergico, glutamatergico (Liu et al., 2001; Isosaka et al., 2006) y 

catecolaminergico (Ballmaier et al., 2002; Nullmeier et al., 2014) también han sido detectados. 

Además, estos ratones presentan déficits cognitivos en el condicionamiento operante y en 

funciones ejecutivas (Michetti et al., 2014) junto con una respuesta auditiva del tronco cerebral 

anormal (Kanzaki et al., 1985) y un patrón de inhibición prepulso de sobresalto (PPI) frente a 

estímulos auditivos alterado (Tueting et al, 1999); sin embargo, los mecanismos moleculares y 

sistemas de neurotransmisores asociados con estas alteraciones no se conocen en profundidad. 

 

El ratón heterocigoto reeler ha suscitado el interés de numerosos grupos de investigación, 

debido a que muchas de las alteraciones citoarquitectonicas, neuroquímicas y de conducta 

descritas en ellos, incluida la expresión de reelina al 50%, también se han observado en muestras 

postmortem de pacientes esquizofrénicos (Impagnatiello et al., 1998). Por lo tanto, es un modelo 

animal de gran utilidad para estudiar el papel de la reelina en distintas áreas del encéfalo y 

profundizar en el conocimiento de la etiología de la esquizofrenia.   
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3. Glutamato 
El ácido L-glutamico es un aminoácido no esencial que se encuentra en gran cantidad en 

el SNC, donde media la mayor parte de las sinapsis excitadoras (Brumovsky et al., 2007). El 

glutamato es sintetizado a partir del α-cetoglutarato formado en el ciclo de Krebs mediante un 

proceso de transaminación por el que se transfiere un grupo amino cedido por un aminoácido 

donante (leucina, isoleucina, valina, aspartato, GABA o alanina) al α-cetoglutarato, bajo la 

acción de las aminotransferasas (Takeda et al., 2012).   (Figura 4). 

 

Figura 4. Esquema de síntesis del glutamato en una célula del organismo; obtenido de Takaoka et al., 2012. 

Sin embargo, la forma más rápida de obtener glutamato es por desaminación de la 

glutamina gracias a la acción de la enzima mitocondrial glutaminasa activada por fosfato, 

exclusiva de las neuronas; la glutamina debe ser sintetizada primero a partir del glutamato, 

reacción catalizada por la enzima glutamina sintetasa (GS), localizada en los astrocitos pero no 

en neuronas. Esta localización diferente de las dos enzimas da lugar al concepto del ciclo de la 

glutamina, que permite a las neuronas recuperar parte del glutamato liberado en la sinapsis (Kreft 

et al., 2012) (Figura 5). 

 

Figura 5. Obtención del glutamato a partir de la glutamina. 
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El glutamato  formado en el citoplasma es almacenado en vesículas sinápticas mediante 

transporte activo, generando un gradiente de protones; este gradiente es aprovechado por el 

transportador vesicular de glutamato (vGLUT) para introducir glutamato en la vesícula. Hasta el 

momento se han descrito tres subtipos de vGLUT (Shigeri et al., 2004). El glutamato se libera 

por exocitosis hacia la hendidura sináptica, donde puede actuar sobre tres grupos de receptores 

metabotropicos (NMDA, AMPA y kainato), y sobre tres grupos de receptores ionotrópicos 

(mGluR) (Gasparini and Griffiths, 2012). El glutamato liberado en la sinapsis, si se acumula en 

exceso es citotóxico, por lo que necesita ser retirado de la hendidura sináptica mediante 

transportadores de aminoácidos excitadores (Shigeri et al., 2004).  

Aunque el uso de anticuerpos contra glutamato se consideró una técnica poco fiable para 

la identificación de neuronas glutamatérgicas, debido a que el glutamato es una molécula que se 

encuentra en todas las células, el estudio de las poblaciones que expresan vGLUT mediante 

técnicas de hibridación in situ confirmaron la abundancia de células glutamatérgicas en el 

encéfalo de roedores observada previamente con técnicas inmunohistoquímicas (Ito and Oliver, 

2010; Ito et al., 2011). 

En la actualidad también se utilizan anticuerpos contra los vGLUT, considerados 

verdaderos marcadores de neuronas glutamatérgicas, y aunque estos permiten el marcaje de 

axones son poco eficaces a la hora de marcar los somas de neuronas glutamatérgicas (Landry et 

al., 2004; Tood et al., 2010).  Existen tres tipos de vGLUT (vGLUT1-vGLUT3) que se expresan 

en distintas regiones del encéfalo, de los cuales, tan solo los vGLUT1 y vGLUT2 se encuentran 

en el colículo inferior (Ito and Oliver, 2010; Ito et al., 2011).  

4. Ácido glutámico descarboxilasa (GAD) 
El GABA (ácido γ-aminobutírico) es el neurotransmisor inhibidor más abundante del 

sistema nervioso central de mamíferos (Trifonov et al., 2014). Es sintetizado a partir de  

glutamato mediante la enzima ácido glutámico descarboxilasa (GAD), que existe en dos 

isoformas: GAD67 y GAD65, con unos pesos moleculares de 67 kDa y 65 kDa, respectivamente, 

y que difieren en su distribución subcelular (Trifonov et al., 2014). Ambos tipos son codificados 

por genes diferentes, presentes en la mayoría de las neuronas que contienen GABA, pero con una 
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afinidad diferente por el cofactor vitamina B6, lo que sugiere que están involucradas en la 

síntesis de diferentes pools de GABA (Trifonov et al., 2014).  

Mediante técnicas inmunohistoquímicas utilizando anticuerpos contra la GAD se ha visto 

que alrededor del 25% de las células del colículo inferior en rata son de naturaleza GABAergica 

(Mellott et al., 2014). 

5. Tirosina Hidroxilasa (TH) 
Las catecolaminas son un grupo de neurotransmisores que están presentes en el SNC, en 

el que se incluyen la dopamina, adrenalina y noradrenalina; éstas se sintetizan a partir del 

aminoácido tirosina mediante la acción de la tirosina hidroxilasa, que es el paso limitante en la 

síntesis de estos compuestos (Gittelman et al., 2013).  

 

Figura 6. Esquema de la ruta de síntesis de las catecolaminas. 

En el sistema auditivo, la catecolamina más abundante es la dopamina, que se encarga de 

modular el procesamiento de la información (Gittelman et al., 2013). Técnicas 

inmunohistoquímicas y técnicas de hibridación in situ han evidenciado una elevada densidad de 

receptores y terminales dopaminérgicas en el colículo inferior de roedores, en concreto, que la 

expresión del receptor D2 es muy elevada (Gittelman et al., 2013). Por otra parte, la dopamina 

endógena del IC aumenta la respuesta frente a estímulos sonoros novedosos o relevantes, 

evitando la sensibilidad a otros inputs, y además puede tener tanto efectos excitatorios 

reduciendo los inputs provenientes de neuronas GABAérgicas, como inhibitorios reduciendo la 

actividad de las sinapsis glutamatérgicas (Gittelman et al., 2013). 
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OBJETIVOS 

La reelina es una glicoproteína de matriz extracelular que se expresa en numerosas áreas del 

SNC en estadios embrionarios y adultos. Esta proteína está implicada en el correcto desarrollo 

del sistema nervioso y en procesos de plasticidad sináptica. El ratón heterocigoto reeler que 

expresa un 50% de la proteína reelina, muestra diversas alteraciones neuroanatómicas, 

neuroquímicas y de conducta que coinciden con las descritas en pacientes que sufren 

esquizofrenia, entre ellas anomalías en la percepción auditiva, sin embargo, los datos referidos a 

la expresión de reelina y a distintos sistemas de neurotransmisores en áreas del encéfalo 

relacionadas con el procesamiento de la información auditiva son muy escasos, lo cual, sería de 

gran interés para profundizar en la etiología de la esquizofrenia.  

Los objetivos que nos hemos planteado en el presente trabajo son: 

1. Realizar un estudio comparado  de la organización citoarquiectónica del cólículo inferior 

en el ratón mutante reeler (individuos salvajes y heterocigotos). 

2. Analizar el patrón de distribución de reelina en el colículo inferior en el ratón mutante 

reeler (individuos salvajes y heterocigotos). 

3. Analizar el patrón de distribución del glutamato en el colículo inferior en el ratón mutante 

reeler (individuos salvajes y heterocigotos). 

4. Analizar el patrón de distribución del sistema GABAergico utilizando como marcador la 

ácido glutámico descarboxilasa (GAD) (individuos salvajes y heterocigotos).  

5. Analizar el patrón de distribución de la enzima tirosina hidroxilasa (TH) en el cóliculo 

inferior (individuos salvajes y heterocigotos).  
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MATERIAL Y MÉTODOS 

1. Ejemplares 
En el presente trabajo hemos utilizado cerebros de ratón reeler almacenados en el laboratorio 

a 4ºC en una solución de PB 0.1M y azida sódica al 0.01%. A continuación se muestra una tabla 

con toda la información correspondiente a cada uno de los ejemplares utilizado en este estudio. 

EJEMPLAR GENOTIPO EDAD 

15 ++ 11 meses 
49 ++ 12 meses 
55 ++ 16 meses 
62 ++ 16 meses 
59 +- 17 meses 
60 +- 17 meses 
845 +- 16 meses 

TABLA 1. Datos de genotipo, y edad en el momento del sacrificio de cada uno de los ejemplares utilizados en este estudio. 

2. Preparación del tejido.  
Antes de proceder al seccionado en un criostato, los cerebros se sumergieron en una solución 

de sacarosa al 30% como medida de crioprotección, para preparar los bloques las muestras 

(región del encéfalo donde se localiza el colículo inferior) se sumergieron en medio de inclusión 

O.C.T. Compound (Tissue Tek), a continuación se procedió a su congelación rápida, para lo que 

se utilizó isopentano enfriado con nitrógeno líquido. Los bloques se cortaron a una temperatura 

de -19ºC, obteniendo secciones flotantes de 30µm de grosor; de cada ejemplar se realizaron 

varias series paralelas, depositando las secciones en placas de 24 pocillos con tampón Tris salino 

(pH=7.4) (TBS). 

3. Técnicas inmunohistoquímicas  
Las secciones flotantes de un individuo salvaje y heterocigoto se procesaron al mismo tiempo 

mediante la técnica de la Estreptavidina Peroxidasa biotinilada (Método del ABC).  

El protocolo que se aplicó sobre las secciones fue el siguiente:  

1.- Lavamos las secciones en tampón Tris salino (pH=7.4) conteniendo Triton X-100 al 0.2% 

(TBST) durante 60 min. 
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2.- Se incuban las secciones con Avidina y Biotina para bloquear la biotina endógena 

(Avidin-Biotin Blocking Kit, Vector).  

3.- Las secciones se incuban durante 30 min. con peróxido de hidrógeno (H202) al 10% con 

el fin de bloquear la peróxidasa endógena.  

4.- Realizamos dos lavados de 10 min. cada uno con TBST (pH 7.4). 

5.- Incubamos las secciones toda la noche a 4ºC con un anticuerpo monoclonal anti proteína 

neuronal nuclear (NeuN, presente en todas las neuronas, excepto en las células mitrales del bulbo 

olfatorio y células de Purkinje del cerebelo) (Chemicon) diluido 1:500; anticuerpo monoclonal 

anti reelina (Millipore) diluido 1:1000, anticuerpo policlonal contra GAD (Millipore) diluido 

1:500; anticuerpo policlonal contra glutamato (Immunosolutions) diluido 1:500 y anticuerpo 

monoclonal contra TH (Chemicon) diluido 1:1000. Todas las diluciones de los anticuerpos se  

realizaron en una mezcla de suero normal de cabra (NGS) al 15%. y TBST. El tiempo de 

incubación para todos los anticuerpos fue de 20 horas, excepto para NeuN que fue de 72 horas. 

6.- Realizamos dos lavados de 10 min. cada uno con TBST (pH 7.4). 

7.- Incubamos las secciones a temperatura ambiente con inmunoglobulinas de cabra anti-

ratón biotiniladas (GAMb, Dakocytomation) diluida 1:250 para NeuN, y 1:500 para Reelina y 

TH, así como inmunoglobulinas de cabras anti-conejo biotiniladas (GARb, Dakocytomation) 

diluida 1:250 para GAD y glutamato en una mezcla de NGS al 10% y TBST durante 45 min.  

8.- Realizamos dos lavados de 10 min. cada uno con TBST (pH 7.4).  

9.- Por último, las secciones se incubaron con el complejo estreptavidina-peroxidasa 

biotinilada (Vectastain ABC Kit, Vector) durante 30 min. a temperatura ambiente. 

10.- .Realizamos dos lavados de 10 min. cada uno con TBST (pH 7.4).5 min. 

11.- El revelado de la reacción se llevó a cabo utilizando una solución de 0,6 mg/ml de 3.3´-

tetrahidrocloruro de diaminobenzidina (DAB, SIGMA, St. Louis, MO. USA) en PBS con 

0.003% de H202 al 10%. 

12.- Transcurrido el tiempo de revelado se realizaron tres lavados con TBST (pH 7.4). 
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13.- Las secciones se montaron en portaobjetos Superfrost Plus, se dejaron a temperatura 

ambiente, y finalmente se deshidrataron sumergiéndolas 10 min. en alcoholes con una gradación 

creciente, por último se aclararon en Xilol y se montaron con Eukitt (Panreac).  

Para testar la especificidad de los anticuerpos utilizados se realizaron controles negativos  

que consistieron en la omisión del anticuerpo primario; ninguna estructura inmunorreactiva fue 

observada en estos controles.  

4. Interpretación de los resultados y obtención de imágenes.  

Para la interpretación de los resultados  y la identificación de las diferentes regiones del 

colículo inferior hemos utilizado un atlas de coordenadas estereotáxicas del encéfalo de ratón 

adulto (Paxinos and Franklin, 2001). Las fotografías se realizaron en un microscopio Olympus 

BX-51 acoplado a una cámara digital Olympus DP-10. Los ajustes de contraste y brillo se 

realizaron utilizando el Corel PhotoPaint X6 y el montaje de las fotos se realizó mediante 

CorelDraw X6. 
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RESULTADOS 

1.- Organización citoarquitectonica del colículo inferior utilizando el 

marcador neuronal NeuN. 

a. Región comisural  

En las porciones rostales del colículo inferior de los individuos salvajes hemos podido 

diferenciar con claridad los límites entre los distintos núcleos que conforman el colículo, de tal 

manera que a este nivel se reconocen las siguientes regiones: región comisural (Cic), corteza 

dorsal del colículo (DCIC), corteza externa del colículo (ECIC) y  núcleo central del colículo 

inferior (CIC) (Figura 7, A). En la DCIC hemos observado una fina capa en contacto con la 

superficie meníngea, en la cual se observan neuronas dispersas con un morfología fusiforme y 

que creemos se corresponde con la cápsula fibrocelular (C Fc) descrita por Paxinos (Malmierca 

and Ryugo, 2012); por debajo de ésta se aprecian 3 capas con  una mayor densidad neuronal, 

presentando también una morfología fusiforme y, aparentemente, de mayor tamaño que las 

localizadas en las regiones contiguas a la meninge (Figura 7, B). En el ECIC se reconocen tres 

capas diferentes: la capa 1 (L1), que estaría formada por escasas neuronas que se disponen 

dispersas a lo largo de toda la capa, y que muestran una morfología y tamaño aparentemente 

similar a las de la cápsula fibrocelular,; la capa 2 (L2), donde observamos una mayor cantidad de 

células que en la L1, aparentemente de distintos tamaños, con una morfología fusiforme y 

multipolar; y la capa 3 (L3), en la cual se aprecia una mayor densidad neuronal que en las capas 

L1 y L2, y donde las células presentan la misma morfología y diversidad de tamaños que en el 

resto de capas (Figura 7, C). En el núcleo central se aprecia una mayor densidad neuronal que en 

el resto de las áreas del colículo inferior, y también se aprecian neuronas de distintos tamaños 

con una morfología fusiforme (Figura 7, D). 

En individuos reeler heterocigotos (+/-) los límites de los diferentes núcleos que conforman 

el colículo inferior no se pudieron establecer con claridad (Figura 7, A’). Así, en la región 

equivalente topográficamente a la DCIC, la cápsula fibrocelular mostró una aparente mayor 

densidad neuronal en relación con los individuos salvajes (Figura 7, B’). En la ECIC sólo se 

pudo diferenciar una capa superficial similar a L1, con baja densidad neuronal, y una región 



18  

 

localizada por debajo, en la cual, se observa una mayor densidad neuronal pero en donde fue 

imposible delimitar las capas L2 y L3 (Figura 7, C’). Por otra parte, resulta difícil el límite entre 

la capa L3 y el CIC, en el cual se observaron, al igual que en los salvajes, neuronas de distintos 

tamaños y con una morfología similar (Figura 7, D’). 
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Figura 7. Microfotografías de secciones transversales del colículo inferior a nivel de su zona más rostral de ratones salvajes 

(A-D) e individuos reeler heterocigotos (A’-D’), procesadas mediantes técnicas inmunohistoquímicas con anticuerpos contra 

NeuN. Las imágenes A y A’ corresponden a una vista panorámica del IC. B y B’. Imágenes a mayor aumento de la zona de la 

DCIC. C y C’. Imágenes de la ECIC. D y D’. Imágenes a mayor aumento del CIC. El asterisco indica la posición del tercer 

ventrículo; las flechas señalan grandes neuronas de la L2 y el CIC. Abreviaturas pág.: 32. Escalas: 200µm (A-B y A’-B’), 50µm 

(C-D y C’-D’).  
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b. Región medial 

En regiones mediales del colículo inferior de individuos salvajes pudieron hacerse las 

mismas divisiones que en las regiones comisurales, de modo que tanto la DCIC, como la ECIC y 

el CIC fueron fácilmente distinguibles. Además, en cuanto a las características 

citoarquitectónicas de dichos núcleos, éstas fueron similares a las descritas en las regiones 

caudales del colículo inferior (Figura 8, A-D).  

Sin embargo, en individuos heterocigotos, al igual que ocurría con la región rostral  resulta 

muy complicado el establecimiento de los límites entre los distintos núcleos que conforman el 

colículo (Figura 8, A’-D’), de modo que en la región correspondiente con la DCIC resultó 

imposible establecer los límites de la cápsula fibrocelular (Figura 8, B’), al igual que ocurre con 

la L1 de la ECIC, donde las capas más profundas parecieron entremezclarse (Figura 8, C’). En 

el CIC, además, las grandes neuronas de los individuos salvajes no pudieron ser observadas 

(Figura 8, D’). 

c. Región caudal 

En regiones caudales del colículo inferior de individuos salvajes, los tres núcleos también 

pudieron diferenciarse, con una organización citoarquitectónica similar a la observada las 

regiones rostrales (Figura 9, A-D). 

En el colículo inferior caudal de individuos reeler heterocigotos hemos observado las mismas 

alteraciones citoarquitectónicas descritas para las regiones mediales (Figura 9, A’-D’). 
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Figura 8. Microfotografías de secciones transversales del colículo inferior a nivel de su zona medial de ratones salvajes (A-

D) e individuos reeler heterocigotos (A’-D’), procesadas mediantes técnicas inmunohistoquímicas con anticuerpos contra NeuN. 

Las imágenes A y A’ corresponden a una vista panorámica del IC. B y B’. Imágenes a mayor aumento de la zona de la DCIC. C y 

C’. Imágenes de la ECIC. D y D’. Imágenes a mayor aumento del CIC. El asterisco indica la posición del tercer ventrículo; las 

flechas en D señalan grandes neuronas de la L2 y el CIC. Abreviaturas pág.: 33. Escalas: 200µm (A-B y A’-B’), 50µm (C-D y C’-

D’).  
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Figura 9. Microfotografías de secciones transversales del colículo inferior a nivel de su zona caudal de ratones salvajes (A-

D) e individuos reeler heterocigotos (A’-D’), procesadas mediantes técnicas inmunohistoquímicas con anticuerpos contra NeuN. 

Las imágenes A y A’ corresponden a una vista panorámica del IC. B y B’. Imágenes a mayor aumento de la zona de la DCIC. C y 

C’. Imágenes de la ECIC. D y D’. Imágenes a mayor aumento del CIC. El asterisco indica la posición del tercer ventrículo; las 

flechas señalan grandes neuronas de la L2 y el CIC. Abreviaturas pág.: 32. Escalas: 200µm (A-B y A’-B’), 50µm (C-D y C’-D’).  
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2. Patrón de distribución de reelina,  GAD,  glutamato y  TH en el colículo 

inferior. 

Tanto en los individuos salvajes como heterocigotos hemos observado la presencia de estructuras 

inmunorreactivas a reelina, GAD, glutamato y TH en distintas regiones del colículo inferior. 

a. Patron de distribución de estructuras inmunorreactivas a  Reelina 

En general, las células que muestran positividad para reelina presentan un soma con 

morfología fusiforme, del que sobresalen una o varias prolongaciones inmunoreactivas. La 

inmunorreactividad se aprecia como un marcaje difuso en la periferia del soma, así como en la 

zona proximal de las prolongaciones.  

De forma general, células positivas fueron visibles en todo el colículo de individuos 

salvajes, exceptuando la DCIC, mientras que en los individuos heterocigotos, células 

inmunorreactivas están presentes en todas las áreas del colículo inferior, aunque en una aparente 

menor cantidad (Figura 10, A-A’).  

En individuos salvajes, en la región correspondiente con la DCIC no hemos observado la 

presencia de la reelina (Figura 10, B); sin embargo, en la ECIC se observan células dispersas en 

la capa L2 (Figura 10, C), y no se observa la presencia de inmunorreactividad a reelina en la L1 

y L3. En el núcleo central del colículo inferior hemos visto la presencia de numerosas células 

positivas para reelina (Figura 10, D). 

En los individuos reeler heterocigotos se observó el mismo tipo de marcaje celular que en 

los ejemplares salvajes (Figura 10, C’-D’); sin embargo, a diferencia de lo observado en los 

individuos salvajes se observan algunas células dispersas en el DCIC (Figura 10, B’), y las 

células positivas presentes en la ECIC se disponen en posiciones más alejadas de la superficie 

pial, y a este nivel parece que la cantidad de células reelina positivas es menor que en individuos 

salvajes (Figura 10, C’). En cuanto al CIC, células inmunorreactivas se presentaron en dicho 

núcleo, sin poder apreciar diferencias significativas con respecto al CIC de los individuos 

salvajes (Figura 10 D’). 
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Figura 10. Microfotografías de secciones transversales del colículo inferior a nivel de su zona más rostral de ratones salvajes (A-

D) e individuos reeler heterocigotos (A’-D’), procesadas mediantes técnicas inmunohistoquímicas con anticuerpos contra reelina. 

Las imágenes A y A’ corresponden a una vista panorámica del IC. B y B’. Imágenes a mayor aumento de la zona de la DCIC. C y 

C’. Imágenes de la ECIC. D y D’. Imágenes a mayor aumento del CIC. El asterisco indica la posición del tercer ventrículo; las 

flechas señalan grandes neuronas de la L2 y el CIC. Abreviaturas pág.: 32. Escalas: 200µm (A y A’), 100γm (B y B’), 50µm (C-D 

y C’-D’).  
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b. Distribución de la ácido glutamico descarboxilasa (GAD) 

Tanto en individuos salvajes como en heterocigotos hemos observado la presencia de células 

y fibras inmunorreactivas para GAD, en ambos casos el inmunomarcaje se aprecia en forma de 

puntos.  

En individuos salvajes hemos observado, numerosas células inmunorreactivas desde las 

porciones rostrales del ECIC hasta regiones caudales (Figura 11, A-B); por otra parte, en todas 

las regiones del colículo inferior se observa una elevada inervación GABaérgica. 

Sin embargo, en individuos reeler heterocigotos, sin embargo, las células positivas se 

distribuyen por todas las regiones del colículo (Figura 11, A’-B’). Aunque se observan fibras 

inmunorrecativas en todas las regiones del colículo, aparentemente la cantidad de fibras parece 

ser menor en comparación con lo observado en los individuos salvajes.  

c. Distribución de glutamato. 

En individuos salvajes hemos observado la presencia de células y fibras inmunorreactivas al 

glutamato en todas las regiones del colículo, tanto las células como las fibras el inmunomarcaje 

se aprecia como un punteado.  

En los individuos salvajes hemos detectado la presencia de escasas células positivas para 

glutamato en todas las regiones del colículo inferior; sin embargo, hemos observado una elevada 

cantidad de fibras en todas las áreas del colículo inferior, siendo ésta más elevada en la región la 

ECIC. (Figura 11, C-D). En cuanto a los individuos reeler heterocigotos la DCIC y en la ECIC 

muestra muestra una mayor densidad de fibras positivas para glutamato que el CIC, (Figura 11, 

C’-D’). 

d. Distribución de TH 

En individuos salvajes y heterocigotos se observa una elevada densidad de fibras 

inmunorreactivas para TH, y escasas células inmunorreactivas, en las cuales, el marcaje se 

concentra en la zona proximal de las prolongaciones. Las fibras se localizan en todas las regiones 

del colículo inferior, siendo especialmente elevada la cantidad de fibras en la DCIC y la ECIC, 

mientras que en el CIC se observan escasas fibras; en algunos casos se puede apreciar que 

muestran una morfología arrosariada (Figura 11, E). El patrón de distribución de TH observado 
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en los heterocigotos aunque es similar al observado en los salvajes, hemos observado una menor 

densidad de células y fibras inmunorreactivas.  (Figura 11, E’). 

 

Figura 11. Microfotografías de secciones transversales del colículo inferior tomadas en ratones salvajes (A-E) e individuos 

reeler heterocigotos (A’-E’). Las imágenes A y A’ corresponden a una visión panorámica del IC al aplicar anticuerpos contra 

GAD; las imágenes B y B’ muestran el mismo marcaje en detalle de la región enmarcada; las imágenes C y C’ muestran una 

visión panorámica del IC al aplicar anticuerpos contra glutamato; las imágenes D y D’ muestra el mismo marcaje en detalle de la 

región enmarcada; las imágenes E y E’ muestran un detalle del IC al aplicar anticuerpo contra TH. El asterisco señala la 

localización del tercer ventrículo; las puntas de flecha indican células con inmunorreactividad positiva; las puntas de flecha 

señalan fibras arrosariadas en el IC. Abreviaturas en pág.: 32. Escalas: 200µm (A y A’, C y C’), 50µm (B, D-E y B’, D’-E’’). 
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DISCUSIÓN 

En el presente trabajo hemos estudiado la organización citoarquitectónica del colículo 

inferior de individuos salvajes y heterocigotos del ratón mutante reeler, con la aplicación de un 

anticuerpo contra la proteína neuronal nuclear (NeuN) que está presente en todas las neuronas 

excepto las células mitrales del bulbo olfatorio y células de Purkinje del cerebelo. El colículo 

inferior de los individuos salvajes presenta la organización citoarquitectónica descrita 

previamente en el encéfalo de ratón  (Malmierca and Ryugo, 2012). Así, los tres grandes núcleos 

pueden delimitarse con gran facilidad , pudiéndose observar una región comisural, presente tan 

solo en las regiones más rostrales del colículo, una DCIC con una cápsula fibrocelular superficial 

con células fusiformes, una ECIC dividida en tres capas (L1-L3) y un CIC. Sin embargo, en los 

individuos heterocigotos, los límites entre estos tres grandes núcleos no pudieron establecerse 

con claridad, y la cápsula fibrocelular de la DCIC presentó, aparentemente, una mayor densidad 

celular que en individuos salvajes. Además, en el CIC se reconocen  neuronas de morfología 

muy similar a las capas profundas de la DCIC. Así mismo, en la ECIC no pudieron establecerse 

los límites entre las tres capas, de forma que las células que componen la L2 y L3 se organizan 

formando una única capa difusa.   

Estudios previos, utilizando tinciones clásicas y técnicas inmunohistoquímicas se ha 

analizado la organización citoarquitectónica de numerosas áreas del encéfalo del ratón mutante 

reeler, y esta desorganización abarca tanto áreas laminadas como no laminadas (para revisión 

ver: Katsuyama and Terashima, 2009).  En el colículo superior, que está relacionado con el 

procesamiento de la información visual, se ha visto que las tres capas más superficiales de dicha 

estructura se encuentran entremezcladas formando una única capa difusa (Baba et al., 2007), y en 

el cerebelo y la corteza se ha descrito que determinados tipos celulares tienden a concentrarse en 

las capas más profundas (Katsuyama and Terashima, 2009), observaciones ambas que muestran 

similitud con las alteraciones que hemos apreciado en el colículo inferior de los ratones 

heterocigotos. Por otra parte, en la cápsula fibrocelular de los heterocigotos hemos observado 

una aparente mayor densidad celular, y a pesar de que no hemos realizado estudios cuantitativos 

para comprobar si estas diferencias de densidad son significativas, nuestros resultados están en 

consonancia con otros estudios realizados previamente en los que se vio que la zona marginal de 
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la corteza cerebral de individuos reeler presentaba una mayor densidad celular (Chai et al., 

2009). Una desorganización del correcto patrón citoarquitectónico también se ha observado en el 

núcleo coclear dorsal utilizando anticuerpos contra proteínas que ligan calcio, donde distintas 

capas se fusionan en una única capa (Takaoka et al., 2005) y en el complejo de la oliva donde 

también se ha observado que los límites entre los distintos núcleos que lo conforman resultan 

extremadamente difíciles de establecer (Katsuyama and Terashima, 2009); sin embargo, hasta el 

momento no se había realizado un estudio en el cual se analizara la organización 

citoarquitectónica del colículo inferior. Nuestros resultados, en conjunto con los estudios previos, 

indican alteraciones en la correcta organización citoarquitectónica de diversos núcleos 

relacionados con la percepción auditiva, las cuales podrían estar relacionadaas con anomalías en 

el procesamiento e integración de la información auditiva.  Por otra parte, sería interesante 

conocer si este patrón de desorganización tiene algún efecto en el patrón topográfico de 

conectividad aferente y eferente entre los núcleos que forman parte del sistema auditivo, para lo 

cual sería necesario realizar nuevas investigaciones. 

Mediante la aplicación de técnicas inmunohistoquímicas hemos estudiado el patrón de 

distribución de la proteína reelina en el colículo inferior de ratones salvajes y heterocigotos. Así, 

en los primeros hemos detectado células Reelina-positivas en la L2 de la ECIC y en el CIC, 

mientras que en los ejemplares heterocigotos dichas células se observan más dispersas y en 

posiciones más alejadas de la superficie pial en la DCIC, la ECIC y el CIC. El patrón de 

expresión observado en los individuos salvajes coincide con lo descrito previamente en el 

colículo inferior de rata (Ramos-Moreno et al., 2006). La mutación  reeler en organismos 

heterocigotos es la responsable de una menor expresión de la glucoproteína Reelina, en concreto, 

de un déficit del 50% con respecto a los individuos salvajes. En estudios previos en ratones 

reeler heterocigotos (Liu et al., 2001) se ha visto que el número de células positivas para Reelina 

en la corteza frontoparietal es significativamente menor en las capas superficiales en 

comparación con los individuos salvajes, y, además, éstas se localizan de forma dispersa a lo 

largo de la misma. Aunque en el presente trabajo no hemos apreciado diferencias en el número 

de células que expresan reelina entre los individuos salvajes y heterocigotos, para confirmar este 

aspecto sería necesario realizar estudios cuantitativos. 



29  

 

Durante los procesos de migración que tienen lugar durante el desarrollo del sistema 

nervioso, la reelina actúa como señal de stop y de posicionamiento celular (Cooper, 2008; Zhao 

et al., 2004) y, en estadios adultos, la Reelina está involucrada en procesos de maduración y 

sinaptogénesis (D’Arcangelo, 2006). Diversas investigaciones han mostrado que el déficit de 

reelina induce un malposicionamiento de las neuronas debido a fallos en la migración en diversas 

regiones encefálicas tales como el colículo superior (Baba et al., 2007), hipocampo (Del Río et 

al., 1997), corteza cerebral (Ikeda and Terashima, 1997), cerebelo (Swanson et al., 2005) y en el 

núcleo coclear dorsal (Takaoka et al., 2005). Por todo ello, pensamos que las alteraciones 

citoarquitectónicas que observamos en el colículo inferior de los heterocigotos podrían estar 

relacionados con el déficit de Reelina que poseen estos ratones.  

Estudios previos en rata han mostrado que un cuarto de las células del colículo inferior son 

de naturaleza GABAergica (Mellott et al., 2014). Por otra parte, utilizando anticuerpos contra 

GAD67 se ha detectado una elevada cantidad de terminales axónicos en todas las regiones del 

colículo inferior de rata y ratón (Buentello et al., 2015), lo cual concuerda con nuestras 

observaciones en el encéfalo de los individuos salvajes. En el presente trabajo hemos utilizado 

un anticuerpo que reconoce las dos isoformas de la GAD; estudios previos en roedores, 

utilizando técnicas de hibridación in situ, han mostrado que aunque ambas isoformas están 

presentes en el colículo inferior, la GAD67 es la más abundante.  Por lo tanto, sería necesario 

utilizar anticuerpos contra cada una de las isoformas, o técnicas de hibridación in situ para 

dilucidar si hay un predominio de una isoforma frente a la otra en el coliculo inferior de ratón 

reeler. Por otra parte, en el colículo inferior también hemos observado que los heterocigotos 

muestran una menor densidad de fibras positivas para GAD en relación a los individuos salvajes 

y un descenso en el número de células. Estudios previos han mostrado un descenso en la 

expresión de GAD en la corteza e hipocampo (Nullmeier et al., 2011); nuestros resultados, 

aunque parecen sugerir que una disfunción del sistema GABAergico podría tener lugar en el 

colículo inferior del ratón heterocigoto reeler , nuevos estudios son necesarios para confirmar 

esta cuestión. 

Nuestros resultados muestran la presencia de glutamato en todas las áreas del colículo 

inferior de individuos salvajes, siendo más evidente en la ECIC; sin embargo, una mayor 

inmunorreactividad se observa en las dos cortezas que envuelven el núcleo central del colículo 
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(ECIC y DCIC). El patrón de distribución de glutamato presente en los individuos salvajes 

concuerda con los obtenidos en rata mediante técnicas de hibridación in situ para los mARN de 

los transportadores vesiculares de glutamato, observando que las células del colículo expresan, 

en su mayoría, mARN para VLGUT2 en la región limítrofe entre la ECIC y el CIC (Ito and 

Oliver, 2010). Además, también se han visto transportadores tipo VGLUT1 en fibras procedentes 

de la corteza auditiva (Ito et al., 2011).  

En estudios realizados en ratón reeler, se ha demostrado un descenso de la expresión de 

los receptores de glutamato en otras áreas del encéfalo (Takayama et al., 1997); además, estudios 

realizados en ratas con déficits auditivos revelaron una alteración en la expresión de genes 

involucrados en el sistema de neurotransmisión glutamatérgica (Holt et al., 2005). Sin embargo, 

en el colículo inferior hemos observado un aumento del glutamato, por lo que se hacen 

necesarios estudios de recuento del glutamato, así como estudios inmunohistoquímicos y de 

hibridación in situ de receptores y transportadores con el fin de dilucidar si en el colículo inferior 

de los heterocigotos hay una sobreexpresión de dicho neurotransmisor.  

En lo relativo a la distribución de TH, nuestros resultados indican una expresión de esta 

enzima en fibras nerviosas de todo el colículo inferior, especialmente en la DCIC. A pesar de que 

no parecen existir grandes diferencias entre los individuos salvajes y los heterocigotos, en estos 

últimos sí que se puede apreciar una menor densidad de estructuras inmunorreactivas. Estudios 

en ratones con déficits auditivos revelaron que el número de células inmunorreactivas a TH no 

muestra diferencias significativas con respecto a los individuos con una audición normal (Tong 

et al., 2005), lo que concuerda con nuestros resultados. Sin embargo, se hace necesario realizar 

estudios más precisos en relación con el sistema catecolaminérgico para tratar de comprender en 

qué medida estos sistemas están afectados en el reeler.  

Nuestros resultados en conjunto indican que el ratón reeler heterocigoto constituye un 

buen modelo para profundizar en las interacciones entre la reelina y los sistemas de 

neurotransmisión glutamatérgico, GABAérgico y catecolaminérgico. 
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CONCLUSIONES 

1. El patrón de organización citoarquitectónica del colículo inferior se encuentra 

desorganizado en el ratón  mutante reeler (+/-). 

2. Células positivas para reelina se localizan en la ECIC y CIC del colículo inferior, y el 

número de células parece superior en los heterocigotos que en los salvajes. 

3. Células y fibras positivas para GAD se localizan en todas las áreas del colículo inferior 

de ratones salvajes y heterocigotos, y estos últimos aparentemente muestran una menor 

inervación GABAérgica. 

4. Una elevada inmunorreactividad a glutamato (células y fibras) está presente en todas las 

áreas del colículo inferior de individuos salvajes, mientras que en heterocigotos, la 

presencia de glutamato se restringe a las fibras. 

5. Fibras inmunorreactivas para TH están presentes en todas las áreas del colículo inferior 

de individuos salvajes y heterocigotos, no apreciándose diferencias entre ellos. 
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ABREVIATURAS

NEUROANATOMÍA 

CIC núcleo central del IC 

DCIC corteza dorsal del IC 

ECIC corteza externa del IC 

EGL capa granular externa 

IC colículo inferior 

L1 capa 1 de la ECIC 

L2 capa 2 de la ECIC 

L3 capa 3 de la ECIC 

LCIC corteza lateral del IC 

PCL capa de células de Purkinje 

RCIC corteza rostral del IC 

SNC sistema nervioso central 

 

 

SUSTANCIAS

GABA ácido γ-aminobutírico 

GAD ácido glutámico descarboxilasa 

TH tirosín hidroxilasa 
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