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Resumen  

La Diabetes Mellitus (DM) es un trastorno fisiológico que se caracteriza por una 

condición de hiperglicemia crónica que afecta a diferentes funciones del organismo, 

incluyendo a las funciones pélvicas. Las complicaciones pélvicas causadas por la DM 

incluyen cistopatía y disfunción eréctil. El aumento en los volúmenes de orina y 

agrandamiento de la vejiga urinaria son cambios comunes. En contraste, las glándulas 

sexuales accesorias disminuyen de peso. Sin embargo, no se sabe si los cambios en tamaño 

que sufren los órganos urogenitales en la DM están relacionados con alteraciones en la 

inervación autonómica pélvica. En la rata, el Ganglio Pélvico Mayor (GPM) es el mayor 

hospedero de neuronas posganglionares de los órganos pélvicos. El GPM contiene cuerpos 

neuronales y células gliales tales como las Células Gliales Satélite (CGS) y Células 

Intensamente Fluorescentes (SIF). El objetivo de este estudio fue determinar el efecto de la 

DM sobre las neuronas y las células gliales del GPM. Se utilizaron 12 ratas macho adultas 

(300-350g de peso corporal) asignadas al grupo DM (n=6) o al grupo Sham (n=6). La 

inducción de diabetes se realizó mediante la administración de una sola dosis de 

estreptozotocina (STZ, 60 mg/kg de peso corporal). El grupo Sham sólo recibió la inyección 

del vehículo. 90 días post-inyección los animales fueron eutanizados y se colectó el GPM 

para ser procesado para histología, los cortes se tiñeron con hematoxilina-eosina. La 

caracterización morfométrica de  neuronas y células gliales se llevó a cabo mediante el 

escaneo de microfotografías usando el software digital AxioVision. En las microfotografías 

se determinaron el número de células satélite asociadas a las neuronas y la densidad celular 

(número de neuronas y células gliales en áreas determinadas). Las STZ incrementó los 

niveles de glucosa (452.66 ± 47.46 EEM mg/dL). En el tejido nervioso de animales 

diabéticos se observaron alteraciones morfológicas tales como espacios perineuronales, 

conglomerados de células SIF, distribución desorganizada de las CGS, aumento en el 

número de vasos sanguíneos y disminución del tejido extracelular, probablemente por la 

diminución de fibras de colágeno. El área del soma de las neuronas postganglionares del 

GPM fueron significativamente mayor (P=<0.001) en los animales diabéticos (472.06 μm2 

± 18.36 μm2 EEM) que en los animales del grupo sham (354.42 μm2 ± 10.04 μm2 EEM). 

El porcentaje del número de neuronas con dos o más nucléolos aumentó en animales con 

DM (Sham 32 % vs DM 51%) (P= <0.05). Sin embargo, la densidad de neuronas y células 

gliales fue significativamente menor en los animales de grupo DM (P<0.05). En conclusión, 
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la DM provoca efectos negativos en las neuronas y las células gliales del GPM. La hipertrofia 

neuronal y el aumento en el número de nucléolos sugieren una mayor actividad celular, 

posiblemente para regular procesos internos de las neuronas en respuesta al ambiente de 

estrés oxidativo crónico por la hiperglucemia. La disminución de la densidad neuronal y glial 

puede deberse a procesos apoptóticos o necróticos causados por los diferentes desordenes 

que provoca la DM (metabólicos, inflamatorios, neurodegenerativos y vasculares). Se 

requieren más estudios para determinar si los cambios observados son reversibles. 
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1. INTRODUCCIÓN 
 

1.1 Sistema nervioso autónomo 

 

El sistema nervioso autónomo (SNA) está formado por redes neuronales que 

modulan la función de órganos periféricos a través del flujo continuo de información 

sensorial que transmiten las vísceras y los vasos sanguíneos a los centros de integración del 

sistema nervioso central. De esta forma se activan vías eferentes que dan respuesta a los 

estímulos manteniendo la homeostasis (Navarro, 2002; Darby, 2014; Gibbons, 2019). 

El SNA se divide en sistema nervioso simpático, sistema nervioso parasimpático y 

sistema nervioso entérico. Este último inerva a órganos del tracto gastrointestinal, por lo que 

su función es anatómicamente limitada (Darby, 2014; Gibbons, 2019).   

Tanto en el sistema nervioso simpático como en el parasimpático existen dos tipos 

de poblaciones neuronales, las neuronas preganglionares y las posganglionares. Las primeras 

se encuentran en las astas laterales de la médula espinal y se dirigen hacia un ganglio 

autonómico. Los somas de las neuronas posganglionares se agrupan en los ganglios 

autónomos. Sus axones son mayoritariamente amielínicos y proyectan hacia los órganos 

diana, Figura 1 (Navarro, 2002; Darby, 2014; Gibbons, 2019).  

Los ganglios autonómicos pueden ser simpáticos, paravertebrales o prevertebrales, o 

parasimpáticos. Los ganglios paravertebrales se encuentran de manera paralela formando 

una especie de cadena unida por fibras nerviosas que se dirigen hacia un sitio de relevo. Los 

ganglios prevertebrales, como los ganglios Celiacos y los mesentéricos, se encuentran 

mediales a las vértebras (Gibbons, 2019). 
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Figura 1. Inervación autonómica. Se muestra una neurona preganglionar y la sinapsis con las neuronas 

posganglionares. Note que la neurona presináptica se localiza en la región dorsolateral de la médula espinal y 

puede hacer sinapsis en un ganglio de la cadena simpática en el mismo nivel (1), o en algunas neuronas de 

diferente nivel (2), haciendo sinapsis en un ganglio ascendente o descendente. También puede pasar sin hacer 

sinapsis por los ganglios de la cadena simpática para llegar a un ganglio prevertebral donde realizan relevo con 

una neurona posganglionar (3). Modificado de Darby, 2014. 

 

 Los ganglios parasimpáticos están cerca a los órganos diana o en algunos casos 

dentro de las mismas vísceras (Gibbons, 2019). Las neuronas presinápticas de los ganglios 

paravertebrales y de los prevertebrales tienen su origen en los segmentos toracolumbares (de 

T1-L4) de la médula espinal (Darby, 2014; Gibbons, 2019).  

Los ganglios paravíscerales o intramurales (se encuentran dentro de las vísceras) 

tienen comunicación con las neuronas preganglionares que provienen de una regiones 

craneales o sacras, Figura 2 (Darby, 2014; Gibbons, 2019).  
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Figura 2. Sistema nervioso simpático y parasimpático. Se muestran los sitios de origen de las neuronas 

preganglionares y sitios relevo con las neuronas posganglionares (ganglios paravertebrales y prevertebrales 

para neuronas del sistema nervioso simpático y ganglios paravíscerales e intramurales para el sistema nervioso 

parasimpático), SNE (sistema nervioso entérico). Modificada de Gibbons, 2019. 

 

Además de la diferente organización anatómica entre el sistema simpático y 

parasimpático, las neuronas de estos sistemas presentan características peculiares, por 

ejemplo, la longitud de los axones en las neuronas preganglionares parasimpáticas son 

mucho más largas en comparación con los axones de las neuronas preganglionares 

simpáticas. En contraste, los axones posganglionares simpáticos son de mayor longitud que 

la de los axones de neuronas posganglionares parasimpáticas (Navarro, 2002; Gibbons, 

2019). 

Otra diferencia entre neuronas simpáticas y parasimpáticas son sus propiedades 

bioquímicas. Mientras que las neuronas preganglionares de ambos tipos de inervación 

(simpática o parasimpática) producen acetilcolina como neurotransmisor, las neuronas 

posganglionares difieren en el tipo de neurotransmisor, siendo noradrenalina para las 

neuronas simpáticas y acetilcolina para neuronas parasimpática (Navarro, 2002). 
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En cuanto a los receptores en los que van a actuar los neurotransmisores, son 

muscarínicos para acetilcolina y α-adrenérgicos o β-adrenérgicos para la noradrenalina, 

Figura 3 (Navarro, 2002; Gibbons, 2019).  

 

 

Figura 3. Neuronas simpáticas y parasimpáticas. Se muestran las diferencias entre las neuronas preganglionares 

y posganglionares tanto simpáticas como parasimpáticas. SNC (sistema nervioso central), ACh (Acetilcolina), 

NA (noradrenalina), Navarro, 2002. 
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1.2 Células gliales y sistema nervioso autónomo 

 

El sistema nervioso presenta dos tipos de células, las neuronas y las células gliales. 

La función de las células gliales se consideraba limitada a soporte, protección y nutrición de 

las neuronas, sin embargo, en los últimos años se ha descrito una mayor participación en las 

funciones de comunicación, por ejemplo en la sinapsis tripartita (Talaverón, 2019). También 

se ha mostrado la capacidad de las células gliales en modular el microambiente y la 

transmisión sináptica (Hanani, 2010; Talaverón, 2019; Nazareth y col., 2021). Las células 

gliales pueden también facilitar la producción de factores neurotróficos que están 

involucrado en la regeneración neuronal, tales como el Factor de Crecimiento Neuronal 

(NGF), Factor Neurotrófico derivado del cerebro (BDNF) y Neurotrofinas (Hanani, 2010; 

Nazareth y col., 2021).   

Hay dos tipos de células gliales, la microglía y la macroglía. Las primeras se 

encuentran en el Sistema Nervioso Central (SNC) y son células inmunitarias, macrófagos 

especializados en el reconocimiento y la fagocitosis de patógenos. Tienen un origen 

mesodérmico embrionario.  

La macroglia está formada por células de soporte nutrimental para las neuronas y 

procuran la homeostasis y brindan protección a través de mielina. Se agrupan en cuatro tipos 

celulares: astrocitos, células ependimarias, oligodendrocitos y células de Schwann y células 

satélite. Los tres primeros se encuentran en el SNC y los dos últimos en Sistema Nerviosos 

Periférico (SNP), Figura 4 (Talaverón, 2019; Nazareth y col., 2021). 

Los astrocitos son intermediarios en el paso de nutrientes del ambiente externo a las 

neuronas. También se les ha relacionado con la neurogénesis por su capacidad de fungir 

como célula madre para generar astrocitos u oligodendrocitos.   

Las células ependimarias crean una barrera que funciona como un sistema de 

protección anatómico. 

Los oligodendrocitos proveen la mielina a los axones de las neuronas, lo que favorece 

la conducción del potencial de acción y brinda protección (Talaverón, 2019; Nazareth y col., 

2021).  
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Figura 4. Células gliales. Se muestran los tipos de células gliales tanto del sistema nervioso central como del 

periférico. Imagen tomada del sitio https://es.khanacademy.org/science/biology/human-biology/neuron-

nervous-system/a/overview-of-neuron-structure-and-function. 

  

Las células de Schwann proveen mielina a los axones y promueven la regeneración 

celular mediante la liberación de factores neurotróficos. También contribuyen a la limpia de 

zonas dañadas fagocitando a células muertas por procesos apoptóticos o necróticos, y 

promueven la llegada de macrófagos, Figura 5 (Nazareth y col., 2021). 

 

 

Figura 5. Función de las células de Schwann. A) Producción la mielina a los axones. B) Fagocitosis en una 

lesión nerviosa. Modificado de Nazareth y cols. 2021. 

https://es.khanacademy.org/science/biology/human-biology/neuron-nervous-system/a/overview-of-neuron-structure-and-function
https://es.khanacademy.org/science/biology/human-biology/neuron-nervous-system/a/overview-of-neuron-structure-and-function
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Las células gliales satélite (CGS) recubren a los somas de neuronas sensoriales y 

autonómicas. Su función es muy parecida a la de los astrocitos (Hanani, 2010). Sin embargo,  

a diferencia de éstos, las CGS no presentan ramificaciones dendriticas. Más bien son células 

planas que se encuentran muy cerca de la membrana neuronal (aproximadamente 20nm), 

Figura 6 (Hanani, 2010; Hanani y Spray, 2020), por lo que se considera que las CGS tienen 

la capacidad de modular la actividad de la neurona que recubren. 

 

 

Figura 6. Células Gliales Satélite (CGS). Modificado de Hanani y Spray, 2020. 

 

Las células satélite expresan canales de K+ y transportadores de glutamato, por lo 

cual en los ganglios autonómicos tienen la capacidad de modular la transmisión colinérgica 

de las neuronas, potenciando o disminuyendo la liberación de neurotransmisores (Enes y 

cols., 2020). También tienen funciones protectoras mediante la liberación de factores 

neurotróficos como el Factor de Crecimiento Neuronal (NGF) (Enes y cols., 2020; Hanani 

y Spray, 2020). Esto se ha descrito en neuronas sensoriales y simpáticas. 

Sin embargo, hay poca información de las CGS en ganglios parasimpáticos como los 

pélvicos. Probablemente debido a que son ganglios que se encuentran en redes 

anatómicamente complejas, con estructura difusa en comparación a los ganglios simpáticos. 

Todo ello ha limitado su estudio, especialmente en especies con alta densidad nerviosa, como 

en el ser humano (Hanani, 2010).   
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En algunos animales, como los roedores, los ganglios parasimpáticos pélvicos son 

accesibles y menos complejos, por lo que es factible estudiarlos. Se pueden realizar estudios 

para determinar los cambios que pueden sufrir sus células en condiciones fisiológicas 

adversas como la DM, un trastorno endocrino-degenerativo altamente prevalente a nivel 

mundial que afecta las funciones pélvicas (Pop-Busui y cols. 2017; Velasco y cols. 2017; 

Bril y cols. 2018). 
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2.  ANTECEDENTES 

 

2.1 Órganos pélvicos  

 

Algunos de los órganos pélvicos masculinos son los siguientes: la próstata, las 

vesículas seminales, el pene y los testículos. En esta región corporal también se encuentra la 

vejiga urinaria y la uretra.  

Los órganos pélvicos cumplen funciones excretoras, sexuales y reproductivas, y 

dependen del adecuado control del Sistema Endocrino (SE) y nervioso. El control endocrino 

es proveído principalmente por la hormona folículo estimulante (FSH), el estradiol (E2) y la 

testosterona. Estas hormonas se encargan de estimular a los órganos sexuales y participan 

en la gametogénesis. 

El control nervioso se lleva a cabo a través de la activación de plexos nerviosos 

formados por nervios y ganglios. En el ser humano este plexo es conocido como hipogástrico 

inferior (PHI) (Darby, 2014; Rothlisberger y cols., 2018; Gibbons, 2019).  

El PHI está compuesto por fibras simpáticas que se originan en regiones toraco-

lumbares y fibras parasimpáticas provenientes de nervios con orígenes en regiones sacras. 

El PHI se comunica con el plexo hipogástrico superior y con el plexo sacro, Figura 7 (Fowler 

y cols., 2008; Rothlisberger y cols., 2018).  
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Figura 7. Plexo hipogástrico inferior (PHI). El PHI se representa como una estructura triangular de color rojo. 

En la parte superior el nervio hipogástrico se identifica en amarillo.  Algunas fibras que descienden del nervio 

hipogástrico se dirigen a la vejiga urinaria (azul). Dorsal al PHI ingresan fibras nerviosas parasimpáticas, en 

color verde claro. De forma caudal emergen unas fibras nerviosas del PHI que se dirigen a los cuerpos 

cavernosos del pene, en verde oscuro. Modificado de Rothlisberger y cols. 2018. 

 

Tanto el sistema nervioso simpático como el parasimpático interaccionan con señales 

que provienen del sistema nervioso central (Darby, 2014; Rothlisberger y cols., 2018; 

Gibbons, 2019), y en algunas ocasiones el sistema nervioso somático también juega un papel 

importante en el control de las funciones autonómicas pélvicas, por ejemplo, en la micción 

(Fowler y cols., 2008: Gibbons, 2019). 

La micción es un proceso fisiológico que requiere de control autónomo y somático. 

Este proceso se presenta en dos fases: la fase de almacenamiento (continencia urinaria) y la 

de expulsión de orina. La continencia urinaria está regulada por el sistema nervioso 

simpático cuyos axones neuronales viajan a través de los ganglios mesentéricos y el nervio 

hipogástrico, llegando a la base de la vejiga urinaria en donde activa a receptores 

adrenérgicos, acción que induce relajación del detrusor. También contrae el músculo liso de 

la uretra, evitando así la salida de orina (Fowler y cols., 2008; Darby, 2014).  

La fase de expulsión es controlada por nervios parasimpáticos que hacen sinapsis con 

neuronas posganglionares del PHI, de donde emerge la inervación del músculo detrusor y 

que promueven su contracción a través de la activación de receptores muscarínicos.  



24 
 

La inervación somática es provista por las neuronas del núcleo de Ónuf (ubicado en 

médula espinal), cuyos axones descienden por los nervios pudendos y llegan a la 

musculatura estriada del esfínter externo de la uretra. La inervación somática controla la 

relajación o la contracción del músculo estriado uretral (esfínter externo de la uretra), Figura 

8 (Fowler y cols., 2008; Darby, 2014).  

 

Figura 8: Inervación del tracto urinario inferior. Representa las principales estructuras y vías nerviosas del 

tracto urinario inferior. Las líneas azules indican fibras simpáticas, las verdes representan fibras parasimpáticas 

y las amarrillas nervios motores somáticos. Plexo mesentérico inferior (IMP), nervio hipogástrico (N.HG),  

nervios pélvicos (N. PEL),  plexo pélvico (PP) y T9, L1 y S1 indican segmentos de la médula espinal. 

Modificado de Fowler y cols., 2008. 

 

La inervación de los órganos pélvicos ha sido estudiada en animales de laboratorio como la 

rata. 
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2.2 Inervación autonómica pélvica de la rata  

 

La inervación autonómica de las vísceras pélvicas es provista por plexos pélvicos 

cuya organización varía entre las especies. En roedores como la rata, alrededor del 80 por 

ciento de las neuronas posganglionares que inervan a los órganos pélvicos se encuentran en 

un par de ganglios compactos denominados Ganglios Pélvicos Mayores (GPM), los cuales 

se encuentran ubicados de forma bilateral cada uno adosado al lóbulo lateral de la próstata, 

Figura 9 (Langworthi, 1965; Keast, 1989-a, 1989-b, 2006; Dail y cols., 1989; Kepper y 

Keast, 1995; Arellano y cols., 2019).  

 

Figura 9. Plexo nervioso pélvico de la rata macho. Se muestran las estructuras principales tales como los 

Ganglios Pélvicos Mayores (GPM), los tres pares de ganglios accesorios (GAI, GAII y GAIII), el ganglio 

mesentérico inferior (GMI), el nervio hipogástrico (N.Hg), el pélvico (N.Pv), el pudendo (N.Pud), la rama 

sensorial del nervio pudendo (RSNP) y el nervio cavernoso (N.C). Los puntos representan a las neuronas 

posganglionares pélvicas. Modificado de Arellano y cols., 2019. 

 

Las aferencias del GPM llegan a través de dos nervios principales, el hipogástrico y 

el pélvico (Langworthi, 1965; Purinton y cols., 1973; Keast, 1989-a; Kepper y Keast, 1995; 

Arellano y cols., 2019). También, existen conexiones nerviosas con otros ganglios de menor 
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tamaño denominados ganglios accesorios (GA), los cuales se encuentran junto a la base de 

los conductos deferentes (Keast, 1989-a; Kepper y Keast, 1995; Arellano y cols. 2019). 

Los nervios pélvico e hipogástrico contienen axones sensoriales y motores, estos 

últimos de neuronas preganglionares cuyos somas se encuentran en la asta ventral de los 

segmentos lumbosacros de la médula espinal (Purinton y cols. 1973). El nervio pélvico se 

origina en los segmentos medulares lumbar 6 y sacro 1. Viaja junto a la arteria urogenital y 

entra al GPM en su región dorsolateral. El nervio hipogástrico se origina a partir del ganglio 

mesentérico inferior, viaja en el mesenterio del uréter y llega al borde craneal del GPM 

(Puriton y cols. 1973; Arellano y cols. 2019).  

Un grupo de fibras nerviosas emergen de la parte dorso-caudal del GPM y forman al 

nervio cavernoso (N.C) que se dirige al pene y a la piel perineal (Langworthi, 1965; Dail y 

cols. 1989; Keast y cols. 1989). 

Cada GPM es una estructura en forma de triángulo, en los machos posee una longitud 

aproximada de 3500 μm en su eje mayor y 2200 μm en el eje menor, se encuentra adosado 

al lóbulo lateral de la próstata. Del ganglio emergen aproximadamente 30 nervios que 

inervan al colon distal, a la uretra, al conducto deferente, a las glándulas sexuales accesorias, 

al pene y a la vejiga urinaria, Figura 10 (Langworthi, 1965; Keast, 1989-a, 1989-b, 2006; 

Dail y cols., 1989; Kepper y Keast, 1995; Arellano y cols., 2019). 
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Figura 10. Ganglio Pélvico Mayor de la rata macho. En A) se muestra la ubicación del GPM en el lóbulo lateral 

de la próstata. Note la distribución de las fibras nerviosas. En B) se muestra un GPM tratado con la técnica de 

acetilcolinesterasa. Se aprecia cada fibra nerviosa que emerge del GPM. Modificado de Arellano y cols., 2019. 

 

El GPM está conformado por cuerpos neuronales, fascículos nerviosos que llevan 

vías tanto aferentes como eferentes, vasos sanguíneos que transporta nutrientes y oxígeno a 

las células nerviosas, células intensamente fluorescentes (SIF) que funcionan como un tipo 

de interneuronas, células gliales satélite que forman parte de la glía neuronal y tejido 

conectivo, Figura 11 (Langworthi, 1965; Keast, 1989-a, 2006; Dail y cols., 1989; Kepper y 

Keast, 1995; Arellano y cols., 2019). 

En el GPM existen aproximadamente 14 mil cuerpos neuronales que proyectan sus 

axones hacia los órganos del tracto urogenital (Arellano y cols., 2019).  Estas neuronas son 

de tipo ovaladas, con un núcleo redondo (algunas células son binucleadas) y con 1 ó 2 

nucléolos. El tamaño del soma de estas neuronas puede variar desde 100 μm2 a 1300 μm2, 

la mayoría de las neuronas tiene un tamaño entre 300-600 μm2, Figura 11 (Arellano y cols. 

2019). 
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Figura 11. Neuronas posganglionares del GPM.  A) Microfotografía de los componentes del GPM. Se notan 

neuronas posganglionares rodeadas de células satélite y tejido conectivo (Ct) en el cual pasan algunos 

fascículos nerviosos. B) Microfotografía del GPM. Se aprecian células intensamente fluorescentes (SIF). C) 

Muestra una célula posganglionar binucleada del GPM.  D) corte trasversal del GPM. Algunas estructuras de 

referencia son la arteria prostática, el nervio pélvico y el cavernoso. En E) grafica de la distribución del 

porcentaje de neuronas del GPM de acuerdo con su tamaño. Modificado de Arellano y cols., 2019  

 

La variación en el tamaño de las neuronas posganglionares del GPM se atribuye a las 

características bioquímicas que poseen. Las neuronas grandes son de tipo adrenérgico e 

inervan principalmente a órganos sexuales tales como las vesículas seminales y los 

conductos deferentes. Las neuronas de menor tamaño contienen el neurotransmisor 

acetilcolina e inervan a órganos excretores como la vejiga y el colon (Keast, 1989-b; 

Arellano y cols., 2019). 
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2.3 Distribución de las neuronas posganglionares 

 

Se ha realizado un estudio sobre la ubicación de las neuronas del GPM y la relación 

con el órgano que inervan. Keast, et al. (1989-a) dividió al GPM en cuatro cuadrantes 

tomando como referencia la ubicación de los nervios pélvico, hipogástrico, el cavernoso y 

las fibras que se proyectan desde la parte rostral a los GA; Ver Figura 12. El primer cuadrante 

se ubica en la parte ventral, donde emergen fibras que se dirigen a la vejiga, y a las glándulas 

accesorias (la zona contraria al nervio cavernoso). La segunda zona se encuentra por la 

desembocadura del nervio hipogástrico, el tercer cuadrante en la parte rostral-dorsal, en la 

que se encuentra la vena principal (denominada arteria prostática) y en la que llega el nervio 

pélvico. El cuarto cuadrante abarca la zona por donde emerge el nervio cavernoso, Figura 

12 (Keast, 1989-a; Kepper y Keast, 1995).  

 

 

Figura 12. Ganglio Pélvico Mayor (GPM). Se representa un corte transversal del GPM el cual se ha dividido 

en 4 zonas. Note la ubicación de los nervios accesorios (NA), el nervio hipogástrico (NHG), el pélvico (NPV), 

el cavernosos (NC) y la arteria prostática (AP). 

 

Las neuronas del GPM que inervan al pene se hallan cerca del nervio cavernoso o 

dentro de él (Dail y cols. 1989; Keast, 1989-a; Kepper y Keast, 1995). Las neuronas que se 

dirigen al recto se encuentran en una parte lateral del GPM, los órganos sexuales como la 

próstata y las glándulas sexuales accesorias son inervados por neuronas que se encuentran 
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en la parte medial del GPM. Así entonces las células nerviosas que inervan a los órganos 

pélvicos tienen una distribución topográfica en el GPM (Keast, 1989-a; Kepper y Keast, 

1995), con excepción de las neuronas que inervan a la vejiga urinaria, pues se localizan en 

todo el GPM, Figura 13 (Keast, 1989-a; Kepper y Keast, 1995).   

 

 

Figura 13. Distribución topográfica de las neuronas posganglionares del Ganglio Pélvico Mayor (GPM). Se 

muestra un esquema de la ubicación de las neuronas posganglionares del GPM que inervan a diferentes órganos 

pélvicos como los conductos deferentes, las glándulas sexuales, el recto y la vejiga urinaria. Los esquemas 

representan cortes transversales de un GPM izquierdo. 

 

Las características de las neuronas posganglionares del GPM pueden verse afectadas con 

patologías que afectan al sistema nervioso, como la diabetes. 
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2.4 Diabetes mellitus  

 

La Diabetes Mellitus (DM) es una condición de hiperglucemia crónica derivada de 

una deficiencia en la secreción de insulina o la inadecuada función de la hormona o ambas 

(International Diabetes Federation, 2021).  

La insulina es una hormona producida en las células β del páncreas, su principal 

función es permitir la entrada de la glucosa circulante a las células del organismo. Una 

alteración en la función de esta hormona puede producir desordenes metabólicos no solo en 

los niveles de glucosa, sino que también aumenta el metabolismo de grasas y de las proteínas 

(Reyes y Plancarte, 2008; Petersmann y cols., 2019).  

La DM incrementa los niveles plasmáticos de glucosa (glucosuria) y a largo plazo se 

convierte en un trastorno de tipo crónico (International Diabetes Federation, 2019; 

Petersmann y cols., 2019).   

Los principales síntomas de la DM son: poliuria, polidipsia, polifagia y la pérdida de 

peso. La poliuria es el aumento en la frecuencia y volumen de micción durante un día. La 

polidipsia es la sensación de sed insaciable y la polifagia es la necesidad del consumo de 

alimento (Nascimiento, 2016; Pop-Busui y cols., 2017). 

La DM se clasifica en: 

Diabetes tipo 1. Es denominada autoinmunitaria. Se produce por la destrucción de 

las células β del páncreas, lo que provoca la disminución o la nula secreción de la insulina. 

Diabetes tipo 2. Es causada principalmente por la inadecuada acción de la insulina 

en la célula, lo que disminuye la apropiada captación de glucosa, esto se conoce como 

resistencia a la insulina.  

Diabetes gestacional. Se define como intolerancia a la glucosa que inicia y se 

mantiene durante el embarazo, aunque en la mayoría de los casos es de tipo pasajero 

regresando a la normalidad después del parto. 

Los altos niveles de glucosa a largo plazo pueden producir daños multiorgánicos tales 

como lesiones de vasos sanguíneos, que conllevan a problemas macrovasculares y 

microvasculares. Entre los primeros se encuentran cardiopatía isquémica, accidentes 
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cerebrales vasculares y enfermedades vasculares periféricas. Los problemas microvasculares 

pueden ser nefropatía, retinopatía y neuropatías (Nascimiento, 2016; Pop-Busui y cols., 

2017). 

Las Neuropatías Diabéticas (ND) son trastornos clínicos que afectan a diferentes 

partes del sistema nervioso, ocasionando lesiones en las fibras sensitivas, motoras y 

autonómicas. Están presentes en más del 50% de pacientes con alrededor de 10 años de 

evolución de DM (Velasco y cols. 2017).  

La ND autonómica afecta también las funciones pélvicas, produciendo signos y 

síntomas clínicos de disfunción neurovascular, gastroparesia, y problemas genitourinarios 

tales como disfunción sexual, vejiga hiperactiva o hipo activa (Pop-Busui y cols. 2017; Bril 

y cols. 2018).  
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2.5 Modelos de diabetes mellitus en animales  

 

Los animales de laboratorio han sido de gran utilidad para el estudio y la 

caracterización de fisiopatologías crónicas como la DM, así como para la evaluación de 

nuevos procesos de terapia y tratamiento in vivo (Fulman, 2015; Al-Awar y cols., 2016; Jin 

y cols., 2021).  

En roedores la DM puede ser inducida mediante la creación de cepas genéticamente 

modificadas para el desarrollo espontaneo de DM autoinmune (para simular DM1), o para 

desarrollar resistencia a la insulina (modelos de DM2), Figura 14 (Al-Awar y cols., 2016; 

Jin y cols., 2021).   

Otra forma de inducir DM es mediante el uso de agentes químicos como la 

estreptozotocina (STZ), un antibiótico que lesiona células β de los islotes del Langerhans del 

páncreas (Furman, 2015; Al-Awar, y cols., 2016; Goyal y cols., 2016; Jin y cols., 2021). 

 

 

Figura 14. Modelos de Diabetes Mellitus en animales, Al-Awar, y cols. 2016.  
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2.5.1 Estreptozotocina  

 

La STZ es un agente antibacterial de amplio espectro producido por Streptomyces 

achromogenus sub. Streptototicus. Anteriormente se usaba en la clínica como un agente 

antitumoral en el tratamiento de cáncer de páncreas, por su capacidad para producir la 

destrucción de las células del pancreas (Goyal y cols., 2016).  La STZ es el agente químico 

más usado para la inducción de DM en modelos animales, debido a que las alteraciones 

estructurales, funcionales y bioquímicas producidas por la STZ se asemejan a las que se 

presentan en pacientes diabéticos (Furman, 2015; Al-Awar, y cols., 2016; Goyal y cols., 

2016). 

Químicamente la STZ es una glucosamina nitrosourea compuesta, que 

estructuralmente se asemeja a una 2-desoxiglucosa, pero con una sustitución en el carbono 

2 por un grupo metilo. La STZ llega a las células β del páncreas a través del trasportador de 

glucosa GLUT2, lo que facilita su entrada a estas células. En el interior de las células 

pancreáticas la STZ forma un agente alquilante que metila el DNA produciendo así su acción 

diabetogénica (Furman, 2015; Goyal y cols., 2016). Sin embargo, la metilación del DNA no 

es el único mecanismo por el cual la STZ produce DM, se han descrito otros mecanismos 

como el aumento en los niveles de NADPH por la autooxidación de la glucosa o la 

producción de dióxido (O2) debido a la generación de radicales libres, consecuencia de las 

alteraciones metabólicas, Figura 15 (Goyal, y cols. 2016). 
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Figura 15. Estructura química y mecanismo de acción de la estreptozotocina. Modificado de Al-Awar, y cols., 

2016. 

 

2.5.2  Efectos de la estreptozotocina  

 

En ratas, la administración de STZ produce cambios estructurales y funcionales del 

páncreas. También se ha reportado que la STZ altera las funciones cardiovasculares, 

modificando la contracción del miocardio, y de los pulmones, afectando la expresión de 

receptores β1. En el riñón, la STZ produce daño glomerular asociado a hipertrofia (Al-Awar, 

y cols., 2016; Goyal y cols., 2016). 

La administración de STZ y en consecuencia la DM también afecta la función de 

órganos pélvicos, afectando la micción y la fisiología sexual (Seethalakshmi y cols., 1987; 

Torimoto y cols., 2004; Liu y cols., 2010; Abidu‐Figueiredo y cols., 2011; Goyal y cols., 

2016; Zacapa, 2018). Así, a 9 semanas postratamiento de ratas diabéticas inducidas con STZ 

se presentan cambios anatómicos y funcionales de la vejiga urinaria y de la uretra, por 
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ejemplo, disminuye la contractilidad vesical y del músculo estriado de la uretra, lo que afecta 

la micción (Torimoto y cols., 2004; Liu y cols., 2010). Además, la vejiga urinaria presenta 

hipertrofia muscular, aumentando de dos o tres veces su tamaño, Figura 16 (Liu y cols., 

2010).  

 

 

 

Figura 16. Microfotografía de la sección ecuatorial de la vejiga urinaria. A) Muestra el corte de la vejiga 

urinaria de una rata control y B) el corte de vejiga urinaria de una rata con DM inducida por STZ. Modificado 

de Liu y cols., 2010. 

 

Así mismo, se ha reportado que 30 días después de la administración de STZ 

disminuye el volumen y peso corporal de órganos sexuales dependientes de hormonas 

gonadales como el testículo, las vesículas seminales y la próstata, Figura 17, en los que se 

ven afectados el musculo liso y la densidad del tejido conectivo del músculo (Seethalakshmi 

y cols., 1987; Abidu‐Figueiredo y cols., 2011), Figura 17. 
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 Figura 17. Efecto de la DM en el peso total de los órganos sexuales. Se muestra la diferencia del peso corporal 

en órganos sexuales (testículo, epidídimos, próstata y vesículas seminales de ratas diabéticas inducidas por la 

administración de STZ. Modificado de Seethalakshmi y cols., 1987. 

 

Con respecto a la función, en sujetos diabéticos la frecuencia y el volumen de micción 

aumenta de manera significativa, esto asociado al incremento en la ingesta de agua y el 

volumen de orina en la vejiga urinaria (Liu y cols., 2010; Zacapa, 2018).  

La disminución en la conducta copulatoria también se presenta en animales 

diabéticos inducidos con STZ, posiblemente por la disminución de hormonas gonadales que 

conllevan a un menor tamaño de órganos sexuales (Seethalakshmi y cols., 1987; Zacapa, 

2018), Figura 18. 

 



38 
 

 

Figura 18. Número de micciones y volumen por micción en ratas control y ratas con diabetes inducidas por 

STZ, en fase de oscuridad y fase de luz. Modificado de Zacapa, 2018. 

 

Las alteraciones en las funciones pélvicas no sólo son consecuencia de cambios en 

los órganos pélvicos, sino que también pueden ser resultado de un proceso de neuropatía 

diabética autonómica que conlleva a alteraciones en células nerviosas como las neuronas 

posganglionares que inervan a estas vísceras pélvicas.  La hiperglicemia aumenta el volumen 

y la actividad celular de células nerviosas debido a un estrés celular crónico (Nascimiento, 

2016; Liu y cols., 2010). 

Considerando que la DM crea un ambiente hiperglucémico crónico y aumenta el 

tamaño de la vejiga urinaria, pero disminuye el de los órganos sexuales, surgen las siguientes 

preguntas: ¿Cómo responden las neuronas postganglionares del GPM a un ambiente crónico 

de hiperglucemia y al cambio del área de los órganos pélvicos que inervan estas neuronas? 

¿Qué papel juegan las células gliales del GPM ante estos cambios?   
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3. JUSTIFICACIÓN 

 

En el sistema nervioso periférico la neuropatía diabética se asocia con la disminución 

de factores neurotróficos como NGF, neurotrofina-3 (NT-3), factor neurotrófico ciliar 

(FNTC) y el factor de crecimiento semejante a la insulina (IGF). Por ello a largo plazo se 

puede presentar apoptosis de las células de Schwann (Feldman, 2003). Todo ello conlleva al 

aumento de radicales libres y disfunción celular progresiva. 

Aunque se conoce muy bien la sintomatología de las neuropatías pélvicas asociadas 

a la DM, poco se sabe de las alteraciones que sufren las neuronas autonómicas 

parasimpáticas que inervan a órganos pélvicos y de las afecciones que pueden tener las 

células gliales. Considerando que en roedores el GPM inerva a varios órganos pélvicos, la 

rata es el modelo animal idóneo para el estudio de las neuronas posganglionares pélvicas en 

un ambiente de hiperglucemia y su relación con células gliales.  
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4. HIPÓTESIS 

 

La diabetes mellitus causa hipertrofia de las neuronas postganglionares e hiperplasia de las 

células gliales del ganglio pélvico mayor de ratas macho adultas. 

 

5. OBJETIVOS 

 

5.1 Objetivo general  

 

 Determinar el efecto de la diabetes mellitus sobre las características morfométricas 

de las neuronas postganglionares y las células gliales del ganglio pélvico mayor en 

ratas macho.  

 

5.2 Objetivos específicos  

 

En ratas sham y diabéticas mediante estudios histológicos: 

 Realizar un análisis cualitativo del tejido del ganglio pélvico mayor.  

 

 Caracterizar la morfometría de las neuronas postganglionares del ganglio pélvico 

mayor midiendo el área del soma y determinando el número de nucléolos de las 

células. 

 

 Estimar el número de células gliales satélite asociadas a las neuronas del ganglio 

pélvico mayor. 

 

 Cuantificar la densidad celular (número de neuronas y número de células gliales) en 

cada cuadrante del ganglio pélvico mayor. 
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6. METODOLOGÍA 

 

6.1 Animales 

 

Se utilizaron 12 ratas macho adultas (300-350g de peso corporal) de la cepa Wistar, 

de tres meses de edad obtenidas del bioterio del Centro Tlaxcala de Biología de la Conducta 

(CTBC). Los animales permanecieron en el bioterio, en un ciclo de luz-obscuridad de 12-12 

h, la luz se encendía a las 8:00 h y se apagaba a las 20:00 h con agua y alimento ad libitum 

y temperatura ambiente de 21-26 ºC. 

 

6.2 Diseño experimental 

 

Las ratas fueron asignadas a los siguientes grupos: Sham y DM  

 Grupo Sham (n=6): las ratas fueron inyectadas con un Buffer de citratos (0.1M a un 

pH de 4.5), después de 90 días post-inyección del buffer los animales fueron 

anestesiados (uretano i. p. 1.2g/Kg al 40%) y eutanizados (con una sobredosis 

intracardiaca de pentobarbital) para la obtención del GPM. 

 Grupo DM (n=6): las ratas de este grupo fueron inyectadas con STZ disuelta en el 

Buffer de citratos (0.1M a pH de 4.5) para inducir la DM. A los 90 días post-

inyección del fármaco los animales fueron anestesiados (con uretano i. p. 1.2g/Kg al 

40%) y eutanizados (con una sobredosis intracardiaca de pentobarbital) para la 

obtención del GPM. 

Se realizó una laparotomía para obtener el tejido, con ayuda de un estereoscopio. El GPM 

fue procesado para histología y se analizaron los parámetros mostrados en la Figura 19. 
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6.3 Procedimientos  

 

6.3.1 Inducción de la diabetes mellitus 

 

La STZ fue disuelta en una solución amortiguadora de buffer de citratos (0.1M a pH 

de 4.5, i. p.) en condiciones de oscuridad y administrada a una dosis de 60 mg/Kg de peso 

corporal. Previo a la inyección del fármaco los animales permanecieron en ayuno durante 6 

h. A los animales testigo (Grupo Sham) sólo se les inyectó la solución amortiguadora de 

buffer de citratos (0.1M pH 4.5) (Furman, 2015; Al-Awar y cols., 2016; Goyal y cols., 2016).  

Para evitar un cuadro hipoglucémico por la destrucción de las células β, durante las 

12 h posteriores a la administración de STZ a los animales se les proporcionó una solución 

glucosada al 5%, seguido de una solución glucosada al 2.5% durante las 12 h siguientes a la 

solución de 5%, Figura 20 (Furman, 2015; Goyal y cols., 2016). 

 

 

Figura 20. Trifase de los niveles de insulina y glucosa en sangre post-inyección de STZ. Goyal y cols., 2016. 

 

Acorde con los criterios de diagnóstico de la American Diabetes Association, a 72 h 

de la administración de STZ se corroboró la hiperglucemia usando tiras reactivas y un 

glucómetro (Accu Chek active®, Diabetes CareTM). Los animales del grupo Sham fueron 

sometidos a los mismos procedimientos que el grupo DM. Los niveles de glucosa sérica 

fueron también cuantificados al momento del sacrifico para corroborar su condición 

hiperglucémica 
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6.3.2 Obtención del tejido 

 

A los 90 días post-inyección, los animales de ambos grupos fueron anestesiados con 

uretano (i. p. 1.2g / Kg al 40%) y se realizó una laparotomía. Con ayuda de un estereoscopio 

(Leica M80) se expuso y se colectó el GPM, bilateralmente. Después los animales fueron 

eutanizados con una sobredosis intracardiaca de pentobarbital (pentobarbital sódico 

Cheminova de 100 ml). Los ganglios fueron fijados en formalina al 10% por al menos 48 h. 

 

6.3.3 Procesamiento para histología  

 

Los GPM fueron deshidratados con alcohol etílico a diferentes concentraciones (OH 

70%, OH 80%, OH 96% y OH 100%) y periodos (1 h, 2 h, 15 h). Se usó Xileno como agente 

aclarante en tres cambios simples (Xilol I, II, III) y se continuó con tres baños de parafina 

(paraplast) derretida por calor (paraplast). 

En la inclusión en parafina se utilizó en paraplast (Paraplast embedding media 

Paraplast X-tra) ya derretido por calor. Se colocó el GPM (izquierdo en todos los casos) con 

una orientación vertical y se dejó solidificar por 24 h (Prophet y cols., 1992). 

El tejido fue seccionado transversalmente con un microtomo (Leica RM2125RT) a 7 

micras de espesor. Los cortes fueron colocados en portaobjetos esmerilados (de 25.4x76.2 

mm) previamente gelatinizados y rotulados. Para la recolección cada 2 cortes se colocaron 

en tres portaobjetos diferentes de formas consecutiva (de cada GPM se obtuvo 

aproximadamente 36 laminillas, cada laminilla con 6 cortes), Figura 21. 
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Figura 21. Distribución de los cortes del GPM. Se muestra el orden de la recolección de los cortes de los 

Ganglios. 

 

Las laminillas se dejaron secar a temperatura ambiente por lo menos una semana, 

para una adecuada fijación y posterior tinción. Después los cortes fueron teñidos con 

Hematoxilina-Eosina. Esta técnica permite visualizar el núcleo y los nucléolos de las células 

ganglionares, además de dar contraste entre tipos de células (por ejemplo, las neuronas se 

tiñen de una tonalidad clara, mientras que las células gliales reciben una tonalidad azudófila 

(Prophet y cols., 1992). 
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6.4 Análisis de tejido  

 

En ambos grupos el análisis del GPM fue mediante un estudio histológico que 

incluyó: 1) análisis cualitativo, 2) caracterización morfométrica de las neuronas 

posganglionares del ganglio pélvico mayor (área del soma y numero de nucléolos), 3) conteo 

del número de células gliales satélite asociadas a cada neurona del ganglio pélvico mayor y 

4) determinación de la densidad celular (densidad neuronal y de células gliales) del ganglio 

pélvico mayor.  

6.4.1 Caracterización morfométrica de las neuronas del ganglio pélvico mayor 

 

Se tomaron fotomicrografías de 2 cortes centrales del GPM de cada animal, con una 

cámara digital (Canon Power Shot S50) colocada en un microscopio óptico (Zeiss Axiostar 

modelo Plus) con aumento de 400X. En las fotomicrografías se determinaron las 

características cualitativas y se realizó la caracterización morfométrica de las neuronas 

postganglionares, esto último mediante el programa AxioVison 4.8. Con este programa se 

midió el área del soma de neuronas cuya membrana y núcleo fueran totalmente visibles y 

definidos. En esas neuronas se determinó también el número de nucléolos y de células 

satélite asociadas a ellas, Figura 22.  

 

 

Figura 22. Fotomicrografías del GPM. En A) fotomicrografía donde se aprecia un corte del GPM y algunas 

estructuras de referencia como los nervios accesorios (NA), nervio cavernoso (NC), arteria prostática (AP), a 

un aumento a 50X. En B) fotomicrografía de una neurona posganglionar, mostrando los parámetros a medir en 

la caracterización morfométrica de las neuronas del GPM.  
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6.4.2 Número de células gliales satélite asociadas a una neurona  

 

El número de células gliales satélite asociadas a una neurona fue contabilizado en las 

fotomicrografías tomadas a 400X (las mismas fotomicrografías que se utilizaron para la 

caracterización morfométrica de las neuronas del GPM). En dirección a las manecillas del 

reloj se contó el número de células gliales satélite que se encontraron alrededor de una 

neurona posganglionar, Figura 23. 

Solo se consideraron las células satélite que se encontraban a una distancia menor a 

2 micrómetros de la membrana neuronal.  

 

 

Figura 23. Células satélite asociadas a una neurona del GPM.  Fotomicrografía de las células satélite asociadas 

a una neurona postganglionar del GPM, enumeradas conforme al sentido a las manecillas del reloj de la 1-6.  
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6.4.3 Densidad celular  

 

6.4.3.1 Densidad neuronal 

 

Para la densidad neuronal se utilizaron dos cortes centrales del GPM de cada animal. 

Se tomaron fotomicrografías con un objetivo de 400X, asegurándose de abarcando todo el 

corte. En dichas microfotografías fueron contadas todas las neuronas que se visualizaran, sin 

importar que tuvieran o no una membrana bien definida.  

 

6.4.3.2 Densidad glial  

 

Se determinó la densidad de células gliales de la siguiente forma. Se tomaron 

fotomicrografías a un aumento de 1000X, en tres zonas diferentes de cada cuadrante. En 

cada fotomicrografía (con un área total de 35,080 μm2 ± 77.48 μm2), se contó el número total 

de células gliales (células satélite, células SIF y células de Schwann). El criterio de inclusión 

fue que las células estuvieran al menos un 75 % dentro de la zona determinada, sin importar 

que no se viera el núcleo o la membrana celular, Figura 24. 

 

 

Figura 24. Fotomicrografías del GPM. En A) fotomicrografía del GPM donde se muestran los 4 cuadrantes 

analizados (1-4) y algunas estructuras de referencia como los nervios accesorios (NA), nervio cavernoso (NC), 

arteria prostática (AP) a un aumento a 50X. En B) muestra el área analizada de la densidad glial del GPM.  
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6.5 Análisis estadístico   

 

Se utilizaron diferentes pruebas estadísticas, dependiendo del parámetro a medir, 

usando siempre un valor alfa de p ˂0.05 para determinar una diferencia significativa. 

En el tamaño del soma de las neuronas posganglionares del GPM se utilizó una 

prueba de t de student para comparar los datos obtenidos entre condiciones (Sham vs DM). 

Se utilizó una de ji cuadrada para comparar el porcentaje de neuronas que poseen 2 o 3 

nucléolos, y saber si existe una diferencia significativa entre los dos grupos. 

Se empleó una correlación de Spearman para determinar si existe una relación entre 

el número de células gliales satélite y el tamaño de su neurona, esto se realizó en cada grupo.  

De acuerdo al tamaño del soma neuronal se clasificaron en: chicas (100-399 µm²), 

medianas (400-799 µm²) y grandes (>800 µm²). Se cuantifico el número de células gliales 

satélites de acuerdo al tamaño del soma neuronal. 

Se realizó una ANOVA de 2 vías para determinar si existe una diferencia entre las 

dos condiciones y los cuadrantes analizados en la densidad de neuronal y la densidad de 

células gliales. 
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7. RESULTADOS  

 

Se analizaron los niveles séricos de glucosa de los animales del grupo Sham (n=6), y los 

animales con tratamiento (DM) (n=6). El promedio de los niveles séricos de glucosa fue de 

120.33 ± 10.60 EEM mg/dL para los animales de grupo control y 452.66 ± 47.46 EEM 

mg/dL para el grupo diabético, Figura 25. 

 

 

Figura 25. Niveles de glicemia. Muestra los niveles de glucosa sérica de cada animal al momento de la 

eutanasia, se nota la diferencia entre cada grupo siendo más altos los niveles de glucosa en los animales del 

grupo DM (barras sólidas) en comparación con los del grupo Sham (barras huecas). 
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7.1 Análisis cualitativo 

 

Las características cualitativas de cortes del GPM de animales sham y diabéticos se 

observan en la Figura 26.  

En las fotomicrografías del GPM de animales del grupo Sham se observaron 

neuronas con una estructura bien definida y las células gliales satélite que se encuentran 

asociadas a una neurona tiene una distribución clara (se encuentran distribuidas alrededor de 

su neurona.   

Por otro lado, en las fotomicrografías del GPM pertenecientes a animales diabéticos 

las neuronas postganglionares se observan dismórficas (defectos en la apariencia) y 

constantemente se observan espacios vacíos en la capsula perineuronal de las neuronas del 

GPM (en algunos casos se encuentran dos neuronas en el mismo espacio perineuronal). Las 

células gliales satélite asociadas a una neurona se observan con una distribución menos 

organizada.  

Se observó un aumento en la cantidad de vasos sanguíneos intraganglionares del 

GPM en los tejidos de animales diabéticos en comparación con los ganglios pélvicos de 

animales del grupo sham. También se observaron eritrocitos extravasculares en los tejidos 

de animales diabéticos, lo que sugiere la ruptura de vasos sanguíneos en estos animales. 

En los ganglios de animales diabéticos se observó una disminución del tejido 

extracelular. Posiblemente se trata de una diminución de fibras de colágeno que rodean a los 

cuerpos neuronales y fibras nerviosas.  

En algunas fotomicrografías se aprecian conglomerados de células SIF en las 

laminillas de ambos grupos, sin embargo, se presentan con mayor frecuencia en ganglios 

pertenecientes a animales del grupo diabético.  
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7.2 Caracterización morfométrica de las neuronas del ganglio pélvico mayor 

 

7.2.1 Área del soma  

 

Se analizaron 396 neuronas posganglionares del GPM del grupo Sham & 399 

neuronas del grupo DM. El promedio del área del soma de las neuronas posganglionares del 

GPM de los animales diabéticos es significativamente mayor (p=<0.001) (472.06 μm2 ± 

18.36 μm2 EEM) en comparación con el promedio del área del soma de las neuronas del 

grupo sham (354.42 μm2 ± 10.04 μm2 EEM), Figura 27. 

 

 

Figura 27. Promedio de área del soma de neuronas posganglionares del GPM de ratas macho del grupo sham 

y DM. Se muestran promedios ± EEM. 
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Al analizar la distribución del tamaño de las neuronas posganglionares en rangos 

(Figura 28) se encontró que en el grupo Sham, cerca del 30% de las neuronas miden entre 

200-299 μm2, mientras que en el grupo DM aproximadamente el 50% de las neuronas están 

entre 300-499 μm2 (). 

En animales diabéticos hubo un porcentaje de neuronas grandes, con tamaño mayor 

a 1,100 μm2 hasta 1,399 μm2. En el grupo testigo el tamaño máximo del área del soma llegó 

a los 1099 μm2. 

 

m2 

Figura 28. Distribución del tamaño del soma de neuronas del GPM. Se muestra la distribución del tamaño del 

soma de las neuronas posganglionares de ambos grupos, sham y DM. 
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7.2.2 Número de nucléolos   

  

El porcentaje del número de nucléolos de las neuronas posganglionares (396 del 

grupo Sham vs 399 grupo DM) del GPM se presenta en la siguiente gráfica, Figura 29. 

 

 

Figura 29. Número de nucléolos de las neuronas del GPM de animales Sham y diabéticos. 

 

En comparación con animales del grupo sham, se aprecia un aumento en el número 

de neuronas con dos o más nucléolos en animales DM (p= <0.05). 
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El promedio del número de nucléolos por neuronas del grupo Sham fue menor (1.387 

± 0.051) que en el grupo DM (1.6190 ± 0.066), Figura 30 (p=0.001). 

 

 

Figura 30. Número de nucléolos. Se muestra el promedio del número de nucléolos presentes en cada grupo ± 

EEM. 
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7.3 Número de células gliales asociadas a una neurona 

 

No hubo correlación entre el número de células gliales satélite asociadas a una 

neurona y el tamaño del soma de la neurona, en ninguno de los dos grupos (rs=0.248 para el 

grupo sham y rs=0.264 en el grupo diabético), Figura 31. 

 

Figura 31. Relación entre el número de células satélite y el tamaño de la neurona. Se muestra la distribución 

de la relación de las células satélite por neurona para el grupo Sham (A) y para el grupo DM (B). 
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 En los animales del grupo Sham el número máximo de células satélite en una neurona 

es de 8, en comparación con el grupo DM que es de 7 células satélite, Figura 32. 

 

 

Figura 32. Relación entre el número de células satélite y el tamaño de la neurona. Se visualiza una diferencia 

entre condición en el número máximo de células satélite y el tamaño de las neuronas posganglionares. 
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El número promedio de células satélite asociadas a una neurona fueron agrupadas en 

chicas (100-399 µm²), medianas (400-799 µm²) y grandes (>800 µm²), la distribución se 

muestra en la Figura 33. 

 

 

Figura 33. Número de células satélite de acuerdo con el tamaño de la neurona. Promedio ± EEM. 

 

No existe una diferencia entre el numero promedio de células satélite asociadas a una 

neurona entre el grupo Sham (chicas 2.9580 ± 0.0750, medianas 3.4220 ± 0.1170 y grandes 

3.6670 ± 0.5040) y el grupo DM (chicas 2.9520 ± 0.0904, medianas 3.3540 ± 0.0824 y 

grandes 3.9580 ± 0.2680). 
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7.4 Densidad celular por zonas 

7.4.1 Densidad neuronal  

 

El promedio del número de neuronas presentes en las zonas analizadas (dos cortes 

centrales) del GPM de ambos grupos se presenta en la siguiente, Figura 34.  

 

 

Figura 34. Densidad neuronal. Muestra el promedio ± EEM del número de neuronas contabilizadas en cada 

grupo. 

 

De acuerdo con el análisis realizado, el número de neuronas contadas en los dos cortes 

centrales del GPM fue menor en los animales del grupo DM (409.1 ± 54.83 EEM neuronas) 

en comparación con las neuronas contadas del grupo Sham, (622.2 ± 37.124 EEM neuronas) 

p= <0.001  
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Se realizó un análisis de la densidad neuronal en cada cuadrante del GPM en ambos 

grupos. El resultado que se obtuvo fue una diferencia estadísticamente significativa en 3 de 

los 4 cuadrantes entre las dos condiciones, siendo menor la densidad neuronal en animales 

diabéticos (15.556 ± 0.849 neuronas, grupo Sham vs 13.3890 ± 0.7370 neuronas del grupo 

DM), Figura 35.  

 

Figura 35. Densidad neuronal. Muestra el número de neuronas presentes en un área de 10,000 μm2 de cada 

zona, las barras blancas representan el grupo Sham y las negras para el grupo diabético.  ANOVA de 2 vías, 

promedio ± EEM: Factor A) condición, Factor B) Zona. *p ˂0.05, ** p ˂0.001. 
 

El análisis entre zonas del mismo grupo mostró solo una diferencia estadísticamente 

significativa entre la zona 1 y la zona 2 del grupo DM.  En las demás zonas no hay diferencia 

estadísticamente significativa, ni en el grupo Sham ni en el grupo DM (10.389 ± 0.677 vs 

13.389 ± 0.737) (p<0.05). 
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7.4.2 Densidad glial 

 

El número promedio de células gliales presentes en las áreas medida de cada grupo 

muestra una diferencia estadísticamente significativa, siendo menor la densidad glial en el 

grupo DM (Sham 231.333 ± 6.978 EEM vs 186.125 ± 6.125 EEM células gliales para el 

grupo DM, p= <0.001), Figura 36. 

 

 

Figura 36. Se muestra el promedio de las células gliales (células Satélite, SIF y Schwann) contadas en cada 

grupo, Sham y DM.  

 

El número de células gliales satélite, células SIF y células de Schwann se muestra 

por cada cuadrante (35,080 μm2 ± 77.48 μm2, cada zona analizada) en la siguiente tabla, 

Tabla 1.  
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Con excepción de la zona 2, todas las zonas analizadas muestran una diferencia en la 

densidad glial entre condiciones, siendo menor en animales diabéticos. 

En el caso del análisis por zonas de la misma condición solo existe una diferencia en 

la densidad de la zona 2 vs zona 4 para el grupo diabético, en todos los demás casos no hubo 

una diferencia estadísticamente significativa Figura 37.  

 

 

Figura 37. Densidad Glial. Número de células gliales presentes en las áreas determinadas de cada zona. El 

grupo sham está representado por las barras blancas y el grupo diabético con las barras negras. ANOVA de 2 

vías promedio ± EEM: Factor A) condición, Factor B) Zona. p= ˂0.05. 
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8. DISCUSIÓN  

 

En el presente trabajo se analizaron las características cualitativas de las células del 

GPM, los cambios morfométricos de las neuronas posganglionares del GPM, la relación del 

número de células satélite asociadas a una neurona y la densidad celular tanto del número de 

neuronas y del número de células gliales del GPM en ratas macho control y ratas diabéticas. 

 Nuestra hipótesis fue que la DM induce hipertrofia en las neuronas e hiperplasia en 

las células gliales del GPM. Los resultados obtenidos en nuestro estudio son positivos en 

cuanto al cambio morfométrico que presentan las neuronas, ya que se nota un proceso de 

hipertrofia por parte de las neuronas del GPM del grupo diabético. Sin embargo, con respecto 

a las células gliales los resultados no apoyan nuestra hipótesis pues en lugar de haber 

presentado un proceso de hiperplasia, parece haber una disminución en el número de estas 

células en el grupo diabético. 

En nuestro estudio se utilizó la estreptozotocina para inducir un modelo de diabetes. 

Se observaron algunos cambios cualitativos en células del GPM de animales del grupo 

diabético, por ejemplo, las neuronas presentan una estructura poco definida (neuronas 

dismórficas) y se aprecia en la capsula perineuronal espacios vacíos en algunos casos. Estos 

cambios se reportaron de igual manera en los trabajos de Faizal y Khan en el 2017, donde 

observaron la presencia de neuronas dismórficas en ganglios simpáticos (ganglio celiaco) y 

parasimpáticos (ganglio esfenopalatino) de ratas diabéticas tratadas con STZ (Faizal y Khan, 

2017). Estos cambios pueden deberse a una posible alteración de la función de componentes 

encargados de la regeneración de la membrana celular como la laminina y la fibronectina.  

La laminina y la fibronectina son proteínas esenciales para la regeneración neuronal, 

sin embargo, se ha descrito que los productos finales de glicosilación avanzada (FAGP), 

presentes en la diabetes mellitus modifica estos componentes extracelulares inhibiendo así 

la regeneración celular, aumenta el estrés oxidativo, degradando así la matriz extra celular y 

promoviendo una señalización de apoptosis celular (Nascimiento y cols., 2016). Los 

espacios en vacíos de la capsula neuronal se relacionan con el encogimiento de las neuronas 

posiblemente por una señalización de apoptosis celular dada por las diferentes vías 

patogénicas de la DM (Nascimiento y cols., 2016; Faizal y Khan, 2017). 
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El aumento en la cantidad de vasos sanguíneos y la ruptura de estos puede ser 

ocasionado por el aumento en la resistencia vascular, lo que provoca una diminución en el 

flujo sanguíneo y la tensión del oxígeno, produciendo así daños microvasculares como 

nefropatía y neuropatías diabéticas (Nascimiento, 2016; Pop-Busui y cols., 2017). Estos 

mismos hallazgos fueron encontrados en trabajos similares en ganglios autonómicos 

(simpáticos y parasimpáticos), en diferentes especies como la rata y el perro (Faizal y Khan, 

2017; Guidi y cols., 2008). 

La disminución del tejido extracelular puede ser ocasionada por una disminución en 

el número de fibras de colágeno que se encuentran cerca de las neuronas y fibras nerviosas. 

Faizal y Khan en el 2017 reportaron una disminución en el tejido extracelular, pero un 

aumento en el grosor de las fibras de colágeno ocasionado por un proceso de fibrosis. Este 

resultado puede explicar algunos resultados de nuestro trabajo, ya que la disminución del 

número de fibras de colágeno y el engrosamiento de las misma pueden ser una forma de 

compensación ante la disminución en la densidad del tejido extracelular (Faizal y Khan, 

2017). 

Se ha reportado que la vejiga urinaria de ratas con diabetes presenta un incremento 

de tamaño (Nadelhaft y cols., 1993; Liu y cols., 2010). Mientras que órganos sexuales 

masculinos que los son más susceptibles a sufrir procesos de atrofia en sujetos diabéticos 

(Seethalakshmi y col., 1987; Abidu‐Figueiredo y cols., 2011). En su estudio, Nadelhaft, 

1993, consideró que el proceso de hipertrofia que ocurría en las neuronas del GPM que 

inervan a la vejiga era ocasionado por el aumento en el área a inervar; pues, como ya se ha 

dicho, la vejiga urinaria se hipertrofia en animales diabéticos (Nadelhaft y cols., 1993).  Sin 

embargo, en nuestros resultados hallamos que el proceso de hipertrofia también ocurre en 

neuronas del GPM que según su localización inervan a otros órganos incluyendo los 

sexuales.  Si bien no utilizamos un marcaje retrogrado para saber la procedencia de cada 

neurona, podemos deducir el destino de las neuronas que inervan a las vísceras pélvicas 

acorde con los trabajos de Keast (1989) y Kepper (1995). quienes describieron la ubicación 

topográfica de algunas neuronas en el GPM según el órgano que inervan, dividiendo al GPM 

en cuatro cuadrantes (Keast, 1989-a; Kepper y Keast, 1995). Se ha descrito que el tamaño 

de las neuronas del GPM y su relación con sus propiedades bioquímicas, siendo las de menor 

tamaño las neuronas colinérgicas que inervan a órganos excretores como la vejiga y el recto. 
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Y las neuronas de mayor tamaño son de tipo adrenérgicas, que inervan a órganos sexuales 

como las glándulas sexuales accesorias (Keast y D´Groat, 1989; Arellano y cols., 2019).  

Otros autores han reportado los mismos resultados de hipertrofia neuronal en 

neuronas de ganglios simpáticos y parasimpáticos como el pterigopalatino o el ganglio 

celíaco de ratas diabéticas (Faizal y Khan, 2017), o incluso en ganglios autonómicos de otras 

especies como el perro (Guidi y cols., 2008). 

Dado que nuestro estudio revela un aumento de tamaño de las neuronas del GPM en 

los cuatro cuadrantes, es probable que la hipertrofia neuronal no sea respuesta de los cambios 

estructurales de su órgano diana, sino en respuesta a un medio ambiente estresante o 

desfavorable, como lo puede ser la hiperglucemia. Con esto se puede sustentar que la 

hipertrofia neuronal es ocasionada por la hiperglucemia y no depende de los cambios 

estructurales de su órgano. 

El aumento en el número de nucléolos de las neuronas del GPM de animales 

diabéticos puede ser ocasionado por la condición de hiperglucemia crónica, que requiere una 

mayor actividad celular posiblemente para regular procesos internos de las neuronas, como 

la producción de proteínas como la laminina y fibronectina, involucradas en la regeneración 

de la membrana celular, o la regulación de la bomba Na/K que disminuye su actividad en un 

ambiente donde existe un exceso de glucosa extracelular (Nascimiento y cols., 2016).  

En neuronas sensoriales se ha reportado que existe una relación entre el tamaño del 

cuerpo neuronal y el número de células satélite que lo rodean (Ledda y cols., 2004). Sin 

embargo, no se había analizado esta relación en neuronas autonómicas parasimpáticas. 

Nuestros datos muestran que las células gliales satélite no tienen una relación directa con el 

tamaño del soma de las neuronas posganglionares. Esta diferencia puede quizá explicarse 

por la diferente función celular entre las neuronas sensoriales y neuronas autonómicas, sin 

embargo, es recomendable realizar un estudio más preciso sobre la relación entre el número 

de células satélite y el tamaño de su neurona en ganglios autonómicos. 
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9. CONCLUSIONES  

 

 La diabetes mellitus provoca cambios tanto estructurales como fisiológicos en los 

componentes del GPM (neuronas, células gliales, vasos sanguíneos y matriz 

extracelular), siendo reflejados en estudios histomorfométricos. 

 La hipertrofia neuronal es causada por el ambiente de esteres oxidativo que provoca 

la hiperglucemia crónica, y no es dependiente a los cambios estructurales que 

provoca la diabetes mellitus en los órganos que inerva estas neuronas.   

 El aumento en el número de nucléolos de las neuronas posganglionares del GPM de 

animales diabéticos es consecuencia de la condición de hiperglucemia crónica, que 

requiere una mayor actividad celular posiblemente para regular procesos internos de 

las neuronas, que son modificados en un ambiente de estrés oxidativo crónico.  

 Parece ser que en el GPM no existe con una relación entre el número de células 

gliales satélite y el tamaño de la neurona a la que están asociada, sin embargo, se 

sugiere realizar un estudio más preciso para descartar por completo esta relación. 

 La disminución de la densidad neuronal y glial puede deberse a procesos apoptóticos 

o necróticos causados por el conjunto de los desórdenes (metabólicos, inflamatorios, 

neurodegenerativos y vasculares) que provoca la condición crónica de diabetes. 

 Existen aún varias incógnitas sobre los cambios que produce la diabetes mellitus en 

ganglios autonómicos sobre todo en ganglios parasimpáticos, tal vez por la 

complejidad de los tipos de neuronas que se encuentran en estos ganglios o por su 

difícil acceso anatómico.  
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10. PERSPECTIVAS  
 

Si bien los resultados del presente trabajo brindan información novedosa sobre los 

cambios que ocurren con las células que alojan los ganglios pélvicos en un ambiente de 

hiperglucemia y estrés oxidativo crónico, aún existen algunas interrogantes que no se han 

respondido ya que este trabajo solo abarco un estudio histológico. Existen otras técnicas que 

se pueden utilizar para complementar este este trabajo y tener una idea más clara sobre como 

la diabetes mellitus afecta a las células del GPM, por ejemplo; 

 Realizar algún tipo de marcaje para determinar si los signos de muerte celular en 

sujetos diabéticos son debido a un proceso apoptótico por parte de las mismas células 

nerviosas o por necrosis celular causado por el daño que produce las diferentes vías 

en las que afecta la diabetes mellitus. 

 Corroborar si el aumento de la actividad celular es debido a la intensiva producción 

de proteínas con el fin de regular procesos internos de las neuronas, como lo 

propusimos. 

Otras variables que pueden modificar los resultados obtenidos es el tiempo, es decir 

realizar un estudio de manera longitudinal para determinar el momento en el que se 

comienzan a presentar estos cambios. Y por último, revisar si con algún tipo de tratamiento 

(hipoglucemiantes, como la metformina que es el principal tratamiento en personas 

diabéticas) o terapia (ambiente enriquecido, que actualmente tiene relevancia por la 

capacidad de producir agentes que intervienen en la regeneración neuronal, como los 

factores neurotroficos), se puede revertir o retardar los cambios ocurridos en las células del 

GPM o hasta qué punto se puede tomar en consideración para reestablecer las funciones 

pélvicas.  
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12. ANEXOS  
 

12.1 Anexo 1 

 

Preparación de STZ: la preparación de del fármaco se llevó a cabo minutos antes 

de la administración en condiciones de oscuridad (para evitar que este de volatilizara y perder 

su acción genotóxica), se calcularon las dosis correspondientes para cada animal (60mg/Kg 

de peso corporal) y se preparó en una dosis total. El fármaco fue disuelto en una solución de 

buffer de citratos (0.1 M a pH 4.5) a razón de 30mg de STZ/1 ml de buffer de citratos. 

Preparación de la solución de Buffer de citratos 0.1M pH 4.5: para preparar 100 ml 

de buffer de citratos se mezclan 47 ml de solución A (ácido cítrico monohidratado 0.1 M) y 

53 ml de solución B (citrato trisódico hidratado 0.1M) en un matraz, se ajustó el pH con un 

potenciómetro (Conductronic PH120TM) previamente calibrado con soluciones control de 

pH 4, pH7 y pH10. 

 Solución A): para preparar 100 ml de ácido cítrico monohidratado 0.1 M, agregar 

2.10g de ácido cítrico monohidratado (C6H8O7.H2O) con peso molecular de 210.14 

en un matraz aforado de 100ml y aforar con agua destilada. 

 Solución B): para preparar 100 ml de citrato trisódico hidratado 0.1M ácido, agregar 

2.94g de citrato trisódico hidratado (C6H5O7Na3.2H2O) con peso molecular de 

294.12 en un matraz aforado de 100ml y aforar con agua destilada. 
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12.2 Anexo 2 

 

Asistencia a cursos, talleres y presentación de trabajos 
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