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Resumen 
 

Las neuronas serotoninérgicas del núcleo dorsal del rafé (NDR) reciben aferencias 

excitatorias del locus coeruleus, del cerebro anterior y de los núcleos 

pedunculopontinos. También reciben aferencias inhibitorias GABérgicas del  

hipotálamo lateral, la habénula y la sustancia gris periacueductal, así como de 

interneuronas en el propio NDR. Estas neuronas expresan receptores nicotínicos 

(nAChRs) de tipo α7 y α4β2, cuya estimulación aumenta el disparo y la liberación 

de serotonina. Además, la nicotina aumenta la entrada noradrenérgica y 

glutamatérgica sobre las células serotoninérgicas. Sin embargo, el efecto de la 

nicotina sobre la entrada GABAérgica en estas células ha sido poco estudiado. 

Por ello, el objetivo fue investigar el papel de la nicotina sobre las corrientes 

postsinápticas inhibitorias espontáneas (sIPSCs) GABAérgicas en células 

serotoninérgicas del NDR, así como el tipo de nAChR activado. Se utilizó la 

técnica de patch clamp en configuración de célula completa. Las sIPSCs se 

registraron a -70 mV y en presencia de CNQX y APV para bloquear las corrientes 

glutamatérgicas. La administración de nicotina (1µM) aumentó la frecuencia de 

sIPSCs en las células serotoninérgicas tanto con o sin TTX (1µM). El efecto 

estimulador de la nicotina fue reproducido  por PNU-282987, agonista específico 

de los nAChRs de tipo α7 y bloqueado por la metilicaconitina, antagonista 

específico del mismo receptor. La administración de PNU-120596, un modulador 

alostérico de los nAChR, exacerbó la respuesta de la nicotina. El incremento en la 

frecuencia de sIPSCs inducido por nicotina fue independiente de la activación de 

los canales de Ca2+ dependientes de voltaje (VGCCs), pero dependiente de la 

activación de la liberación de Ca2+ intracelular inducida por Ca2+ (CICR). Estos 

resultados muestran que la nicotina incrementa la entrada GABAérgica de las 

neuronas serotoninérgicas del NDR a través de receptores nicotínicos de tipo α7 

presinápticos. Los resultados de este trabajo se publicaron en la revista Journal of 

neurophysiology, bajo el título “Nicotine increases GABAergic input on rat dorsal 

raphe serotonergic neurons through alpha7 nicotinic acetylcholine receptor”. 15; 

112(12): 3154-3163, doi: 10.1152/jn.00223.2014. Epub 2014 Sep 17. 
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Summary  
 

The dorsal raphe nucleus (DRN) contains large populations of serotonergic 

neurons. This nucleus receives GABAergic inhibitory afferents from many brain 

areas and from interneurons in the same nucleus. Both GABAergic and 

serotonergic DRN neurons express functional nicotinic acetylcholine receptors. 

Previous studies have demonstrated that nicotine increases serotonin release, as 

well as neuron discharge rate by stimulating postsynaptic nicotinic receptors 

(nAChRs), and by increasing glutamate and noradrenaline release inside the 

nucleus. However, the influence of nicotine on the GABAergic input to serotonergic 

neurons was poorly investigated. Therefore, the aim of this work was to determine 

the effect of nicotine on GABAergic inhibitory postsynaptic spontaneous currents 

(sIPSCs) of serotonergic neurons and the subtype of nAChR involved in this 

response. Experiments were performed in coronal slices obtained from young 

Wistar rats (18-21 posnatal days). GABAergic currents were recorded from post 

hoc identified serotonergic neurons using the whole-cell voltage patch clamp 

technique. Administration of nicotine increased inhibitory currents frequency in 

72% identified serotonergic neurons. This effect was not reproduced by the 42 

nicotinic receptor agonist RJR-2403 and was not influenced by TTX. It was 

mimicked by the selective agonist for 7 nicotinic receptor, PNU-282987, and 

exacerbated by the positive allosteric modulator of the same receptor, PNU-

120596. The nicotine-induced increase in GABAergic currents frequency was 

independent on voltage-gated calcium channels (VGCCs) and dependent on 

calcium-induced calcium release (CICR). These results demonstrate that nicotine 

increases the GABAergic input to most serotonergic neurons in DRN, by activating 

7 nicotinic receptors and producing calcium intracellular release in GABAergic 

terminals. 
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Introducción 
 

1. La serotonina y el núcleo dorsal del rafé  

 

La serotonina (5- hidroxitriptamina o 5-HT) es una molécula de señalización 

cerebral presente tanto en invertebrados como en vertebrados y de amplia 

distribución en el sistema nervioso central (Welsh y Moorhead, 1960). En los 

mamíferos, el sistema serotoninérgico se origina en la línea media del 

romboencéfalo y en la formación reticular, donde las neuronas serotoninérgicas 

forman 9 núcleos denominados B1 a B9 (Figura 1) (Dahlström y Fuxe, 1964). Los 

nueve núcleos se incluyen a su vez en dos grupos: rostral y caudal. La subdivisión 

rostral comprende el núcleo caudal linear (B8), el núcleo rafé mediano (B5, B8 y 

B9) y núcleo dorsal del rafé (B6 y B7). La porción caudal comprende el núcleo rafé 

oscuro (B2), el núcleo rafé pálido (B1 y B4), el núcleo rafé magno (B3), las 

neuronas de la médula ventrolateral y el núcleo intermedio reticular (B1/B3), así 

como el área postrema (Jacobs y Azmitia, 1992). 

  

Figura 1. Localización anatómica de los núcleos serotoninérgicos del rafé en el cerebro de rata. 

Nac- núcleo accumbens, NDR- núcleo dorsal del rafé, NMR núcleo mediano del rafé. Modificado de 

Lesch y Waider, 2012.  
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Dentro de los núcleos B1 a B9, el núcleo dorsal del rafé (NDR) es el que contiene 

la mayor población de neuronas serotoninérgicas en el cerebro. En el cerebro de 

rata, y con respecto a las coordenadas de bregma, se encuentra de –6.92 a –7.64 

mm (región rostral), de –7.73 a –8.45 mm (región media) y de –8.54 a –9.26 mm 

(región caudal) (Abrams et al., 2004; Paxinos y Watson, 1998) (Figura 2). 

 

Figura 2. Localización anatómica del núcleo dorsal del rafé (NDR). El NDR se encuentra entre el 

acueducto (Aq) y el fascículo medial longitudinal (FML). Se divide en tres regiones: dorsal, lateral y 

ventral. La mayoría de las neuronas serotoninérgicas se encuentran en la línea  media de las 

regiones dorsal y ventral. NPa: núcleo paratroqueal, NCLi: Núcleo caudal linear. Modificado de 

Paxinos y Watson, 1998.  

 

El NDR en el humano contiene aproximadamente 235,000 ± 13,000 neuronas 

(Baker et al., 1990), de las cuales 165,000 ± 34,000 (o 70 ± 14%) son 

serotoninérgicas (Baker et al., 1991). (Baker et al., 1990; Jacobs and Azmitia, 

1992). En el cerebro de rata, el total de neuronas del NDR es de 

aproximadamente 35,000, de las cuales un tercio de ellas es de naturaleza 

5HTérgica (Descarries et al., 1982). Diversos estudios (Aghajanian y Gallager, 
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1975; Michelsen et al., 2008; van der Kooy y Hattori, 1980) han demostrado que 

todas ellas proyectan de una manera topográficamente organizada hacia diversas 

partes del cerebro y están relacionadas con diversas funciones. El restante 30% 

de las neuronas que se encuentran en este núcleo son de naturaleza GABAérgica 

(Belin et al., 1979), glutamatérgica (Kaneko et al., 1990), dopaminérgica (Lindvall y 

Björklund, 1974) y de algunos neuropéptidos como la sustancia P (Hökfelt et al., 

1978), el neuropéptido Y (Pau et al., 1998), la encefalina (Uhl et al., 1979), el 

factor liberador de corticotropina (CRF, por sus siglas en inglés) (Commons et al., 

2003), entre otros.  

 

1.1 Funciones del NDR 

 

El sistema serotoninérgico está relacionado con la regulación autonómica (Azmitia, 

1999; Lovick, 1997), la regulación de la temperatura corporal (Hale et al., 2011), el 

control cardiovascular (Bradley et al., 2002) y el control de la respiración (Hilaire et 

al., 2010). Este sistema se ha asociado también con las respuestas al estrés 

(Lowry, 2002), ya sea facilitando o inhibiendo la secreción de glucocorticoides 

dependiendo del tipo de estresor o del circuito involucrado en la respuesta por el 

estresor (Saphier et al., 1995). Se ha reportado que el disparo de las neuronas 

serotoninérgicas del NDR cambia dependiendo de la fase del sueño o vigilia en la 

que se encuentra el animal. Durante la vigilia, las neuronas serotoninérgicas 

disparan de una manera regular y constante, mientras que en el sueño de ondas 

lentas, su disparo disminuye y, durante el sueño de movimientos rápidos de los 

ojos (MOR), se encuentran prácticamente silentes (Gervasoni et al., 2000; Portas 

et al., 2000).   

 

La activación de las neuronas serotoninérgicas está relacionada con ciertas 

actividades cerebrales complejas como el aprendizaje y la memoria (Meneses, 

2013), ya que la administración de L-triptofano, el precursor de la 5-HT, facilita la 
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consolidación de la memoria (Haider et al., 2006). La actividad de estas neuronas 

también se ha asociado con conductas de impulsividad en ratas (Carli et al., 

2006), conductas de agresividad (Audero et al., 2013, Petrov et al., 1994), así 

como el control afectivo (Dayan y Huys, 2009).  

 

Por otro lado, el NDR inerva estructuras límbicas relacionadas con la patofisiología 

de la ansiedad (Azmitia y Segal, 1978; Vertes, 1991). La activación de la vía 

serotoninérgica que proyecta hacia la amígdala, y la corteza prefrontal facilita las 

respuestas defensivas para la distinción entre amenazas, como la evitación y las 

conductas de evaluación de riesgo (Deakin y Graeff, 1991). La activación de la vía 

que va hacia la columna dorsal de la sustancia gris periacueductal inhibe la 

respuesta de escape ante un peligro, una reacción conductual que se ha 

relacionado con los ataques de pánico (McNaughton y Gray, 2000; Blanchard et 

al., 2003). De esta manera, un mal funcionamiento en el sistema serotoninérgico 

se ha relacionado con diversos trastornos psiquiátricos como la depresión 

(Bhagwagar et al., 2002), la ansiedad (Sena et al., 2003), la agresión (Passamonti 

et al., 2012), la enfermedad de Alzheimer (Rodríguez et al., 2012), el autismo 

(Cook y Leventhal, 1996) entre otros.  

 

1.2 Aferencias del NDR 

 

Las neuronas serotoninérgicas del NDR reciben aferencias tanto excitatorias como 

inhibitorias de diversas regiones cerebrales, las cuales regulan la actividad de las 

neuronas serotoninérgicas. La principal aferencia proviene del propio NDR, así 

como de otros núcleos del rafé, incluyendo las áreas B9, el núcleo lateral 

paragigantocelular y el núcleo mediano (Jacobs y Azmitia, 1992).  
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Dentro de las aferencias excitatorias, se sabe que regiones como el locus 

coeruleus (LC) (Peyron et al., 1996), el núcleo hipogloso, perihipogloso y el núcleo 

del tracto solitario (NTS) (Aghajanian y Wang, 1977; Sakai et al., 1977; Jacobs y 

Azmitia, 1992) mandan proyecciones adrenérgicas hacia el NDR. Además, el NDR 

recibe aferencias glutamatérgicas excitatorias de la corteza prefrontal, la habénula, 

la amígdala, el hipotálamo, el núcleo parabraquial y el núcleo laterodorsal 

tegmental. (Celada et al., 2001, Lee et al.,  2003; Stern et al., 1981). Asimismo, el 

NDR recibe aferencias dopaminérgicas de la sustantia nigra (SN), el área ventral 

tegmental (AVT) (Aghajanian y Wang, 1977; Kalén et al., 1985) y el hipotálamo 

(Jacobs y Azmitia, 1992; Peyron et al., 1995).    

 

Las aferencias inhibitorias GABAérgicas que inervan el NDR provienen de 

diversas estructuras incluyendo el hipotálamo lateral, el área lateral preóptica, el 

área hipotalámica posterior, la SN pars reticulata, el AVT, la sustancia gris 

periacueductal, las partes rostrales y caudales del mismo NDR, el núcleo central 

de la amígdala, así como el núcleo reticular pontino (Gervasoni et al., 2000). 

Conjuntamente, el NDR recibe aferencias glicinérgicas provenientes del área gris 

periacueductal ventral y ventrolateral (Rampon et al., 1999).   

  

Por otro lado, el NDR recibe aferencias colinérgicas provenientes del núcleo 

vestibular superior, a través del fascículo medial longitudinal (Kalén et al., 1985; 

Jacobs y Azmitia, 1992) y de los núcleos  pedunculopontino y laterodorsal 

tegmental (Woolf y Butcher, 1989). Además, se han descrito entradas 

hipotalámicas al NDR que se originan principalmente en el área preóptica y el 

núcleo hipotalámico lateral (Sakai et al., 1977), constituidas por fibras 

histaminérgicas y peptidérgicas (Bárbara et al., 2002; Krieger, 1983). Por último, 

las entradas de la sustancia gris periacueductual suministran varios 

neuropéptidos, entre los que se encuentran: encefalina, del núcleo interpeduncular 

y la sustancia gris periacueductual (Khachaturian, 1983); sustancia P, de la 
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habénula medial y el septum medial (Mantyh et al., 1984); galanina, de la 

sustancia gris periacueductal (Skofitsch y Jacobowitz, 1985); angiotensina II, del 

núcleo hipotalámico dorsomedial (Fuxe et al., 1976); neuropéptido Y, de los 

núcleos hipotalámicos paraventricular y arqueado (Kombian y Colmers, 1992); 

somatostatina, del núcleo olfatorio anterior, el núcleo del lemnisco lateral y la 

sustancia gris periacueductal (Finley et al., 1982); colecistoquinina del núcleo 

olfatorio y el hipotálamo lateral (Vanderhaeghen et al., 1980), entre otros.  

 

1.3 Eferencias del NDR 

 

Las neuronas serotoninérgicas del NDR proyectan a diferentes áreas del cerebro 

de una manera organizada topográficamente. Las neuronas de la región rostral del 

NDR proyectan principalmente a estructuras del cerebro anterior, mientras que las 

de las regiones caudales proyectan hacia estructuras posteriores como el cerebelo 

y la médula espinal. Las primeras eferencias del NDR que se descubrieron fueron 

las que inervan la SN y el caudado-putamen (CP) (van der Kooy y Hattori, 1980). 

Posteriormente, se descubrieron axones de las neuronas serotoninérgicas que 

proyectan hacia el hipocampo y la corteza entorrinal (Köhler y Steinbusch, 1982); 

la corteza prefrontal y el núcleo accumbens (Van Bockstaele et al., 1993); el 

núcleo paraventricular del tálamo y el núcleo parabraquial (Petrov et al., 1992); el 

núcleo central de la amígdala (Petrov et al., 1994), y el núcleo vestibular 

(Halberstadt y Balaban, 2006).  

 

Algunos estudios han clasificado las eferencias del NDR en tres vías ascendentes: 

vía ascendente  dorsal,  vía ascendente media y vía ascendente ventral; debido a 

que cada región inerva diferentes áreas cerebrales (Michelsen et al., 2008). La vía 

ascendente  dorsal inerva al estriado y al globo pálido y proviene del NDR medio y 

rostral (Vertes, 1991). La vía ascendente media, que inerva principalmente a la 

SN, y en menor medida al CP (van der Kooy y Hattori, 1980). La vía ascendente 

ventral, que inerva varias áreas cerebrales: los núcleos talámicos e hipotalámicos 
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(Bobillier et al., 1976), la habénula lateral (Sim y Joseph, 1993), el septum (Köhler 

et al., 1982), el núcleo basolateral y central de la amígdala (Vertes, 1991), la 

corteza cerebral (Bobillier et al., 1976), el hipocampo (Segal y Lendis, 1974), el 

bulbo olfatorio (Halaris et al., 1976) y el plexo supraependimal (Aghajanian y 

Gallager, 1975). Las tres vías eferentes del NDR se presentan en la Figura 3.  

 

 

 

Figura 3. Eferencias del núcleo dorsal del rafé. Las células serotoninérgicas del núcleo dorsal 

del rafé mandan sus proyecciones a diversas áreas cerebrales. Dorsal AP - vía ascendente dorsal, 

Medial AP- vía ascendente media, Ventral AP- vía ascendente ventral. AM= amígdala, CP= núcleo 

cuadado-putamen, CTX= corteza, DH= hipotálamo dorsal, GP= globo pálido, HPC= hipocampo, 

ILT= núcleo intralaminar talámico, IP= núcleo interpeduncular, LH= hipotálamo lateral, LS= septum 

lateral, MT= núcleo talámico de la línea media, NAc= núcleo accumbens (core), NAs= núcleo 

accumbens (shell), OB= bulbo olfatorio, PH= hipotálamo posterior, SN sustancia nigra, STN= 

núcleo subtalámico, VMH= hipotálamo ventromedial.  Tomado de Michelsen et al., 2008.  
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2. Receptores a serotonina 

 

Los efectos de la serotonina dependen del receptor al que se una y, en mamíferos, 

se conocen 7 familias: 5-HT1 (5-HT1A, 5-HT1B, 5-HT1D, 5-HT1E, 5-HT1F), 5-HT2 (5-

HT2A, 5-HT2B, 5-HT2C), 5-HT3, 5-HT4, 5-HT5 (5-HT5A, 5-HT5B), 5-HT6 y 5-HT7 

(Pytliak et al., 2011). A excepción del 5-HT3, que forma un canal catiónico 

pentamérico, todos los demás son receptores acoplados a proteínas G que inician 

una cascada de segundos mensajeros después de su activación (Barnes y Sharp, 

1999). Los receptores 5-HT1A y 5-HT1B son inhibidores y normalmente se 

encuentran en la propia célula serotoninérgica, de ahí el nombre de 

“autorreceptores”. Estos receptores están acoplados a una proteína Gi, la cual 

inhibe a la adenilato ciclasa y la síntesis de AMPc, reduciendo la excitabilidad 

neuronal (Barnes y Sharp, 1999). Los receptores 5-HT1A se encuentran 

principalmente en el soma, mientras que los 5-HT1B en las dendritas (Riad et al., 

2000). En contraste, los receptores 5-HT2A y 5-HT2C son excitatorios, ya que 

estimulan la actividad de la proteína cinasa C (PKC) e inducen la liberación de 

Ca2+ intracelular, incrementando la excitabilidad neuronal (Barnes y Sharp, 1999). 

El 5-HT2A se encuentra principalmente en neuronas que no son serotoninérgicas 

(Cornea-Hebert et al., 1999).  

 

Los receptores de tipo 5-HT3 se encuentran en abundancia en la neocorteza  y 

otras regiones del telencéfalo, como la corteza olfativa, el hipocampo y la 

amígdala. Su expresión se da principalmente en las interneuronas GABAérgicas 

(Morales y Bloom, 1997) y median las respuestas excitatorias rápidas, debido  a 

que, como se mencionó anteriormente, son canales catiónicos. Su bloqueo con el 

uso de antagonistas específicos se ha asociado con acciones terapéuticas en la 

esquizofrenia (Sirota et al., 2000) y la ansiedad (Higgins y Kilpatrick, 1999). Los 

receptores 5-HT4 se encuentran principalmente en el tubérculo olfatorio y los 

ganglios basales (Waeber et al., 1994) y se ha reportado que la activación de 

estos produce  efectos duales (aumento o disminución) en las corrientes evocadas 
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por GABA en las neuronas piramidales de la corteza prefrontal (Cai et al., 2000). 

Los receptores 5-HT5 se han encontrado en el hipocampo, la habénula media y el 

rafé (Erlander et al., 1993). Sin embargo, son los menos estudiados y se conoce 

poco acerca de su papel en la neurotransmisión. Los receptores 5-HT6 se 

encuentran en el estriado ventral, el núcleo accumbens, el tubérculo olfativo y el 

estriado dorsal (Gérard et al., 1997). Se ha reportado que los antagonistas de 

estos receptores mejoran la memoria y el aprendizaje en la enfermedad de 

Alzheimer (Upton et al., 2008). La expresión de los receptores 5-HT7 se ha 

encontrado en el tálamo, el hipotálamo y en los núcleos del rafé (Martín-Cora y 

Pazos, 2004). Sin embargo, la función de estos receptores no se conoce del todo.  

 

3. Características de las neuronas serotoninérgicas del NDR 

  

3.1 Características morfológicas 

 

Las neuronas serotoninérgicas se localizan principalmente en la línea media del 

NDR (Dahlström y Fuxe) y cerca de capilares sanguíneos (Descarries et al., 1982).  

En el humano, estas neuronas pueden tener cuatro formas: circulares, ovoides, 

fusiformes o triangulares (Baker et al., 1990), mientras que en la rata, pueden ser 

circulares de pequeño tamaño, fusiformes de tamaño medio a grande, bipolares, 

fusiformes o multipolares grandes (Díaz- Cintra et al., 1981, Hale y Lowry, 2011; 

Steinbusch et al., 1981). El tamaño del cuerpo celular es de 25-30 µm y 

generalmente se encuentran formando grupos (Harandi et al., 1987). Los 

diferentes tipos de neuronas serotoninérgicas se encuentran distribuidas de 

diferente manera en el NDR, lo que podría reflejar una especialización 

neuroquímica o funcional (Nakahama et al., 1981). Su árbol dendrítico se 

caracteriza por ser muy grande (>1000 µm) y por la presencia de varicosidades 

(Calizo et al., 2011). Sus axones, también con varicosidades, son largos y 

atraviesan varias subregiones del NDR, desde partes ventrales hasta la sustancia 

gris periacueductal (Allers y Sharp, 2003).  
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2.2 Características electrofisiológicas 

 

Diversos estudios (Beck et al., 2004, Crunelli et al., 1983; Kirby et al., 2003; 

Vandermaelen y Aghajanian, 1983) han demostrado características 

electrofisiológicas distintivas de las células serotoninérgicas del NDR. En 

rebanadas de cerebro, estas células se encuentran silentes debido a la 

desaparición de la entrada noradrenérgica proveniente del LC (Li et al., 1998). 

Ante un pulso de corriente despolarizante, las células serotoninérgicas del NDR 

disparan de una manera lenta y constante y a una baja frecuencia (4-10 Hz). 

Tanto su potencial de acción  como su posthiperpolarización duran 3-5 ms y ~ 350 

ms, respectivamente. Asimismo, presentan una inflexión en la fase repolarizante 

del potencial de acción debido a una entrada de Ca2+ (Vandermaelen y 

Aghajanian, 1983). Las células serotoninérgicas del NDR presentan una 

resistencia de entrada de entre 450 y 650 MΩ y una constante de tiempo (τ) de 

entre 45 y 60 ms (Calizo et al., 2011). Su potencial de membrana se encuentra en 

~ -65 mV y el umbral de disparo en ~ -27 mV (Beck et al., 2004; Shikanai et al., 

2012). Algunas de las características electrofisiológicas de las neuronas 

serotoninérgicas se presentan en la Figura 4.    

 

2.3 Características farmacológicas 

 

Por varias décadas fue aceptado que la característica que definía a las neuronas 

serotoninérgicas era su inhibición por la aplicación de 5-HT, debido a la activación 

de receptores de tipo 5-HT1A presentes en estas neuronas (Sotelo et al., 1990). La 

administración de 5-CT, un agonista de los receptores 5-HT1A, produce una 

hiperpolarización debida a un aumento en la conductancia de K+, así como una 

disminución de la resistencia de las células serotoninérgicas (Calizo et al., 2011). 

Sin embargo, otros estudios demostraron que el receptor 5-HT1A también puede 
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estar presente en otros tipos neuronales como en las células piramidales del 

hipocampo o en neuronas de la corteza prefrontal, por lo que el efecto inhibidor de 

la 5-HT fue descartado como un parámetro único de identificación farmacológica 

de este tipo neuronal (Andrade y Nicoll, 1987; Riad et al., 2000). Más aún, las 

neuronas serotoninérgicas del NDR expresan también los receptores de tipo 5-

HT1B y 5-HT1D, cuya activación disminuye la liberación de 5-HT (Davidson y 

Stamford, 1995).  

 

El disparo de las células serotoninérgicas del NDR es estimulado por agonistas de 

receptores de tipo α1 adrenérgicos, como norepinefrina o fenilefrina 

(Vandermaelen y Aghajanian, 1983). Al contrario, el bloqueo de estos receptores 

impide el disparo espontáneo de las neuronas serotoninérgicas (Baraban et al., 

1978). De manera similar, la administración de AMPA (ácido-alfa-amino-3-hidroxi-

5-metil-4-isoxazol propiónico) o NMDA (N-metil D-aspartato) aumenta la actividad 

de las neuronas serotoninérgicas (Gartside et al., 2007); mientras que la 

administración de ácido quinurénico, antagonista de estos receptores, disminuye 

su actividad (Kalén et al., 1989).   

 

La administración de antagonistas de receptores GABAA o de receptores a glicina 

inducen un aumento en el disparo de estas neuronas (Gervasoni et al., 2000). 

Asimismo, la administración de antagonistas de receptores a histamina de tipo H1y 

H2 también produce un aumento en la frecuencia de disparo de las neuronas 

serotoninérgicas del NDR (Lakoski y Aghajanian, 1983). 

 

Se ha reportado que la administración de agonistas y antagonistas de 

neuropéptidos también tiene efectos sobre las neuronas serotoninérgicas del 

NDR. La administración de galanina produce una hiperpolarización debido a un 

aumento en la conductancia de K+ (Xu et al., 1998), mientras que la estimulación 
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de los receptores a corticotropina (CRF) de tipo CRF-R2 produce una corriente 

entrante despolarizante en estas neuronas nérgicas(Kirby et al., 2008). Asimismo,  

la administración de DAMGO, un agonista de receptores mu, aumenta la liberación 

de 5-HT (Tao y Auerbach, 2002). En conjunto, las evidencias anteriores indican 

que la actividad de disparo de las neuronas serotoninérgicas es modulada por 

múltiples tipos de neurotransmisores.  

 

4. Características de las neuronas GABAérgicas del NDR 

 

A pesar de que el NDR se considera serotoninérgico, aproximadamente del 25 al 

30% del total de sus neuronas son GABAérgicas (Johnson, 1994). La existencia 

de neuronas GABAérgicas en este núcleo se demostró primero por marcaje de 

autorradiografía y por recaptura de GABA (Belin et al., 1979; Gamrani et al., 1979). 

Posteriormente, estudios utilizando anticuerpos contra la enzima para síntesis de 

GABA, ácido glutámico descarboxilasa (GAD, por sus siglas en inglés), y para la 

GABA-transaminasa o GABA-T, la enzima para su degradación (Nagai et al., 

1983; Nanopoulos et al., 1982) mostraron también la existencia de neuronas 

GABAérgicas en el NDR.    

 

Las neuronas GABAérgicas del NDR presentan varias diferencias con respecto a 

las serotoninérgicas del mismo núcleo. Una característica importante es que su 

cuerpo celular es más pequeño que el de las neuronas serotoninérgicas (8-10 µm 

en comparación con 25-30 µm de las serotoninérgicas) (Harandi et al., 1987; 

Johnson, 1994). Además, su localización anatómica dentro del NDR es diferente 

con respecto a las neuronas serotoninérgicas. Aunque algunas neuronas 

GABAérgicas se encuentran en la línea media, como las células serotoninérgicas, 

su localización está confinada principalmente en las partes laterales del NDR 

(Allers y Sharp, 2003; Calizo et al., 2011; Gocho et al., 2012; Shikanai et al., 

2012). Asimismo, las neuronas GABAérgicas se encuentran distribuidas en una 
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mayor densidad en las partes caudales que en las rostrales del NDR, mientras que 

las serotoninérgicas tienen una distribución opuesta (Calizo et al., 2011) (Figura 

4).  

 

Las características electrofisiológicas de las neuronas GABAérgicas del NDR han 

sido poco exploradas. En diversos estudios, las neuronas del NDR han sido 

divididas en serotoninérgicas y no serotoninérgicas (Beck et al., 2004; Kirby et al., 

2003; Li et al., 2001; Marinelli et al., 2004), que son presuntamente GABAérgicas, 

lo que no necesariamente es cierto, ya que en el NDR existen poblaciones de 

neuronas glutamatérgicas, dopaminérgicas y peptidérgicas, entre otras. Sin dejar 

de tomar en cuenta dicha limitación, se ha reportado que la frecuencia de disparo 

de las neuronas no serotoninérgicas ante pulsos despolarizantes de corriente de 

200 pA es de 25 ± 5 Hz (Galindo-Charles et al., 2008). De acuerdo con este 

resultado, Allers y Sharp (2003), utilizando un anticuerpo contra GAD, muestran 

que las neuronas GABAérgicas tienen una frecuencia de disparo mucho mayor 

que las neuronas serotoninérgicas (Figura 4). Además de esta característica, las 

neuronas GABAérgicas del NDR presentan un potencial de acción de 1.78 ± 0.22 

ms de duración y de 45.3 ± 5.59 mV de amplitud (Shikanai et al., 2012). La 

resistencia eléctrica de estas células es de 944 ± 75 MΩ (Challis et al., 2013), 

presentan un potencial de reposo de -52.1 ± 17.1 mV y un umbral de disparo de -

24.0 ±  7.0 mV (Shikanai et al., 2012). Asimismo, en comparación con las 

neuronas serotoninérgicas, las cuales son silentes en la preparación de rebanada 

de cerebro, del 40 al 60% de las neuronas GABAérgicas presentan actividad 

espontánea, con un promedio de 6.6 ± 1.1 Hz (Challis et al., 2013; Meléndez et al, 

comunicación personal). Las características electrofisiológicas de las neuronas 

serotoninérgicas y GABAérgicas, así como su distribución anatómica dentro del 

NDR se observan en las Figuras 4 y 5.  
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Figura 4. Características electrofisiológicas de las células serotoninérgicas (5-HTérgicas) y 

GABAérgicas del NDR. Trazos en fijación de corriente en respuesta a un pulso despolarizante de 

175 pA de una neurona serotoninérgica (A) y una neurona GABAérgica (B). Es importante notar la 

menor frecuencia de disparo en las neuronas serotoninérgicas (4-10 Hz)  y la mayor duración del 

potencial de acción (3.5 ms, inserto) con respecto a las neuronas GABAérgicas (frecuencia de 

disparo: 25-30 Hz, duración del potencial de acción: 2 ms, inserto). La mayoría de las neuronas 

GABAérgicas presentan una ligera despolarización en la fase de posthiperpolarización (D) que no 

está presente en las neuronas serotoninérgicas (C). Ampliando la base de tiempo se observan los 

potenciales de la misma neurona serotoninérgica (C, inserto) y GABAérgica (D, inserto). En este 

mismo inserto, puede observarse la inflexión en la fase repolarizante del potencial de acción 

presente sólo en las neuronas serotoninérgicas.  
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Figura 5. Inmunohistoquímica de las células serotoninérgicas y GABAérgicas del NDR. 

Inmunohistoquímica de las neuronas serotoninérgicas (verde) y GABAérgicas (rojo) del NDR 

utilizando un anticuerpo contra TPH (triptófano hidroxilasa) y GAD (ácido glutámico 

descarboxilasa), respectivamente. Las neuronas serotoninérgicas se encuentran distribuidas 

principalmente en la línea media y partes rostrales del rafé, mientras que las GABAérgicas se 

encuentran en las alas laterales y en las partes caudales del mismo núcleo. Las características 

electrofisiológicas fueron amablemente proporcionadas por Meléndez et al (comunicación 

personal) y la fotografía de inmunohistoquímica proviene de Calizo et al (2011).   

 

5. Modulación GABAérgica sobre las células serotoninérgicas del NDR 

 

Algunas terminales GABAérgicas hacen contacto con las neuronas 

serotoninérgicas del NDR. Algunas de estas terminales provienen de áreas 

cerebrales lejanas y otras del mismo NDR (Harandi et al., 1997; Gervasoni et al., 

2000; Wang et al., 1992). Además, la entrada GABAérgica al NDR y 

específicamente su entrada sobre las neuronas serotoninérgicas, regula 

respuestas fisiológicas como la respiración, la termorregulación y diversas 

funciones autónomas (Broadbelt et al., 2010; Liu et al., 2000; Serrats et al., 2005).  
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En las neuronas GABAérgicas del NDR, se ha reportado la presencia de 

receptores de tipo 5-HT2A/2C, cuya estimulación induce una corriente entrante que 

despolariza a estas neuronas (Boothman et al., 2006; Gocho et al., 2012; Liu et al., 

2000). Como ya se mencionó, algunas neuronas GABAérgicas hacen sinapsis con 

las serotoninérgicas del NDR, por lo tanto, su estimulación por la 5-HT induce una 

inhibición en las neuronas serotoninérgicas. Por otro lado, las neuronas 

GABAérgicas expresan receptores  5-HT7, cuya activación inhibe la liberación de 

GABA y, por tanto, desinhibe a las neuronas serotoninérgicas del NDR (Roberts et 

al., 2004).  

 

Además de los mecanismos antes mencionados, las neuronas GABAérgicas 

modulan la actividad de las serotoninérgicas a través de una vía indirecta. Las 

neuronas GABAérgicas reciben aferencias glutamatérgicas de la habénula lateral 

y la corteza prefrontal (Varga et al., 2001). La estimulación de estas áreas 

cerebrales induce una inhibición sobre las neuronas serotoninérgicas a través de 

la estimulación de las células GABAérgicas del NDR (Challis et al., 2013). La 

representación esquemática de las relaciones entre las neuronas GABAérgicas y 

serotoninérgicas del NDR se muestra en la Figura 6.  
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Figura 6. Representación esquemática de las relaciones entre las neuronas GABAérgicas y 

serotoninérgicas del NDR. Las neuronas serotoninérgicas reciben aferencias GABAérgicas del 

área lateral preóptica (ALP), el hipotálamo lateral (HL), el área posterior hipotalámica (HP), la 

sustancia nigra pars reticulata (SNr) el área ventral tegmental (AVT), el pálido ventral (PV), el 

núcleo dorsal paragigantocelular (DPGi), el núcleo mesopontino rostromedial tegmental (RMTg) y 

la sustancia gris periacueductal (PAGVL). Las neuronas serotoninérgicas son inhibidas también por 

las interneuronas GABAérgicas a través de receptores 5-HT2A, cuya estimulación induce la 

liberación de GABA en el NDR. Las neuronas piramidales en la corteza prefrontal proyectan 

preferencialmente a las neuronas GABAérgicas del NDR, aunque también lo hacen hacia las 

neuronas serotoninérgicas. Las neuronas GABAérgicas del NDR proyectan hacia la corteza 

prefrontal (CPF), el núcleo accumbens (Nacc) y el HL. Aún no se sabe si existe una relación entre 

las neuronas GABAérgicas del NDR.  
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6. Receptores nicotínicos (nAChRs) 

 

Los efectos de la nicotina se deben a la interacción de ésta con los receptores 

nicotínicos, presentes en todo el sistema nervioso central y periférico, cuyo 

agonista natural es la acetilcolina (ACh) (Albuquerque et al., 2009; Dani y 

Bertrand, 2007) Los nAChRs son proteínas pentaméricas que pertenecen a la 

familia de receptores de canales iónicos operados por ligando, en la cual se 

incluyen también los receptores GABAA, 5-HT3 y los receptores a glicina (Corringer 

et al., 2000). Como todos los receptores de esta familia, los nAChRs presentan 

cuatro dominios transmembramales y una porción extracelular hidrofílica donde se 

encuentra el sitio de unión a ACh o nicotina (Unwin, 2005). Una vez que el 

agonista se une al nAChR, los dominios de cada subunidad sufren un cambio 

conformacional que da como resultado la apertura del poro central, permitiendo el 

paso de iones (Na+, K+ o Ca2+) por unos cuantos ms; después de ese tiempo, el 

canal se cierra y pasa a un estado no conductor (Giniatullin et al., 2005). La 

exposición crónica a bajas concentraciones de nicotina (como en el caso de los 

fumadores) induce una desensibilización del receptor, lo que implica que el canal 

permanezca en un estado cerrado, necesitando concentraciones mayores del 

agonista para poder activarse (Picciotto et al., 2008). Aunque todos los nAChRs 

pueden presentar desensibilización, el grado de ésta depende del tipo de nAChR. 

Asimismo, la exposición crónica a nicotina, además de causar desensibilización 

del receptor, induce un aumento en el número de nAChRs, proceso conocido 

como “regulación a la alta” (Benwell et al., 1988; Wonnacott, 1990). 

 

Los receptores nicotínicos forman una familia heterogénea debido a las posibles 

combinaciones funcionales de sus subunidades (α2, α3, α4, α5, α6, α7, α8, α9, 

α10, β2, β3 y β4) (Gotti, 2004). Las propiedades farmacológicas y 

electrofisiológicas de los nAChRs varían dependiendo de las subunidades que 

formen el receptor. Las subunidades más comúnmente expresadas en el cerebro 

son las α4, β2 y las α7, las cuales se encuentran principalmente formando 
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nAChRs de tipo α4β2 y α7 (Paterson y Nordberg, 2000). Los nAChRs se pueden 

localizar en el soma, las dendritas, las regiones preterminales del axón, las 

terminales axónicas y en los axones mielinizados de las neuronas (Albuquerque et 

al., 1995; MacDermott et al., 1999). Incluso, se ha reportado la presencia de 

nAChRs en los astrocitos, donde regulan la liberación de neurotransmisores (Shen 

et al., 2012).  

 

Los receptores de tipo α4β2 están formados generalmente por dos subunidades 

“α” y tres “β” ((α4)2 (β2)3), aunque también se pueden encontrar tres subunidades 

“α” y dos “β” ((α4)3 (β2)2) (Anand y Lindstrom, 1990, Nelson et al., 2003). De las 

dos posibles combinaciones, el primero es el que tiene la mayor afinidad por 

nicotina (Clementi et al., 2000) y el más sensible a la regulación a la alta (Flores et 

al., 1992). La activación de estos receptores en la presinapsis aumenta la 

liberación de neurotransmisores en el cerebro, como la dopamina, la acetilcolina, 

el GABA y la noradrenalina (Jensen et al., 2005; Sher et al., 2004). Se encuentran 

en varias áreas cerebrales como el núcleo del rafé magno, el NDR, el LC y la 

sustancia gris periacueductal, donde regulan diversas funciones  (Bitner et al., 

1998; Cucchiaro y Commons, 2003; Cucchiaro et al., 2005; Galindo-Charles et al., 

2008; Nakamura y Jang, 2010). Los receptores α4β2 se han asociado con la 

dependencia y auto- administración a drogas. En un estudio llevado a cabo por 

Picciotto y colaboradores (1998) se demostró que la auto administración de 

nicotina se reduce en ratones knockout de la subunidad β2, mientras que la 

sobreexpresión de la subunidad α4 induce tolerancia, dependencia y 

sensibilización a la nicotina (Tapper et al., 2004). Asimismo, la expresión y algunas 

mutaciones en este tipo de nAChR se han asociado con algunos trastornos 

psiquiátricos como la enfermedad de Alzheimer y la epilepsia. Se ha encontrado 

una reducción en los niveles de ARNm de las subunidades α4 y β2 en los 

cerebros de pacientes con Alzheimer (Jürgensen y Ferreira, 2010; Perry et al., 

2000). Además, en ratones, las mutaciones en la subunidad α4 del nAChR se han 

relacionado con un fenotipo epiléptico (Steinlein y Bertrand, 2010). Los receptores 
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α4β2 se han asociado también con la modulación del dolor: los ratones knockout 

de las subunidades α4 y β2 muestran una reducción en el efecto antinociceptivo 

de la nicotina (Marubio et al., 1999)  

 

Los nAChRs de tipo α7 se conocen desde hace muchos años debido a su afinidad 

por la α-bungarotoxina y el curare (Morley et a., 1979). Las características 

importantes de este receptor son su alta permeabilidad al Ca2+ (incluso a niveles 

comparables con la de los receptores NMDA de glutamato) y la rápida 

desensibilización cuando son expuestos a los agonistas (Dajas-Bailador y 

Wonnacott, 2004; McGehee et al., 1995; Séguéla et al., 1993; Williams et al., 

2011). Dicha desensibilización podría representar un mecanismo de protección 

celular contra la citotoxicidad producida por el exceso de Ca2+ intracelular (Papke 

et al., 2000). Asimismo, estos receptores tienen un tiempo corto de apertura (~100 

µs), una gran conductancia (de 71 a 105 pS) (Lukas y Bencherif, 1992) y una baja 

afinidad por los agonistas (Lukas y Bencherif, 1992; Zwart et al., 2008). Además 

de la localización sináptica, se ha demostrado que estos receptores pueden 

presentarse en sitios alejados de la sinapsis (receptores extrasinápticos) (Adams 

et al., 2001; Hunt y Schmidt, 1978;  Ullian y Sargent, 1995), lo que los hace ser 

principales blancos de la ACh que se encuentra en lugares distantes del espacio 

sináptico (Vizi y Lendvai, 1999). Debido a su localización, su cinética y la alta 

permeabilidad al Ca2+, estos receptores tienen funciones importantes en cuanto a 

la adicción a drogas y la regulación de la liberación de neurotransmisores 

(McGehee y Role, 1996). Han sido implicados en procesos como el desarrollo y 

mantenimiento de neuritas y sinapsis (Pugh y Berg, 1994), potenciación a largo 

plazo (LTP, por sus siglas en inglés) (Hunter et al., 1994), ataques epilépticos 

(Miner et al., 1984) y viabilidad o muerte neuronal (Renshaw, 1994). 

 

Con todo lo anterior, se puede afirmar que la activación de los nAChRs regula la 

excitabilidad neuronal y modula la transmisión sináptica  a través de mecanismos 
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directos o indirectos. Los efectos directos incluyen la activación de nAChRs 

somatodendríticos provocando la despolarización neuronal. Los mecanismos 

indirectos involucran la activación de nAChRs altamente permeables a Ca2+, 

ubicados en las terminales, lo que activa cascadas de señalización, la liberación 

de Ca2+ inducida por Ca2+ del retículo (CICR, por sus siglas en inglés) o la 

exocitosis del neurotransmisor. 

 

7. La nicotina y el NDR 

 

Existe una regulación importante por la nicotina sobre la transmisión 

serotoninérgica. La nicotina aumenta la liberación de 5-HT en diversas áreas 

cerebrales. Ribeiro y colaboradores (1993) mostraron que la nicotina, administrada 

subcutáneamente y junto con fluoxetina (inhibidor de la recaptura de 5-HT), 

aumenta la liberación de 5-HT en la corteza. En el NDR, la nicotina aumenta tanto 

el disparo como la liberación de 5-HT (Mihailescu et al., 1998). Este mecanismo es 

a través de la estimulación directa de nAChRs de tipo α7 o α4β2 (Galindo-Charles 

et al., 2008). La liberación de 5-HT inducida por la nicotina es mayor cuando estas 

células muestran bajos niveles de actividad, lo que sugiere que la nicotina puede 

aumentar la liberación de 5-HT a través de mecanismos presinápticos. Esta 

hipótesis se comprobó posteriormente por Li y colaboradores (1998) y por 

Garduño y colaboradores (2012) mostrando que la nicotina aumenta la liberación 

de adrenalina y glutamato en el NDR a través de receptores α7 o α4β2, 

respectivamente.   

 

En ratas anestesiadas, la administración sistémica de nicotina induce una 

inhibición transitoria de la mayoría de las neuronas serotoninérgicas del NDR 

(Engberg et al., 2000). Esta inhibición se bloquea con WAY-100635, un 

antagonista de receptores 5-HT1A, indicando que la nicotina aumenta la liberación 

de 5-HT dentro del NDR. Un estudio reciente demostró que el receptor que 
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participa en este mecanismo es α4β2 (Frías-Dominguez et al., 2013). Además, el 

efecto de la nicotina sobre las neuronas serotoninérgicas del NDR de ratas en libre 

movimiento depende de la fase del ciclo de sueño-vigilia en la que se encuentren 

las ratas. La nicotina aumenta el disparo de las neuronas serotoninérgicasdurante 

el sueño MOR, pero no tiene efecto durante la fase de no-MOR o vigilia (Guzmán-

Marín et al., 2001).   

 

El NDR es un substrato neuroanatómico importante de los efectos ansiolíticos 

producidos por la nicotina. La administración de dosis bajas de nicotina (2.5 a 10 

ng) directamente en el NDR induce un efecto ansiolítico en la prueba de 

interacción social (Cheeta et al., 2001). El efecto ansiolítico de la nicotina se 

antagoniza por administración de WAY-100635; lo que indica que es mediado por 

un aumento en la liberación de 5-HT, actuando sobre autorreceptores 5-HT1A 

(Sprouse y Aghajanian, 1987). Al contrario, las ratas en síndrome de abstinencia 

por nicotina muestran respuestas ansiogénicas en las pruebas de interacción 

social, el laberinto de brazos elevados y las pruebas de campo oscuro (Barnes et 

al., 1990; Cheeta et al, 2001). Esta conducta ansiosa se revierte con la 

administración sistémica de antagonistas de receptores 5-HT3 en ratones (Barnes 

et al., 1990) o mejora parcialmente con la administración de buspirona, 

antagonista parcial de 5-HT1A, en humanos (West et al., 1991). Por otro lado, 

estudios en humanos han demostrado que la nicotina mejora los síntomas de 

pacientes con depresión (Salín-Pascual et al., 1998). Además, la nicotina mejora 

la cognición y la atención tanto en ratas, como en humanos (Wesnes y Warburton, 

1978). Los trabajos mencionados anteriormente indican que la nicotina juega un 

papel importante sobre el sistema serotoninérgico en diversas conductas.  
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Planteamiento del problema 

 

La actividad de las neuronas serotoninérgicas del NDR es modulada por 

aferencias inhibitorias GABAérgicas, así como por la propia liberación de 5-HT en 

el núcleo. La nicotina aumenta tanto el disparo de las neuronas serotoninérgicas 

del NDR, como la liberación de 5-HT en varias regiones del cerebro. Estos efectos 

se deben a la activación de nAChRs de tipo α7 y α4β2 somáticos, así como a la 

activación de nAChRs de tipo α7 en terminales adrenérgicas y de α4β2 en 

terminales glutamatérgicas. Sin embargo, hasta el momento se desconoce el 

efecto de la nicotina sobre la entrada GABAérgica de las células serotoninérgicas 

del NDR, así como el subtipo de nAChR presente en las aferencias GABAérgicas.  

 

Objetivo general 
 

Investigar el papel de la nicotina sobre las corrientes postsinápticas inhibitorias 

espontáneas (sIPSCs) y miniatura (mIPSCs) de origen GABAérgico en células 

serotoninérgicas del NDR. 

 

Objetivos particulares 

 

1) Demostrar que las sIPSCs registradas en las células serotoninérgicas del 

NDR son de origen GABAérgico.  

2) Investigar si las corrientes inhibitorias dependen del disparo de neuronas 

GABAérgicas.  

3) Registrar la frecuencia de las sIPSCs y mIPSCs en condiciones control y en 

presencia de nicotina. 
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4) Identificar el tipo de nAChR presente en las terminales GABAérgicas 

mediante el uso de agonistas, antagonistas y moduladores alostéricos 

específicos para nAChRs. 

5) Estudiar el papel de los canales de Ca2+ dependientes de voltaje (VGCCs) y 

de la liberación de Ca2+ inducida por Ca2+ en el efecto de la nicotina sobre 

las sIPSCs. 

6) Determinar la naturaleza serotoninérgica de todas las células registradas 

utilizando un anticuerpo contra 5-HT.  

 

Hipótesis 
 

Las terminales GABAérgicas en el NDR expresan nAChRs cuya estimulación 

modula la frecuencia de las sIPSCs registradas en las neuronas serotoninérgicas 

de este núcleo.   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



32 
 

Materiales y Métodos 

 

Todos los procedimientos experimentales se llevaron a cabo de acuerdo con la 

guía para el cuidado y uso de animales de laboratorio del Instituto Nacional de 

Salud (NIH, por sus siglas en inglés) (Publicación No. 85-23, 1985) y aprobados 

por el Comité Institucional de Cuidado Animal de la Universidad Nacional 

Autónoma de México.   

 

Preparación de rebanadas de cerebro 

 

Se utilizaron ratas Wistar macho de 18-21 días de edad, las cuales fueron 

anestesiadas con isoflurano y sacrificadas por decapitación. Sus cerebros se 

extrajeron para posteriormente colocarlos en una solución de sacarosa a una 

temperatura de 4°C y pH de 7.35. Se obtuvieron rebanadas coronales del núcleo 

dorsal del rafé, con un espesor de 350 µm, con la ayuda de un vibratomo 

(Vibratomo 1500 Comp., St Luis, MO). Estas rebanadas permanecieron inmersas 

en líquido cefalorraquídeo artificial (solución extracelular) y con burbujeo continuo 

con carbógeno (95% O2 + 5% CO2), de 40 min a una hora antes del registro 

electrofisiológico. Luego, las rebanadas se colocaron en una cámara de registro, 

instalada en un microscopio óptico (Olympus BX51), dotado con un sistema de 

visualización en infrarrojo. Las rebanadas estuvieron continuamente perfundidas 

con solución extracelular a una temperatura controlada de 33°C. La composición 

(en mM) de la solución extracelular fue de: NaCl 124, KCl 2.69, KH2PO4 1.25, 

MgSO4 2, NaHCO3 26, dextrosa 10 y CaCl2 2. El pH de la solución se ajustó a 

7.35 con HCl.   
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Registros electrofisiológicos 

 

Para el registro de la actividad eléctrica y las corrientes de membrana de las 

células del NDR, se utilizó la técnica de patch clamp en configuración de célula 

completa. El registro se llevó a cabo en la modalidad de fijación de voltaje o de 

corriente con la ayuda de un amplificador Multiclamp 700A (Axon Instruments). La 

señal fue filtrada a 5 kHz y digitalizada utilizando una interfase Digidata 1322A 

(Axon Instruments). Las neuronas del NDR fueron visualizadas mediante un 

sistema de microscopía y video en infrarrojo con un objetivo de inmersión en agua 

60X. La imagen del microscopio se observó en un monitor mediante una cámara 

CCD. Las micropipetas utilizadas para el registro se obtuvieron en un estirador 

(Sutter Instruments, Comp, Novato CA) con una resistencia de 4-7 MΩ medida ya 

con la solución interna. La solución interna estuvo compuesta (en mM) de: 

Gluconato K 70, KCl 70, NaCl 5, MgCl2 1, HEPES 10, EGTA 0.02, ATP 2, GTP 0.3 

y biocitina al 0.1 % para marcar la célula registrada. El pH de la solución se ajustó 

a 7.35 con Trizma Base. Las corrientes postsinápticas inhibitorias (sIPSCs) se 

registraron en fijación de voltaje, a un potencial de -70 mV en presencia de CNQX 

(10 µM) y APV (50 µM) para bloquear las corrientes postsinápticas 

glutamatérgicas y a una temperatura de 33 °C. Las corrientes postsinápticas 

inhibitorias miniatura (mIPSCs) se registraron de igual manera pero añadiendo 

TTX (1 µM) a la solución de perfusión. La resistencia en serie se monitoreó 

durante todo el experimento y si ésta excedía el 10% de la del inicio, la célula se 

desechó. Después del registro electrofisiológico, las rebanadas se fijaron en 

parafolmaldehído al 4% y 1% de ácido pícrico en PBS 0.1 M, a un pH de 7.35 

hasta procesarlas.   

 

Administración de drogas 

 

Las sIPSCs se registraron siempre en presencia de CNQX (10 µM) y APV (50 µM) 

durante al menos 10 minutos para obtener la frecuencia basal de las mismas 
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(control). Posteriormente, se administró bicuculina (10 µM), nicotina (1 µM) o 

antagonistas específicos para los nAChRs y sus efectos se registraron durante un 

lapso de 8 a 10 min, con el posterior lavado de la última droga administrada 

durante al menos 15 min. En el caso de las drogas que pudieran alterar el efecto 

de la nicotina (antagonistas de los nAChRs, el modulador alostérico positivo PNU-

120596, TTX, bloqueadores de la CICR o de los VGCCs) una de estas drogas se 

administró y se registraron sus efectos sobre las IPSCs durante 10 min; después, 

se agregó nicotina y sus efectos se registraron durante 10 min. La reversibilidad 

de los efectos de la nicotina se comprobó por un registro de 15 min durante el 

lavado de la droga.  

 

Inmunohistoquímica 

 

El procedimiento inmunohistoquímico se realizó al menos una semana después 

del registro electrofisiológico. Las rebanadas fueron lavadas por 10 minutos en 

solución salina amortiguadora con fosfato y potasio (KPBS) para quitar el 

parafolmaldehído. Después, dichas rebanadas se incubaron en sacarosa al 30% 

por una hora y se prepararon rebanadas de 40 µm en un vibratomo. A 

continuación, las rebanadas se incubaron durante 24 horas en solución de PBS 

tritón X-100 y estreptavidina conjugada a CY3 (1mg/ml, diluido 1:1200) con el fin 

de revelar la marca la neurona registrada. Cada una de las rebanadas fue 

observada al microscopio de fluorescencia hasta que se encontró la que contenía 

la marca de biocitina. Posteriormente, la rebanada con la célula marcada se 

incubó de 24 a 48 horas a 4°C con un anticuerpo primario contra 5-HT y después 

por dos horas con un anticuerpo secundario conjugado a fluoresceína (diluido 

1:2000). Finalmente, la rebanada se colocó en un portaobjetos con un medio de 

montaje y se examinó en el mismo microscopio de fluorescencia, en presencia de 

un filtro para fluoresceína, para corroborar que la célula registrada fuera 

serotoninérgica.   
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Fármacos 

 

Todos los fármacos se disolvieron en la solución extracelular y se administraron en 

perfusión. La tetrodotoxina (TTX), el ácido DL-2-amino-5-phosponovalerico (APV); 

6-cyano-2,3-dihydroxy-7-nitroquinoxalina (CNQX); la bicuculina, la metilicaconitina 

(MLA); el hidrobromuro de dihidro-β-eritroidina (DHβE); la N-(5-cloro-2,4-

dimetoxifenil)-N′-(5-metil-3-isoxazolil)-urea (PNU-120596), el 1,4-dihidro-2,6-

dimetil-4-(3-nitrofenil)-3,5- ácido piridinedicarboxílico de etilo (nitrendipina) y la 

biocitina se adquirieron de Sigma Aldrich RBI Co. (St Louis MO). La tapsigargina, 

la rianodina, el (E)-N-Metil-4-(3-piridinil)-3-buteno-1-amino oxalato (RJR-2403) y la 

N-(3R)-1-Azabiciclo[2.2.2]oct-3-yl-4-clorobenzamida (PNU-282987) se obtuvieron 

de Tocris Bioscience (Ellisville, MO). La ω-Agatoxina-TK y ω-conotoxina-GVIA se 

obtuvieron de Peptide Institute (Japón) y Alomone Labs (Israel), respectivamente.  

 

Análisis de datos 

 

El análisis de los registros electrofisiológicos se llevó a cabo utilizando los 

programas Clampfit 10 (Molecular Devices) y Mini Analysis (Synaptosoft, Decatur 

GA). El programa Mini Analysis se utilizó para detectar las sIPSCs y las mIPSCs, 

así como su frecuencia y amplitud. Los eventos se detectaron automáticamente, 

pero posteriormente se llevó a cabo una revisión manual de cada uno de ellos. Se 

construyeron histogramas de frecuencia del acumulado de sIPSCs en 10 s para 

cada una de las células registradas. Debido a que las frecuencias basales de las 

sIPSCs registradas de cada una de las células fueron heterogéneas, los cambios 

en su frecuencia durante la administración de drogas se expresaron como 

porcentajes de la frecuencia control. De esta manera, los histogramas de 

frecuencias de las sIPSCs se normalizaron con respecto al valor control. Se utilizó 

el programa Sigma Plot 11.0 para la obtención de gráficas y el análisis estadístico. 

Los datos están expresados como el promedio ± el error estándar de la media. Las 

comparaciones estadísticas entre los grupos se realizaron mediante las pruebas 
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de Mann Whitney (en el caso de muestras independientes) y Wilcoxon (para 

muestras dependientes). La fracción acumulada de intervalo y amplitud de eventos 

se comparó utilizando la prueba de Kolmogorov-Smirnoff.  Un valor de p<0.05 se 

tomó como estadísticamente significativo.  
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Resultados 

 

Las neuronas serotoninérgicas del NDR y la entrada GABAérgica en estas 

neuronas 

 

Identificación de las neuronas serotoninérgicas del NDR 

 

Se registró un total de 105 células en la línea media del NDR (bregma -7.80 a 

‘8.00 mm), ya que ahí se encuentra la mayor cantidad de neuronas 

serotoninérgicas (Allers y Sharp, 2003; Calizo et al., 2011; Shikanai et al., 2012). 

Además, se registraron preferentemente neuronas que se encontraban formando 

grupos, debido a que las neuronas serotoninérgicas del NDR se encuentran 

agrupadas (Harandi et al., 1987; Jacobs y Azmitia, 1992). Se observaron tanto las 

características electrofisiológicas de las neuronas registradas, como la presencia 

de 5-HT en ellas mediante inmunohistoquímica llevada a cabo post hoc.  

 

Las características electrofisiológicas de las neuronas serotoninérgicas del NDR 

han sido ampliamente descritas (Beck et al., 2004, Crunelli et al., 1983; Kirby et 

al., 2003; Vandermaelen y Aghajanian, 1983). Todas las células que se registraron 

en este trabajo cumplieron con los criterios electrofisiológicos previamente 

reportados por estos autores: una baja tasa de disparo en respuesta a la 

aplicación de un pulso de corriente despolarizante de 175 pA (4-10 Hz, Figura 7A); 

potenciales de acción y posthiperpolarizaciones de larga duración (4.32 ± 0.163 

ms y 347 ± 22.7 ms; n=83, respectivamente); así como una inflexión en la fase 

repolarizante del potencial de acción (Figura 7A, inserto). La baja tasa de disparo 

de 7.24 ± 0.33 Hz (n=15), se observa en la Figura 7B, donde se graficó la 

frecuencia de disparo en función de la intensidad de la corriente, siendo 175 pA la 

máxima corriente aplicada. 
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Otra característica que contribuyó a la identificación de las neuronas 

serotoninérgicas del NDR fue que se encontraban silentes, debido a que, en 

rebanadas, no está presente la entrada adrenérgica proveniente del LC (Beck et 

al., 2004;  Li et al., 1998). Para corroborar la naturaleza serotoninérgica de las 

células registradas, se realizaron posteriormente pruebas de inmunohistoquímica. 

La Figura 7C muestra una de las células marcada con biocitina (en rojo), positiva a 

5-HT (en verde) y la superposición, indicando que la célula registrada fue 

serotoninérgica. Las células que no cumplieron con las características 

electrofisiológicas mencionadas previamente o con el resultado positivo de la 

inmunohistoquímica fueron descartadas. 

 

Figura 7. Identificación electrofisiológica e inmunohistoquímica de una neurona 

serotoninérgica en el NDR. (A) Registros en fijación de corriente de una neurona serotoninérgica 

en respuesta a una inyección de corriente de 175 pA. En el inserto se observa el potencial de 

acción aumentando la línea de tiempo, donde puede observarse la inflexión en la fase 

repolarizante del potencial de acción. (B) Frecuencia de disparo en función de la corriente 

despolarizante inyectada. Los datos fueron obtenidos de 15 neuronas serotoninérgicas. (C) 

Microfotografía que muestra la misma célula registrada con la marca de biocitina (izquierda), 

positiva para 5-HT (en medio) y la superposición (derecha).  
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Las corrientes postsinápticas inhibitorias espontáneas (sIPSCs) registradas en 

células serotoninérgicas son de origen GABAérgico 

 

Las sIPSCs se registraron en fijación de voltaje a un potencial de mantenimiento 

de -70 mV y siempre en presencia de CNQX y APV para bloquear las corrientes 

glutamatérgicas. Para aumentar la amplitud de las corrientes inhibitorias, se utilizó 

una solución interna con una alta concentración de cloro (ver “Materiales y 

Métodos”). La Figura 8A muestra el registro representativo de las sIPSCs en 

presencia de solución extracelular (Figura 8A, trazo superior), después de haber 

administrado CNQX (10 µM) y APV (50 µM) para bloquear las corrientes 

glutamatérgicas (Figura 8A, trazo medio) y con la subsecuente administración de 

bicuculina (Figura 8A, trazo inferior). Puede observarse que tras la administración 

de CNQX y APV, la frecuencia de las corrientes sinápticas disminuyó, mientras 

que después de la administración de bicuculina, antagonista de receptores 

GABAA, las sIPSCs desaparecen por completo, confirmando su origen 

GABAérgico. En la Figura 8B se observa el histograma de frecuencias de las 

sIPSCs sin la administración de algún fármaco, después de la administración de 

CNQX y APV y la subsecuente administración de bicuculina, mostrando el bloqueo 

total de las sIPSCs. En otros experimentos (n=4), se utilizó otro antagonista de 

receptores GABAA, gabazina o SR-95531, y se obtuvo el mismo resultado.   
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Figura 8. Las corrientes postsinápticas inhibitorias espontáneas (sIPSCs) en células 

serotoninérgicas son mediadas por la estimulación de receptores GABAA. (A) Registro de las 

sIPSCs en fijación de voltaje (a -70 mV) en ausencia de cualquier fármaco (trazo superior) y 

después del bloqueo de las corrientes glutamatérgicas con CNQX (10 μM) y APV (50 μM) (trazo 

medio). En el cuadro de línea punteada se muestra una región de este trazo aumentando la escala 

de tiempo. La administración de bicuculina (10 μM), antagonista de receptores GABAA, abolió por 

completo la frecuencia de las sIPSCs. (B) Histograma de frecuencias de las sIPSCs en presencia 

de solución extracelular; después de la administración de CNQX y APV, y la subsecuente 

administración de bicuculina, mostrando la completa abolición de las sIPSCs.     
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La frecuencia de generación de las sIPSCs y las mIPSCs es diferente en células 

serotoninérgicas del NDR 

 

Para determinar si las corrientes inhibitorias GABAérgicas registradas en las 

células serotoninérgicas dependían del disparo de las neuronas GABAérgicas, se 

registraron y analizaron las sIPSCs y las mIPSCs antes y después de la 

administración de TTX. Se registró un total de 14 células serotoninérgicas y se 

observó que en el 71 % de ellas, la frecuencia de las IPSCs disminuyó 

significativamente tras la administración de TTX (prueba de Wilcoxon, Z= -2.803, 

p= 0.002, n= 10). En el restante 29 %, no se encontraron diferencias significativas 

entre la frecuencia de las sIPSCs y las mIPSCs (prueba de Wilcoxon, Z= -1.826, 

p= 0.125, n= 4) (Figura 9).  

 

Figura 9. La frecuencia de las sIPSCs y mIPSCs es diferente en células serotoninérgicas del 

NDR. (A) Registro de sIPSCs y mIPSCs GABAérgicas en fijación de voltaje. La frecuencia de las 

mIPSCs es significativamente menor que las sIPSCs en la mayoría (10/14) de las células 

serotoninérgicas (B), pero la amplitud de los eventos no cambia (C). “*” indica la diferencia entre 

grupos (p<0.05).   
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En la Figura 9A se muestra el registro representativo de las sIPSCs y las mIPSCs 

para el grupo que mostró una disminución en la frecuencia de las corrientes 

inhibitorias después de la administración de TTX. En la Figura 9B se muestran los 

dos grupos (donde no cambió la frecuencia y donde hubo disminución de ésta) 

expresados en porcentaje con respecto a la frecuencia de las 

 sIPSCs. Cuando se observaron las amplitudes de las sIPSCs y las mIPSCs, se 

encontró que éstas no eran diferentes (Figura 9C). Estos resultados muestran que 

existe actividad espontánea de disparo en las células GABAérgicas del NDR en 

rebanadas; además, existe liberación espontánea de este neurotransmisor.  

 

Efecto de la nicotina sobre las sIPSCs en células 5 -HT del NDR 

 

La nicotina incrementa la frecuencia de las sIPSCs 

 

La concentración sanguínea de nicotina después de fumar un cigarro es de 1µM 

(Henningfield et al., 1993). Por ello, en el presente estudio se utilizó esta 

concentración para estudiar los efectos de la nicotina sobre la frecuencia de las 

sIPSCs en 18 células serotoninérgicas del NDR. Los resultados muestran que la 

nicotina aumentó la frecuencia de las sIPSCs en un 75% en 13 neuronas, 

disminuyó la frecuencia de las sIPSCs en 3 y no tuvo efecto en 2 células. Dado 

que el principal efecto de la nicotina fue aumentar la frecuencia de las sIPSCs, se 

presentan únicamente los resultados obtenidos de células en donde hubo un 

aumento en la frecuencia de las IPSCs por nicotina. En la Figura 10A se muestra 

el registro de una neurona serotoninérgica en condiciones control (registro 

superior), el aumento en la frecuencia de las sIPSCs con nicotina (registro medio) 

y el regreso de la frecuencia de las sIPSCs al valor basal después del lavado de 

nicotina (registro inferior). En la Figura 10B se muestra que la nicotina disminuye 

el intervalo entre eventos y, por lo tanto, aumenta la frecuencia de las sIPSCs. La 
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Figura 10C muestra la fracción acumulada de la amplitud de eventos, donde se 

puede ver que la nicotina no cambia la amplitud de las sIPSCs. Un cambio en la 

frecuencia, pero no en la amplitud de las sIPSCs está relacionado con un efecto 

presináptico de la droga. Por lo tanto, estos resultados  sugieren que el efecto de 

la nicotina es  presináptico. La administración de TTX no afectó el aumento en la 

frecuencia de corrientes inhibitorias inducido por nicotina (mIPSCs) (prueba de 

Wilcoxon, Z= -2.36; p= 0.018), corroborando también el efecto presináptico de la 

nicotina (Figura 10D). El aumento por nicotina de la frecuencia de las sIPSCs y de 

las mIPSCs no fue estadísticamente diferente (prueba de Wilcoxon, Z= -0.832; p= 

0.43), sugiriendo, de igual manera, que el aumento en la liberación de GABA, 

inducido por nicotina, no depende del potencial de acción, sino de un efecto 

presináptico (Figura 10D).  
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Figura 10. La nicotina aumenta la frecuencia de las sIPSCs en la mayoría de las células 

serotoninérgicas del NDR. (A) Registro de las sIPSCs GABAérgicas en condiciones control (trazo 

superior) y después de la administración de nicotina (1 μM): se observa que la nicotina produce un 

aumento en la frecuencia de las sIPSCs GABAérgicas (trazo medio). Después del lavado de 

nicotina, la frecuencia de las sIPSCs regresó a condiciones basales (trazo inferior). Las gráficas de 

fracción acumulada muestran un aumento en el intervalo entre eventos después de la 

administración de nicotina (B), sin cambio en la amplitud de estos (C). (D) La administración de 

mecamilamina (MEC, 50 μM) o metilicaconitina (MLA, 20 nM) no afectó la frecuencia de las IPSCs 

per se, pero bloqueó el efecto inducido por la nicotina. Se observó un aumento significativo en las 

IPSCs por nicotina en presencia de TTX. Los datos se expresan como porcentaje con respecto al 

grupo control. “*” indica la diferencia con respecto al grupo control (p<0.05).   

 



45 
 

La administración de mecamilamina (MEC, 50µM) o metilicaconitina (MLA, 20nM), 

un antagonista no selectivo de nAChRs y un antagonista selectivo de nAChRs de 

tipo α7 respectivamente, no tuvo efecto  per se sobre la frecuencia de las sIPSCs. 

Sin embargo, en presencia de cualquiera de estos antagonistas, la nicotina no 

tuvo el efecto estimulador sobre la frecuencia de las sIPSCs antes observado 

(Figura 10D), confirmando que este efecto es mediado por nAChRs.   

 

Tipo de nAChR involucrado en la respuesta por nicotina 

 

El aumento en la frecuencia en las sIPSCs es mediado por receptores nicotínicos 

de tipo α7 

 

Con el objetivo de identificar el tipo de nAChR involucrado en la respuesta 

producida por la nicotina, se utilizaron dos agonistas específicos para nAChRs: 

RJR-2403, para los nAChRs de tipo α4β2 y PNU-282987, para los nAChRs de tipo 

α7. Se observó que el RJR-2403 (100 nM) no produjo cambio en la frecuencia de 

las sIPSCs. Esto se puede ver tanto en el registro directo de sIPSCs (Figura 11A), 

como en el histograma de frecuencias (Figura 11B). Por el contrario, la 

administración de PNU-282987 (100 nM) produjo un incremento significativo del 

92% (prueba de Wilcoxon, Z= 2.201; p= 0.0.28) en la frecuencia de las sIPSCs 

con respecto al control (Figuras 11C y 11D). Este mismo agonista aumentó en un 

56% la frecuencia de las mIPSCs (prueba de Wilcoxon, Z= -2.202; p=0.028). Sin 

embargo, el aumento producido por PNU-282987 en ausencia y presencia de TTX 

no fue significativamente diferente (prueba de Mann-Whitney, Z= 1.121; p= 0.31), 

sugiriendo que la activación del nAChR no depende del potencial de acción de las 

neuronas GABAérgicas (Figura 11E).  
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Figura 11. El aumento en la frecuencia de las sIPSCs producido por la nicotina se realiza a 

través de nAChRs de tipo α7. (A) La administración de RJR-2403 (100 nM), un agonista 

específico de nAChRs de tipo α4β2, no modificó la frecuencia de las sIPSCs. Lo mismo se puede 

observar en el histograma de frecuencias (B). En contraste, el PNU-282987 (100 nM), un agonista 

específico para nAChRs de tipo α7, aumentó significativamente la frecuencia de las sIPSCs (C). 

(D) Histograma de frecuencias donde se muestra el curso temporal del aumento en la frecuencia 

de las sIPSCs inducido por PNU-282987. (E) Histograma de frecuencias mostrando el efecto de 

RJR-2403, PNU-282987 y de TTX + PNU-282987 sobre la frecuencia de las sIPSCs. Los datos se 

expresan como porcentaje con respecto al grupo control (promedio ± SEM). “*”indica una diferencia 

significativa con respecto al grupo control (p<0.05).   
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Los resultados obtenidos en este grupo experimental muestran que el aumento en 

la frecuencia de las sIPSCs GABAérgicas inducido por la nicotina es a través de la 

activación de nAChRs de tipo α7. Como se observó anteriormente, el efecto del 

agonista específico para el nAChR de tipo α7 sobre la frecuencia de las sIPSCs es 

muy corto. Esto puede deberse a que este subtipo de nAChRs desensibiliza 

rápidamente (Alkondon et al., 1997, Galzi et al., 1991). Por ello, se utilizó PNU-

120596, un modulador alostérico positivo específico para nAChRs de tipo α7, el 

cual potencia el efecto de los agonistas al prevenir la desensibilización del 

receptor (para revisión ver Bertrand y Gopalakrishnan, 2007). En la Figura 12A se 

muestra el registro representativo de las sIPSCs en condiciones control (trazo 

superior), después de la administración de PNU-120596 (trazo medio) y la 

consecuente administración de nicotina (trazo inferior). La administración de PNU-

120596 por sí misma no modificó ni la frecuencia ni la amplitud de las sIPSCs 

(Figura12A). Este resultado concuerda con los reportados previos (Hurst et al., 

2005). Sin embargo, la administración del agonista (en este caso la nicotina) en 

presencia de PNU-120596 indujo un aumento significativo tanto en la frecuencia 

(Figura 12B) como en la amplitud (Figura 12C) de las sIPSCs. En comparación 

con el aumento en la frecuencia de las sIPSCs inducido por nicotina, la 

administración de PNU-120596 más nicotina tuvo un efecto mucho mayor (Figura 

12D). Con este resultado y los anteriores, se comprueba que el nAChR activado 

por nicotina, y responsable del aumento en la frecuencia de las sIPSCs, es de tipo 

α7. 
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Figura 12. El modulador alostérico positivo, PNU-120596, amplifica el efecto inducido por 

nicotina sobre las sIPSCs. (A) Registro en fijación de voltaje en condiciones control (trazo 

superior), después de la administración de PNU-120596 (trazo medio) y con la subsecuente 

administración de nicotina (trazo inferior). La administración de PNU-120596 junto con nicotina 

indujo una disminución significativa en el intervalo entre eventos (B) y un aumento en la amplitud 

de las sIPSCs (C). Histograma de frecuencias donde se muestra el efecto del PNU-120596, la 

nicotina, o la mezcla de PNU-120596 y nicotina sobre la frecuencia de las sIPSCs. “*”“*”indica una 

diferencia significativa con respecto al grupo control (p<0.05). “**” indica una diferencia 

significativa entre el grupo de células que recibió sólo nicotina y el grupo de células tratado con 

PNU-120596 más nicotina (p<0.05).  



49 
 

 

Papel del Ca2+ extra- e intracelular y su relación con la activación de los 

nAChRs por nicotina 

 

El efecto de la nicotina sobre las sIPSCs depende de la liberación de Ca2+ 

intracelular  

 

Entre los subtipos de receptores nicotínicos, los α7 permiten el paso de una mayor 

cantidad de Ca2+ al interior de la célula (Alkondon et al., 1997; Fucile, 2004). 

Cuando se activan estos receptores, la entrada de Ca2+ puede activar a los 

VGCCs y/o inducir la liberación de Ca2+ de las pozas intracelulares, fenómeno 

llamado liberación de Ca2+ inducida por Ca2+ o CICR, por sus siglas en inglés 

(Berridge, 1998). Para investigar si la activación del nAChR de tipo α7 en las 

terminales GABAergicas del NDR inducía CICR, se utilizó rianodina (100 µM), 

para bloquear los receptores a rianodina del retículo sarcoplásmico (RS) o 

tapsigargina (10 µM), bloqueador de la bomba de Ca2+ del RS.  

 

Cuando las rebanadas se incubaron con rianodina o tapsigargina por 15 minutos, 

ninguna de estas drogas alteró significativamente la frecuencia de las sIPSCs 

(prueba de Wilcoxon para rianodina: Z= -0.249, p<0.87, n=4; para tapsigargina: Z= 

-0.365, p=0.87, n=4) (Figura 13A, inserto y 13B, inserto). Sin embargo, cuando la 

nicotina se administró después de alguna de estas dos drogas, no se presentó su 

efecto estimulador sobre la frecuencia de las sIPSCs (Figura 13A y 13B). En la 

Figura 13C se muestra el histograma de frecuencias que resume el efecto de las 

drogas que bloquean la CICR y la administración de nicotina. Estos resultados 

sugieren que se requiere de la liberación del Ca2+ del RS para que la nicotina 

aumente la entrada GABAérgicas de las neuronas serotoninérgicas. 
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Figura 13. El aumento en la frecuencia de las sIPSCs por nicotina depende de la liberación 

del Ca2+ intracelular. Gráficas de fracción acumulada donde se muestra que la administración de 

rianodina (100 μM) o tapsigargina (10 μM) per se no produce un cambio en la frecuencia de las 

sIPSCs (insertos), pero bloquea el efecto de aumento en la frecuencia de las sIPSCs inducido por 

la nicotina, (A y B). (C) Histograma de frecuencias de las sIPSCs expresado en porcentaje ± SEM 

con respecto al grupo control para el efecto de la rianodina o tapsigargina en ausencia y presencia 

de nicotina. . “*” indica una  diferencia significativa con respecto al grupo control (p<0.05). 

 



51 
 

Por otro lado, se investigó si la activación de los VGCCs era necesaria para que la 

nicotina llevara a cabo su efecto. Se administró CdCl2-, un potente bloqueador de 

todos los tipos de VGCCs. La administración per se de CdCl2- indujo una 

disminución (prueba de Wilcoxon Z= -2.804, p= 0.001, n= 4) en la frecuencia de 

las sIPSCs (Figura 14D). Sin embargo, al administrar nicotina en presencia de 

CdCl2-, no se encontraron diferencias en la frecuencia de las sIPSCs (Figura 14A). 

Este resultado sugiere que el efecto de la nicotina depende de la activación de los 

VGCCs. Para corroborar este efecto, se activó específicamente el nAChR de tipo 

α7. Cuando se administró PNU-282987, no sólo se encontró que se bloqueaba el 

efecto inducido por nicotina, sino que incluso se presentó una disminución en la 

frecuencia de las sIPSCs (prueba de Wilcoxon, Z= -1.826, p= 0.002, n= 4) (Figura 

14B).  
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Figura 14. El aumento en la frecuencia de las sIPSCs inducido por la nicotina no depende de 

la activación de los canales de Ca2+ dependientes de voltaje. Gráficas de fracción acumulada 

donde se muestra que la nicotina, en presencia de CdCl2-, no tiene efecto sobre la frecuencia de 

las sIPSCs (A), pero el PNU-282987 induce una disminución en la frecuencia de las sIPSCs en 

presencia de CdCl2- (B). (C) Las toxinas bloqueadoras específicas de los VGCCs (ω-agatoxina-TK, 

400 nM; ω-conotoxina-GVIA, 500 nM y nitrendipina, 10 µM) no bloquearon el efecto de la nicotina. 

(D) Histograma de frecuencias donde se muestra el efecto del CdCl2- o de las toxinas bloqueadoras 

específicas de los VGCCs per se y en presencia de nicotina o PNU-282987. “*” indica una 

diferencia significativa con respecto al grupo control (p<0.05). 

 

Para explicar este resultado se investigó si el CdCl2- podría tener otro efecto 

diferente del bloqueo de los VGCCs. Se encontró que ciertos cationes divalentes 

como el Cd2+ o el Zn2+ pueden inhibir a los receptores nicotínicos (especialmente a 
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los de tipo α7) (Eddins et al., 2002), lo que explicaría la disminución en la 

frecuencia de las sIPSCs inducida por PNU-282987 en presencia de CdCl2-. 

Debido a esto, se procedió a utilizar una mezcla con toxinas específicas para los 

VGCCs. Esta mezcla contuvo ω-agatoxina-TK (400 nM para bloquear los canales 

de Ca2+ tipo P/Q), ω-conotoxina-GVIA (500 nM para bloquear los canales de Ca2+ 

de tipo N) y nitrendipina (10 µM para bloquear los canales de Ca2+ de tipo L). El 

tratamiento con estas toxinas per se disminuyó significativamente la frecuencia de 

las sIPSCs en un 27% (prueba de Wilcoxon, Z= -1.826, p<0.032, n=4; Figura 

14D). No obstante, en presencia de estas toxinas, la nicotina aún aumentó la 

frecuencia de las sIPSCs (prueba de Wilcoxon Z= -1.826, p= 0.038; Figura 14C), 

demostrando que no se requiere de la activación de los VGCCs para que la 

nicotina aumente la frecuencia de las sIPSCs. La Figura 14D muestra el promedio 

de las sIPSCs con respecto al control en presencia de CdCl2- y nicotina o PNU-

282987 o de las toxinas bloqueadoras de los VGCCs y nicotina, expresado como 

porcentaje y comparado con el grupo control. Estos resultados demuestran que el 

efecto de la nicotina sobre la frecuencia de las sIPSCs es independiente de la 

activación de los VGCCs, pero dependiente de la activación de la CICR.   

 

Con todos los resultados obtenidos en este trabajo, se construyó un modelo 

(Figura 15) representando el efecto de la nicotina sobre la entrada GABAérgica de 

las neuronas serotoninérgicas del NDR. En él se ejemplifica la unión de la nicotina 

(triángulos naranjas) a su receptor de tipo α7 (en azul), lo que induce la entrada de 

Ca2+ (puntos rojos) a través del receptor. Esta entrada de Ca2+ induce la liberación 

de Ca2+ a través de los receptores a rianodina (RyR), lo que genera la liberación 

de GABA (puntos amarillos) en el botón terminal. El GABA se une a los receptores 

GABAA (en rojo) en las neuronas serotoninérgicas del NDR, aumentando la 

frecuencia de las sIPSCs. Los VGCCs (en verde) no participan en el efecto de la 

nicotina sobre las terminales GABAérgicas.  
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Figura 15. Modelo que resume el efecto de la nicotina sobre las terminales GABAérgicas en 

el NDR. 1. La nicotina activa los nAChRs de tipo α7 presentes en las terminales GABAérgicas, lo 

que induce la entrada de Ca2+ a través de este receptor. 2. El incremento en el Ca2+ intracelular 

induce la liberación de Ca2+ del retículo sarcoplásmico (RS), fenómeno llamado liberación de Ca2+ 

inducida por Ca2+ o CICR. 3. La CICR induce la liberación de GABA de las terminales. 4. GABA se 

une a los receptores GABAA, lo que induce un aumento en la frecuencia de las sIPSCs en las 

neuronas serotoninérgicas. El aumento en la frecuencia de las sIPSCs por nicotina no depende de 

la activación de los canales de Ca2+ dependientes de voltaje (VGCCs). RyR= receptores a 

rianodina; RS= retículo sarcoplásmico; SERCA= ATPasa de Ca2+ del retículo sarcoplásmico.  
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Discusión 

 

El resultado principal de este trabajo es que la nicotina induce un incremento en la 

entrada GABAérgica en la mayoría de las neuronas serotoninérgicas del NDR a 

través de la activación de nAChRs de tipo α7. Este efecto depende de la 

activación de la liberación de Ca2+ intracelular, pero es independiente de los 

canales de Ca2+ dependiented de voltaje.  

 

Regulación de la entrada excitatoria e inhibitoria sobre las neuronas 

serotoninérgicas del NDR 

 

Existen controles excitatorios glutamatérgico y adrenérgico y un control inhibitorio 

GABAérgico sobre las neuronas serotoninérgicas del NDR. En la corteza, las 

neuronas GABAérgicas sincronizan la actividad de las neuronas vecinas, 

controlando de esta manera la vía de salida de esta área cerebral (McBain y 

Fisahn, 2001). Es posible que las interneuronas GABAérgicas del NDR controlen 

la actividad de poblaciones de células serotoninérgicas como se ha observado en 

algunas actividades fisiológicas, como las diferentes fases del sueño - vigilia. 

Durante el sueño MOR, aumenta la liberación de GABA en el NDR y éste aumento 

está acompañado de una disminución en la frecuencia de disparo de las neuronas 

serotoninérgicas del mismo núcleo (Nitz y Siegel, 1997). Además, la 

administración de muscimol, agonista de receptores GABAA, o la activación de 

receptores 5-HT1A, directamente en el NDR aumenta la actividad locomotriz 

(Mignon y Wolf, 2002; Paris y Lorens, 1987).  

 

Existen evidencias anatómicas y fisiológicas que muestran una inhibición 

importante de la actividad de las neuronas serotoninérgicas del NDR por neuronas 

GABAérgicas. En modelos animales, se ha demostrado la existencia de una 

modulación GABAérgica sobre la actividad de las neuronas serotoninérgicas en 
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diversas funciones fisiológicas como la respiración, la termorregulación y algunas 

funciones autonómicas (Broadbelt et al., 2010; Liu et al., 2000; Serrats et al., 

2005). Mediante microscopía electrónica, se ha demostrado la existencia de 

terminales GABAérgicas sobre los somas de las neuronas serotoninérgicas del 

NDR, (Harandi et al., 1987). Además, trabajos de electrofisiología han demostrado 

la existencia de una entrada GABAérgica sobre las neuronas serotoninérgicas del 

NDR mediante el registro de las sIPSCs (Chang et al., 2011; Lemos et al., 2006). 

En concordancia con estos resultados, en el presente trabajo se registraron 

sIPSCs GABAérgicas en las neuronas serotoninérgicas del NDR, con una 

frecuencia de 0.77 ± 0.10 Hz. Lemos y colaboradores (2006), reportaron una 

frecuencia de las sIPSCs GABAérgicas mucho mayor (4.1 ± 0.6 Hz). Esta 

diferencia podría explicarse por los datos reportados por Rood y colaboradores 

(2014), donde se indica que los ratones jóvenes tienen menor tono de inervación 

GABAérgica (la frecuencia de las sIPSCs es de menos de 0.3 Hz en ratones de 4 

días) y que ésta va aumentando con la edad del animal. En este trabajo se 

utilizaron ratas Wistar macho de 18 a 21 días de edad, mientras que Lemos y 

colaboradores utilizaron ratas de la cepa Sprague-Dawley con una edad de  ~30 

días.   

 

En condiciones basales, se encontró que en la mayoría de las células registradas 

(71%), la frecuencia de las mIPSCs es menor que la frecuencia de las sIPSCs, 

mientras que en el restante 29%, la frecuencia entre las mIPSCs y las sIPSCs es 

similar (Figura 8). En un trabajo realizado en el laboratorio (Meléndez et al., 

comunicación personal), que aproximadamente el 60% de las neuronas 

GABAérgicas del NDR tiene actividad de disparo espontáneo, lo que explicaría por 

qué, en el presente estudio, la frecuencia de las mIPSCs es menor que la de las 

sIPSCs. En el trabajo de Lemos y colaboradores (2006), se encontró que la 

frecuencia de las sIPSCs y las mIPSCs era igual. Esta discrepancia podría 

explicarse tanto por la edad, como por la cepa de ratas utilizadas en los 

experimentos (ratas Wistar vs Sprague-Dawley).  
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La nicotina incrementa la frecuencia de las sIPSCs a través de nAChRs 

presinápticos de tipo α7 

 

La administración de nicotina aumentó la frecuencia de las sIPSCs en la mayoría 

(72 %) de las neuronas serotoninérgicas del NDR. De acuerdo con lo anterior, en 

un estudio previo llevado a cabo por Chang y colaboradores (2011), la nicotina 

aumentó la entrada GABAérgica sobre las células serotoninérgicas del NDR. Sin 

embargo, este efecto se observó en un número más bajo de neuronas (34 %). La 

expresión de nAChRs es dependiente de la edad del animal. Las ratas de 0 a 28 

días de edad presentan una mayor densidad de sitios de unión a nicotina y 

bungarotoxina [3H] en el cerebro, que las de mayor edad (Zhang et al., 1998). En 

el presente trabajo se utilizaron ratas de 18-21 días, mientras que Chang y 

colaboradores (2011) registraron neuronas de ratas de 60 días de edad, lo que 

podría explicar la diferencia en los resultados. Por otro lado, el aumento en la 

frecuencia de las sIPSCs por nicotina reportado en este trabajo se observó 

también en presencia de TTX, lo que sugeriría un efecto presináptico de la droga.  

 

La administración de RJR-2403 no produjo cambio en la frecuencia de las sIPSCs, 

mostrando así que el receptor α4β2 no está involucrado en el efecto de la nicotina 

sobre la frecuencia de las sIPSCs. Al contrario, la administración de PNU-282987 

indujo un aumento significativo en la frecuencia de las sIPSCs, demostrando que 

el tipo de nAChRs activado por nicotina es el α7. Asimismo, el efecto de la nicotina 

se bloqueó en presencia de MLA, un antagonista específico de nAChRs de tipo 

α7, confirmando el tipo de receptor activado por nicotina. El aumento en la 

liberación de GABA mediante la activación de los nAChRs de tipo α7 se ha 

reportado en varias áreas cerebrales como el hipocampo (Alkondon et al., 2000; 

Kanno et al., 2005; Hurst et al., 2005; Maggi et al., 2001; Radcliffe et al., 1999), el 

núcleo motor dorsal del nervio vago (Bertolino et al., 1997) y el núcleo 

interpenduncular (Léna et al., 1993). Por su parte, el aumento en la liberación de 

GABA inducido por la activación de nAChRs de tipo α4β2, se ha demostrado para 
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áreas cerebrales como el AVT (Corrigal et al., 2000), la corteza, el estriado, el 

tálamo (McClure-Begley et al., 2009), el septum medial (Yang, 1996), la sustancia 

gris periacueductal (Nakamura et al., 2010), la corteza prefrontal (Aracri et al., 

2010) y el núcleo lateral espiriforme (Zhu y Chappinelli, 2002). De acuerdo con los 

resultados presentados anteriormente, la activación de los nAChRs de tipo α7 

indujo un aumento en la liberación de GABA, lo que se puede observar como un 

aumento en la frecuencia de las sIPSCs.  

 

En un estudio reciente, Yang y Brown (2014) mostraron que la administración de 

carbacol, un análogo no hidrolizable de acetilcolina, no produce cambio en la 

frecuencia de las sIPSCs GABAérgicas de las neuronas serotoninérgicas del NDR. 

Sin embargo, el carbacol tiene una baja afinidad por los nAChRs de tipo α7 (Bolchi 

et al., 2013), lo que resultaría en una estimulación reducida de este receptor, en 

comparación con el uso de la nicotina (Bolchi et al., 2013). 

 

Además del uso de agonistas y antagonistas específicos de nAChRs para 

identificar el tipo de receptor activado por nicotina, se pueden emplear 

moduladores alostéricos positivos (PAM, por sus siglas en inglés), que han sido de 

gran ayuda farmacológica. Existen dos tipos de PAMs específicos para nAChRs 

de tipo α7: los de tipo I, como el CCMI (N-(4-chlorofenil)-α-[[(4-chloropfenil) 

amino]metileno]-3-metil-5-isoxazoleacet-amida) o compuesto 6 (Ng et al., 2007), 

que incrementan la amplitud de la corriente; y los del tipo II, como el PNU-120596 

(Hurst et al., 2005) que además de aumentar la amplitud, incrementan su tiempo 

de decaimiento. La administración per se del PNU-120596 no indujo ningún 

cambio en la frecuencia de las sIPSCs, pero en presencia de la nicotina, indujo un 

aumento tanto en la frecuencia como en la amplitud de éstas. De acuerdo con este 

resultado, Hurst y colaboradores (2005) mostraron que la administración de PNU-

120596 no cambia ni la amplitud ni la frecuencia de las sIPSCs registradas en 
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interneuronas de hipocampo. Posteriormente, cuando se administraró ACh, se 

encontró un aumento significativo en ambos parámetros de las sIPSCs.   

 

Debido a las muchas aferencias GABAérgicas que reciben las células 

serotoninérgicas del NDR, no se sabe con exactitud de donde provienen las 

terminales que  poseen estos receptores nicotínicos. Sin embargo, debido a que 

se trabajó en un área limitada (rebanada de 350 µm), se podría sugerir que estas 

aferencias provienen de lugares cercanos como la sustancia gris periacueductal o 

de interneuronas del propio NDR. Apoyando esta idea, estudios de 

inmuniohistoquímica han demostrado que las neuronas GABAérgicas del NDR 

expresan ciertas subunidades de nAChRs, entre las que se encuentran las del tipo 

α7 (Bitner y Nikkel, 2002). Por lo tanto, la estimulación de estos receptores en las 

neuronas GABAérgicas induciría un aumento en la frecuencia de las sIPSCs en 

las neuronas serotoninérgicas, como se observó en este trabajo.    

 

La activación del nAChR α7 induce la liberación de Ca2+ intracelular 

 

Las acciones presinápticas de la nicotina y la consecuente liberación del 

neurotransmisor dependen del incremento en los niveles de Ca2+ intracelular. El 

mecanismo clásico por el cual se libera el neurotransmisor es mediante la entrada 

de Ca2+ a través de los VGCCs. Sin embargo, la exocitosis del neurotransmisor 

puede deberse también a un aumento del Ca2+ intracelular por la activación de las 

pozas intracelulares (Peng, 1996). Para ello, es necesario que algunas porciones 

del retículo endoplásmico estén en contacto con la membrana plasmática y las 

vesículas que contienen el neurotransmisor (Westrum y Gray, 1986).  

 

Los mecanismos por los cuales se libera el neurotransmisor dependen del tipo de 

nAchR activado. La estimulación de los nAChRs de tipo α4β2  produce una 
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despolarización de la membrana que promueve la apertura de los VGCCs. La 

entrada de Ca2+, tanto por los nAChR, como por los VGCCs, induce la liberación 

de Ca2+ intracelular a niveles requeridos para la liberación del neurotransmisor 

(Dajas-Bailador et al., 2002; Dickinson et al., 2007., 2008; Garduño et al., 2012). 

En el caso de los nAChRs de tipo α7, la situación es diferente, ya que dentro de 

los subtipos de nAChRs que existen, estos son los que tienen la mayor 

permeabilidad al Ca2+ (Alkondon et al., 1997; Séguéla et al., 1993). Por lo tanto, su 

activación induce una mayor entrada de Ca2+, en comparación con los α4β2, y 

este incremento produce CICR sin la activación de los VGCCs (Dickinson et al., 

2007; Gray et al., 1996; Sharma et al., 2008, Sharma y Vijayaraghavan, 2003). De 

acuerdo con lo anterior, estos resultados muestran que no se necesita de la 

activación de los VGCCs para que la nicotina aumente la liberación de GABA en 

las neuronas serotoninérgicas del NDR, pero la liberación de Ca2+ intracelular es 

prescindible (ver Figura 15). Apoyando esta idea, se ha reportado que las pozas 

intracelulares de Ca2+ en la presinapsis regulan la liberación de neurotransmisores 

en varias áreas del cerebro (Conti et al., 2004; Llano et al., 2000). En otros 

trabajos se ha mencionado que el mecanismo por el cual la CICR induce la 

liberación del neurotransmisor está relacionado con la activación de cinasas 

dependientes de Ca2+, como la proteína cinasa II dependiente de Ca2+/calmodulina 

o CAMKII (Sharma et al., 2008) o la proteína cinasa C o PKC (Wu y Wu, 2001). La 

administración de nicotina y su consecuente activación del nAChR α7 podría 

activar alguna de estas vías, lo que induciría un aumento en la liberación de 

GABA.  

 

En las neuronas serotoninérgicas del NDR, la nicotina produce tanto efectos 

excitatorios como inhibitorios. Los efectos excitatorios de la nicotina sobre la 

mayoría de las neuronas serotoninérgicas se deben a la activación de receptores 

nicotínicos de tipo α4β2 o α7 somatodendríticos presentes en estas neuronas 

(Galindo-Charles et al., 2008). Otra posible vía excitatoria de la nicotina es 

indirecta, mediante el aumento en la liberación de glutamato a través de nAChRs 
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presinápticos α4β2 (Garduño et al., 2012) o de noradrenalina a través de nAChRs 

α7 (Li et al., 1998). Por el contrario, los efectos inhibitorios de la nicotina están 

mediados por un aumento en la liberación somatodendrítica de 5-HT y la posterior 

activación de autorreceptores 5-HT1A. Este mecanismo se debe a la activación de 

los nAChRs α4β2, los cuales inducen liberación local de 5-HT (Frías-Dominguez et 

al., 2013). Otro mecanismo indirecto de la nicotina puede ser el aumento en la 

liberación de 5-HT y la consecuente activación de receptores 5-HT2C en las 

neuronas GABAérgicas (Boothman et al., 2006; Gocho et al., 2012; Liu et al., 

2000; Serrats et al., 2005), cuya estimulación produciría una excitación en las 

mismas, inhibiendo a su vez a las neuronas serotoninérgicas del NDR.    

 

El control de los niveles de 5-HT cerebral, así como la actividad de las neuronas 

serotoninérgicas del NDR es de gran importancia para el estado de ánimo y otras 

funciones cerebrales. Por ejemplo, se ha demostrado que los ratones knockout de 

receptores 5-HT1A muestran un fenotipo ansioso (Ramboz et al., 1998; Donaldson 

et al., 2014). El aumento en la liberación de GABA es otra vía por la cual la 

nicotina inhibe las neuronas serotoninérgicas del rafé, además de la liberación 

local de 5-HT seguida por la activación de los autorreceptores 5-HT1A. De acuerdo 

con estos resultados, la administración local de nicotina en el NDR incrementa 

tanto la liberación de 5-HT como la de GABA (Mihailescu et al., 2002). Los 

resultados de este trabajo muestran que la nicotina aumenta la frecuencia de las 

sIPSCs en el 72% de las neuronas serotoninérgicas del NDR. Estudios previos, en 

rebanadas de cerebro, han reportado que la nicotina  incrementa la frecuencia de 

disparo en el 80% de las neuronas serotoninérgicas del NDR (Li et al., 1998; 

Mihailescu et al., 1998; 2001; 2002). Esto indica que, en rebanadas de cerebro, los 

efectos excitatorios de la nicotina prevalecen sobre los efectos inhibitorios.  

 

Una posible explicación para esta situación es que la nicotina aumenta también la 

entrada excitatoria glutamatérgica de las neuronas serotoninérgicas del NDR 
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(Garduño et al., 2012). El aumento en la frecuencia de las corrientes 

postsinápticas excitatorias espontáneas (sEPSCs) glutamatérgicas producido por 

nicotina es de mayor amplitud (88%) y de una duración mayor (más de 20 min) 

que el observado para las sIPSCs GABAérgicas en el presente estudio (el 

aumento fue de 75% y con una duración menor a 15 min), lo que explicaría por 

qué el efecto excitador de la nicotina en las neuronas serotoninérgicas del NDR 

prevalece sobre el inhibitorio.  

 

El incremento en la liberación de GABA inducido por nicotina reduce la 

excitabilidad de las neuronas serotoninérgicas del NDR a través de la estimulación 

de receptores GABAA y GABAB presentes en estas células (Gao et al., 1993; 

Serrats et al., 2003). De acuerdo con esto, en un estudio anterior, la 

administración de bicuculina, un antagonista de GABAA, aumenta el efecto 

estimulante de la nicotina en las neuronas serotoninérgicas del NDR (Mihailescu et 

al., 2002). El efecto inhibidor de la nicotina sobre las neuronas serotoninérgicas 

del NDR a través de GABA puede tener diferentes intensidades en distintas 

regiones del NDR. Corteen y colaboradores (2014) mostraron que la mayoría de 

las neuronas serotoninérgicas del NDR expresan receptores GABAA 

preferencialmente en las dendritas, cuya estimulación induce inhibición tónica; 

mientras que un pequeño grupo de neuronas localizadas en las regiones rostrales 

del NDR expresa receptores GABAA somáticos y dendríticos, cuya estimulación 

induce inhibición fásica. Por ello, el grado de inhibición por nicotina sobre las 

neuronas serotoninérgicas del NDR estará influenciado no sólo por la localización 

y el subtipo de nAChR, sino también por la localización de los receptores GABAA 

en las neuronas serotoninérgicas. La existencia de diferentes grados de inhibición 

de estas neuronas en varias regiones del NDR explicaría por qué la administración 

sistémica de nicotina produce aumento en la liberación de 5-HT en algunas 

regiones específicas del cerebro, mientras que en otras produce una disminución 

o no produce cambios en el contenido extracelular de este neurotransmisor 

(Ribeiro et al., 1993; Shearman et al., 2008; Singer et al., 2004).  
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Otro punto importante a tener en consideración es que la liberación de GABA 

inducida por nicotina dentro del NDR podría también inhibir la actividad de las 

neuronas GABAérgicas, ya que éstas expresan receptores GABAA tanto 

somáticos como dendríticos (Corteen et al., 2014). El grado de esta inhibición 

dependerá tanto de la entrada excitatoria glutamatérgica que reciben estas 

neuronas (Celada et al., 2001; Challis et al., 2014; Soiza-Reilly et al., 2013), como 

de la expresión de nAChRs en las mismas neuronas GABAérgicas que pueden ser 

estimulados directamente por nicotina (Bitner y Nikkel, 2002).  

 

Hay una asociación entre las terminales GABAérgicas y glutamatérgicas que 

hacen contacto con las neuronas serotoninérgicas del NDR: la estimulación del 

receptor GABAA despolariza las terminales glutamatérgicas debido a la presencia 

de transportadores de Na+-K+-Cl- (Soiza-Reilly et al., 2013). De esta manera, esta 

relación axo-axónica entre GABA y glutamato ejerce un control sobre la liberación 

de 5-HT.  

 

En conclusión, los resultados de este trabajo muestran que la nicotina aumenta la 

entrada GABAérgica sobre las células serotoninérgicas del NDR a través de 

nAChRs de tipo α7. El efecto de la nicotina no depende de potencial de acción ni 

de la apertura de los VGGCs, ya que se observó el aumento en la frecuencia de 

las sIPSCs en presencia de TTX o de las toxinas bloqueadoras de VGCCs. Sin 

embargo, el efecto de la nicotina sobre la liberación de GABA depende de la 

liberación de Ca2+ inducida por Ca2+, ya que ésta se bloqueó con la administración 

de rianodina (bloqueador de los canales de Ca2+ del RS) o tapsigargina 

(bloqueador de la bomba de Ca2+ del RS).  
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Hernández-Vázquez F, Chavarría K, Garduño J, Hernández-
López S, Mihailescu SP. Nicotine increases GABAergic input on rat
dorsal raphe serotonergic neurons through alpha7 nicotinic acetylcho-
line receptor. J Neurophysiol 112: 3154–3163, 2014. First published
September 17, 2014; doi:10.1152/jn.00223.2014.—The dorsal raphe
nucleus (DRN) contains large populations of serotonergic (5-HT)
neurons. This nucleus receives GABAergic inhibitory afferents from
many brain areas and from DRN interneurons. Both GABAergic and
5-HT DRN neurons express functional nicotinic acetylcholine recep-
tors (nAChRs). Previous studies have demonstrated that nicotine
increases 5-HT release and 5-HT DRN neuron discharge rate by
stimulating postsynaptic nAChRs and by increasing glutamate and
norepinephrine release inside DRN. However, the influence of nico-
tine on the GABAergic input to 5-HT DRN neurons was poorly
investigated. Therefore, the aim of this work was to determine the
effect of nicotine on GABAergic spontaneous inhibitory postsynaptic
currents (sIPSCs) of 5-HT DRN neurons and the subtype of nAChR(s)
involved in this response. Experiments were performed in coronal
slices obtained from young Wistar rats. GABAergic sIPSCs were
recorded from post hoc-identified 5-HT DRN neurons with the whole
cell voltage patch-clamp technique. Administration of nicotine
(1 �M) increased sIPSC frequency in 72% of identified 5-HT DRN
neurons. This effect was not reproduced by the �4�2 nAChR agonist
RJR-2403 and was not influenced by TTX (1 �M). It was mimicked
by the selective agonist for �7 nAChR, PNU-282987, and exacerbated
by the positive allosteric modulator of the same receptor, PNU-
120596. The nicotine-induced increase in sIPSC frequency was inde-
pendent on voltage-gated calcium channels and dependent on Ca2�-
induced Ca2� release (CICR). These results demonstrate that nicotine
increases the GABAergic input to most 5-HT DRN neurons, by
activating �7 nAChRs and producing CICR in DRN GABAergic
terminals.

nicotine; dorsal raphe nucleus; serotonergic neurons; GABA

THE DORSAL RAPHE NUCLEUS (DRN) is located in the brain stem
and contains the largest population of serotonergic (5-HT)
neurons in the brain (Dahlström and Fuxe 1964). This nucleus
provides 5-HT innervation to several targets including the
forebrain and limbic structures (see Michelsen et al. 2008 for
review) and is involved in several behavioral functions such as
sleep-wake states, feeding, nociception, neuroendocrine regu-
lation, learning and memory, and stress-induced responses
(Hale et al. 2012; Jacobs and Azmitia 1992; Meneses 2013). In
addition, dysregulation of this nucleus has been associated with
psychiatric disorders such as depression and anxiety (Lowry et
al. 2008; Sharp and Cowen 2011). Clinical studies have dem-
onstrated that transdermal nicotine improves mood in patients

with major depression (Salín-Pascual and Drucker-Colín 1998)
and reduces anxiety in both smokers and nonsmokers (Gilbert
1979; Kassel and Unrod 2000). Likewise, in rodents, nicotine
reduces stress and anxiety induced by restraint behavior (Hsu
et al. 2007).

Experimental studies have shown that nicotine increases the
firing rate of the majority of DRN neurons (Li et al. 1998;
Mihailescu et al. 2002) as well as 5-HT release in several brain
areas such as prefrontal cortex (Ribeiro et al. 1993) and DRN
itself (Mihailescu et al. 1998). Immunocytochemical studies
have demonstrated the presence of �7 and �4�2 nicotinic
acetylcholine receptor (nAChR) subtypes in 5-HT DRN neu-
rons (Bitner et al. 2000; Commons 2008). Other studies have
indicated that nicotine increases the firing activity of 5-HT
neurons through direct stimulation of their somatodendritic �7
and �4�2 nAChRs (Galindo-Charles et al. 2008) and through
presynaptic release of glutamate (Garduño et al. 2012) and
norepinephrine (Li et al. 1998).

GABAergic inhibitory afferents to DRN originate in several
brain areas such as lateral and posterior hypothalamus, lateral
preoptic area, ventral pontine periaqueductal gray, substantia
nigra, and ventral tegmental area (VTA), as well as interneu-
rons from the DRN itself (Gervasoni et al. 2000). Serotonergic
neurons are tonically inhibited by GABA through both GABAA and
GABAB receptors (Bowery et al. 1987; Gervasoni et al. 2000).
Supporting this idea, the administration of GABAA antago-
nists, such as picrotoxin or bicuculline, increases action poten-
tial frequency in 5-HT DRN neurons (Gallager 1978; Gallager
and Aghajanian 1976). It was suggested that the GABAergic
input to DRN neurons increases during rapid eye movement
(REM) sleep (Nitz and Siegel 1997), which explains the low
activity of 5-HT DRN neurons registered during this period.
However, there are few electrophysiological studies concern-
ing the influence of nicotine on the GABAergic input to 5-HT
DRN neurons, as well as the nicotinic receptor involved in this
response. This is an interesting topic considering the above-
mentioned stimulatory effect of nicotine on the firing rate of
5-HT DRN neurons. Thus the aim of this work was to deter-
mine the effect of nicotine on the GABAergic input to 5-HT
DRN neurons and to identify the nAChR subtype involved in
this effect.

METHODS

Slice preparation. All animal experiments were carried out in
accordance with the National Institutes of Health Guide for the Care
and Use of Laboratory Animals and were approved by the Institu-
tional Animal Care Committee of the Universidad Nacional Au-
tónoma de México. Experiments were performed in young (postnatal
day 18–21) Wistar rats that were deeply anesthetized with isoflurane
and then decapitated. Their brains were quickly removed and placed
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into ice-cold (4°C) artificial cerebrospinal fluid (ACSF) consisting of
(in mM) 125 NaCl, 3 KCl, 25 NaHCO3, 1.25 NaH2PO4, 1 MgCl2, 1.2
CaCl2, and 25 glucose, 300 mosM, pH � 7.3 by bubbling with 95%
O2-5% CO2. Coronal slices (350 �m thick) containing the DRN were
obtained with a Vibratome 1500 (Vibratome, St. Louis, MO) and
allowed to rest in carbogen-bubbled ACSF at room temperature for at
least 1 h before recording.

Electrophysiological recordings. Individual slices were transferred
into a custom-made Plexiglas recording chamber and perfused with
ACSF at a rate of 4–5 ml/min at 33°C maintained by an in-line
solution heater (TC-324; Warner Instruments). DRN neurons were
visualized with a videomicroscopy system (Olympus BX51WI) fitted
with a �60 water-immersion objective, differential interference con-
trast and infrared filter. The image from the microscope was enhanced
with a CCD camera and displayed on a monitor. Whole cell current-
and voltage-clamp recordings were performed with a Multiclamp
700A amplifier (Axon Instruments, Union City, CA) and monitored
with a PC running Clampex 8 software (Axon Instruments). Signals
were digitized by a Digidata 1320 series analog-to-digital converter at
10 kHz and stored online with pCLAMP8 software (Molecular De-
vices). Only one cell was recorded per brain slice. Micropipettes used
for recordings were pulled from borosilicate glass tubes (WPI, Sara-
sota, FL) with a Flaming-Brown puller (Sutter Instrument, Novato,
CA) (resistance 4–7 M�). The internal solution consisted of (in mM)
70 K-gluconate, 70 KCl, 5 NaCl, 1 MgCl2, 0.02 EGTA, 10 HEPES,
2 Mg2ATP, and 0.5 Na2GTP, with biocytin 0.1%, pH � 7.3 with
Trizma base, 280–300 mosM. Spontaneous inhibitory postsynaptic
currents (sIPSCs) were recorded at a holding potential of �70 mV,
and 6-cyano-2,3-dihydroxy-7-nitroquinoxaline (CNQX; 10 �M) and
DL-2-amino-5-phosponovaleric acid (APV; 50 �M) were used to
block glutamatergic currents. Miniature inhibitory postsynaptic cur-
rents (mIPSCs) were equally recorded according to the same protocol,
but with tetrodotoxin (TTX; 1 �M) also added to the perfusion
solution. Series resistance was monitored throughout the experiment;
if it was unstable or exceeded four times the electrode resistance, the
cell was discarded.

Drug administration. Several protocols of drug administration were
used, as imposed by the purpose of the experiments. Recordings of at
least 10 min were allowed for stabilization of sIPSC frequency, in
which blockers of glutamate receptors (CNQX and APV) were pres-
ent in the perfusion solution. Afterwards, bicuculline, nicotine, or
nAChR agonists were added to the perfusion fluid and their effects
were recorded during the administration (8–10 min) and during the
period of washout (15 min or more). In the experiments using drugs
susceptible to alter nicotine effects [nAChR antagonists, PNU-
120596, TTX, blockers of calcium-induced calcium release (CICR)
and of voltage-gated calcium channels (VGCCs)], one of these drugs
was administered before nicotine and its effects on sIPSC frequency
and amplitude were followed for at least 10 min. Nicotine was then
added to the perfusion fluid for 10 min, and its effects on sIPSC
frequency were recorded during the administration as well as 15 min
after the washout of drugs.

Immunohistochemistry. Neurons were filled with biocytin present
in the internal solution during recordings. To identify whether re-
corded cells were 5-HT, we used an anti-5-HT antibody. After
electrophysiological recording, slices were fixed in 4% paraformalde-
hyde and 1% picric acid in 0.1 M PBS (pH 7.4) until staining. Slices
were infiltrated with 30% sucrose and cut on a vibratome into 40-�m
sections. Sections were incubated for 4–6 h in PBS solution contain-
ing 0.2 Triton X-100 and streptavidin conjugated to Cy3 (1 mg/ml;
Zymed, South San Francisco, CA; diluted 1:100) to label the recorded
neuron. Sections were rinsed in PBS and incubated for 18–24 h at 4°C
with primary rabbit anti-5-HT antisera (ImmunoStar, Hudson, WI;
1:2,000). After rinsing in PBS, sections were reincubated for 2–4 h
with secondary antibodies conjugated to fluorescein (Vector Labora-
tories, Burlingame, CA; diluted 1:100). The reacted sections were first
examined with an appropriate set of filters on an epifluorescence-

equipped microscope. Afterwards, sections were mounted in an anti-
quenching medium (Vectashield, Vector Laboratories) and examined
under a confocal microscope (MRC 1024, Bio-Rad, Natford, UK)
equipped with a krypton/argon laser. A two-line laser emitting at 550-
and 500-nm wavelength was used for exciting Cy3 and fluorescein,
respectively. Digitized images were transferred to a personal com-
puter with image-capturing software (Confocal Assistant, T. C.
Brelje).

Drugs. Drugs were dissolved in ACSF and administered by bath
perfusion. The time required for obtaining equilibrated concentrations of
the drugs in the recording chamber was �3–4 min. TTX, APV, CNQX,
(�)bicuculline methiodide, methyllycaconitine (MLA), dihydro-�-
erythroidine hydrobromide (DH�E); N-(5-chloro-2,4-dimethoxyphenyl)-
N=-(5-methyl-3-isoxazolyl)-urea (PNU-120596), 1,4-dihydro-2,6-
dimethyl-4-(3-nitrophenyl)-3,5-pyridinedicarboxylic acid ethyl (nitren-
dipine), and biocytin were purchased from Sigma-Aldrich RBI (St. Louis
MO). Thapsigargin, ryanodine, (E)-N-methyl-4-(3-pyridinyl)-3-buten-1-
amine oxalate (RJR-2403 oxalate), and N-(3R)-1-azabicyclo[2.2.2]oct-3-
yl-4-chlorobenzamide (PNU-282987) were purchased from Tocris Bio-
science (Ellisville, MO). �-Agatoxin-TK and �-conotoxin-GVIA were
purchased from Peptide Institute and Alomone Labs, respectively. All
reagents were added from freshly prepared stock solution to the bath
saline.

Data analysis and statistics. Data analysis was performed with
Clampfit 8 software (Molecular Devices) and Mini Analysis software
(Synaptosoft, Decatur, GA). The Mini Analysis software was used to
detect sIPSCs and mIPSCs and to assess their frequency and ampli-
tude. Initially, a noise analysis was conducted for each recorded cell,
and detection thresholds were set to exceed noise values. The events
were detected automatically and then visually inspected and con-
firmed. For each recorded cell, cumulative 10-s sIPSC frequency
histograms were constructed and the average control frequency of
sIPSCs during a period of 10 min was calculated. The average control
values of sIPSC frequency obtained for individual cells were fairly
heterogeneous. Therefore, the changes in sIPSC frequency produced
by drug administration were expressed as a percentage of the control
value. The normalized sIPSC frequency histograms obtained from
individual cells of a given experimental group were averaged. The
Wilcoxon signed-rank test and the Mann-Whitney test on ranks were
used for statistical comparisons between samples. Cumulative frac-
tions of amplitude and interevent intervals were compared by Kolm-
ogorov-Smirnoff test. P � 0.05 was taken as significant.

RESULTS

Identification of 5-HT DRN neurons used for recordings. A
total of 83 cells located in the ventral part of the middle region
of the DRN (bregma �7.80 to �8.00 mm), close to the
midline, were obtained from 74 rats. The recorded cells were
considered possibly serotonergic when presenting the electro-
physiological characteristics established by Vandermaelen and
Aghajanian (1983): a slow (4–10 Hz) firing rate upon appli-
cation of depolarizing stimuli (Fig. 1A); long-lasting afterhy-
perpolarization (347 	 22.7 ms, n � 83) and action potential
(4.32 	 0.163 ms, n � 83), and a discrete shoulder on the
falling phase of the spike (Fig. 1A, inset). Figure 1B shows the
firing frequency as a function of the intensity of injected
current (I-F plot); note the low firing frequency (7.24 	 0.33
Hz, n � 15) observed after application of the maximal depo-
larizing pulse (175 pA). To support the electrophysiological
identification of 5-HT DRN neurons, immunohistochemical
studies with anti-serotonin antibodies were performed post hoc
(Fig. 1C). The recordings obtained from cells negative for
5-HT staining were discarded.
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Spontaneous inhibitory postsynaptic currents recorded in
5-HT DRN neurons are GABAergic. sIPSCs were recorded in
voltage-clamp mode, at a holding potential of �70 mV, with
an internal solution with elevated chloride content (see METHODS) to
enhance their resolution. Figure 2 shows representative record-
ings of sIPSCs without any drug (Fig. 2A, top), in the presence
of glutamate receptor antagonists CNQX (10 �M) and APV
(50 �M) (Fig. 2A, middle) and after bicuculline administration
(Fig. 2A, bottom). Note that after addition of bicuculline (a
selective GABAA receptor antagonist), all sIPSCs disappeared
(Fig. 2B). Five experiments of this kind were performed in
order to demonstrate that GABA acting on GABAA receptors
of 5-HT DRN neurons produced the sIPSCs recorded in our
experiments. The frequency and amplitude of sIPSCs were
0.77 	 0.10 Hz and 29.29 	 1.58 pA, respectively (n � 83),
whereas mIPSC frequency was 0.47 	 0.17 Hz and amplitude
28.59 	 2 pA (n � 14).

Nicotine increases sIPSC frequency in 5-HT DRN neurons.
All experiments were performed in the presence of CNQX and
APV (control conditions). We used a nicotine concentration of
1 �M because it is similar to that reached in the blood of a
smoker after one cigarette (Henningfield et al. 1993). Nicotine
was bath-administered in 18 identified 5-HT DRN neurons. In
these conditions, nicotine significantly (Wilcoxon signed-rank
test, Z � �3.180; P � 0.001) increased sIPSC frequency by
75% in 13 5-HT DRN neurons, decreased sIPSC frequency in
3 neurons, and had no effect in 2 other cells. Figure 3 shows
direct recordings of GABAergic sIPSCs in a 5-HT neuron
before (Fig. 3A, top), after nicotine administration (Fig. 3A,
middle), and after nicotine washout (Fig. 3A, bottom). Nicotine
administration reduced the interevent interval (Fig. 3B) but did
not change the amplitude of GABAergic sIPSCs (Fig. 3C). The
fact that sIPSC amplitude was not affected by nicotine suggests
a presynaptic effect of the drug. In the presence of TTX,
nicotine significantly increased mIPSC frequency by 45%
(Wilcoxon signed-rank test, Z � �2.3666; P � 0.018; n � 7).
The increases in IPSC frequency induced by nicotine and by
nicotine in the presence of TTX were not statistically signifi-
cant (Mann-Whitney test, Z � �0.832, P � 0.43) (Fig. 3D).
Mecamylamine (MEC; 50 �M), a nonselective nAChR antag-
onist, administered alone, did not change sIPSC frequency
(Wilcoxon signed-rank test, Z � �0.135; P � 0.814; n � 5;
Fig. 3D). However, MEC blocked nicotine-induced increase in
sIPSC frequency (n � 6), confirming a receptor-mediated
effect by the drug. In addition, MLA (20 nM), a selective �7
nAChR antagonist, did not change sIPSC frequency when
administered alone (Wilcoxon signed-rank test, Z � �0.73,
P � 0.625; n � 4) but prevented the increase in sIPSC
frequency caused by nicotine (Wilcoxon signed-rank test, Z �
�0.338, P � 0.813, n � 7; Fig. 3D).

Nicotine-dependent increase in GABAergic sIPSC frequency
is mediated by �7 nAChRs. To identify the nAChR subtype
involved in nicotine’s effect, two selective nAChR agonists
were used. The selective �4�2 nAChR agonist RJR-2403 (100
nM) did not change the GABAergic sIPSC frequency in 5-HT
DRN neurons (n � 5; Fig. 4, A and B). In contrast, the
administration of PNU-282987 (100 nM), a selective �7
nAChR agonist, significantly (Wilcoxon signed-rank test, Z �
2.201, P � 0.028; n � 6) increased GABAergic sIPSC fre-
quency by 92% versus the control group (Fig. 4, C and D).
PNU-282987 also significantly increased GABAergic mIPSC
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Fig. 1. Electrophysiological and immunohistochemical identification of a
recorded serotonergic (5-HT) neuron in dorsal raphe nucleus (DRN). A: current
traces in response to a 175-pA depolarizing step recorded from a 5-HT neuron.
Inset, an expanded action potential from the same neuron. B: discharge
frequency as a function of injected current obtained from 15 identified 5-HT
neurons. C: microphotographs showing the same recorded cell after biocytin
staining (top), 5-HT immunoreactivity (middle), and merge (bottom).
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frequency by 56% (Wilcoxon signed-rank test, Z � �2.202,
P � 0.028; n � 6). The increases in IPSC frequency induced
by PNU-282987 in the presence and absence of TTX were not
statistically different (Mann-Whitney test, Z � 1.121; P �
0.31), suggesting that the increase in GABA release mediated
by �7 nAChRs is independent of action potential generation by
GABAergic neurons (Fig. 4E). In agreement with the previous
results, this confirms that the effect of nicotine on GABA
release is presynaptic. In summary, the results obtained in this
experimental group show that the nicotine-induced increases in
GABAergic sIPSC frequency of 5-HT DRN neurons are due to
activation of a presynaptic �7 nAChR.

As another tool to corroborate that nicotine-induced in-
creases of sIPSC frequency were due to activation of �7
nAChR, we used PNU-120596, a positive allosteric modulator
specific for �7 nAChR (daCosta et al. 2011; Williams et al.
2011). Administration of PNU-120596 (10 �M) alone did not
change either the amplitude or frequency of sIPSCs (n � 3;
Fig. 5A, middle). When nicotine was administered after PNU-
120596, a significant increase in GABAergic sIPSC frequency
by 430% was observed (Wilcoxon signed-rank test, Z �
�1.604; P � 0.049; n � 3) (Fig. 5, A, B, and D). PNU-120596
pretreatment also increased the amplitude of GABAergic sIP-
SCs obtained after nicotine administration by 187% (Fig. 5, A
and C). The use of this positive allosteric modulator gave
stronger evidence that the nAChR implicated in the effect of
nicotine was of the �7 type.

Blocking CICR but not VGCCs prevented nicotine-induced
increases in sIPSC frequency. We also investigated whether
Ca2� was involved in the effect of nicotine on sIPSCs. Among
nAChRs, the �7 homomeric subtype is the one with the highest

Ca2� permeability (Alkondon et al. 1997; Fucile 2004). Cal-
cium influx in axon terminals may induce the release of
calcium from intracellular stores (mostly the endoplasmic re-
ticulum), a phenomenon termed calcium-induced calcium re-
lease (CICR) (Berridge 1998). To determine whether CICR
participates in nicotine-induced increase in GABAergic sIPSC
frequency, two drugs were used: ryanodine (100 �M), a blocker
of endoplasmic reticulum Ca2� channels, and thapsigargin (10
�M), a noncompetitive inhibitor of the sarco(endo)plasmic
reticulum Ca2�-ATPase (SERCA). Ryanodine or thapsi-
gargin administered after CNQX and APV did not signifi-
cantly alter sIPSC frequency [Wilcoxon signed-rank test for
ryanodine: Z � �0.249 (P � 0.87, n � 4), thapsigargin:
Z � �0.365 (P � 0.87, n � 4)] (Fig. 6, A, inset and B, inset).
However, the nicotine-dependent increase in GABAergic sIPSC
frequency of 5-HT DRN neurons was suppressed by pretreat-
ment with either ryanodine (Fig. 6A) or thapsigargin (Fig. 6B).
Therefore, Ca2� release from intracellular stores is necessary
for nicotine-dependent increases in sIPSC frequency.

With the purpose of investigating whether the increase in
GABAergic sIPSC frequency induced by nicotine was depen-
dent on VGCCs, a mixture of selective blockers of VGCCs was
administered to 5-HT DRN neurons before nicotine. The mix-
ture consisted of �-agatoxin-TK (400 nM), �-conotoxin-GVIA
(500 nM), and nitrendipine (10 �M), selective blockers of
P/Q-, N-, and L-type VGCCs, respectively. Treatment of brain
slices with this mixture of VGCC blockers significantly de-
creased sIPSC frequency by 27% (Wilcoxon signed-rank test:
Z � �1.826, P � 0.032, n � 4; Fig. 6C, inset). Nevertheless,
administration of VGCC blockers did not affect the increase in
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sIPSC frequency induced by nicotine (Wilcoxon signed-rank
test, Z � �1.826, P � 0.038, n � 5) (Fig. 6C).

The effects of CICR and VGCC blockers on nicotine-
dependent GABAergic sIPSCs, expressed as a percentage
versus the control group, are presented in Fig. 6D. These
results demonstrate that nicotine’s effect on sIPSC frequency is
independent of VGCCs but is critically dependent on activation
of CICR. A model summarizing the effect of nicotine on the
input from GABA terminals to 5-HT DRN neurons is pre-
sented in Fig. 7.

DISCUSSION

The main findings of this study are that nicotine produces a
�7 nAChR-mediated presynaptic increase of the GABAergic
input to 5-HT DRN neurons and that this effect is independent
of action potential generation or opening of VGCCs but con-
ditioned by CICR in GABAergic DRN terminals.

The results of the present paper indicate that nicotine-
induced increase in GABAergic input of the majority of 5-HT
DRN neurons is produced by activation of �7 nAChRs. Thus
the nicotine-induced increase in GABAergic sIPSC frequency
was 1) blocked by low concentrations of MLA, a selective
antagonist of �7 nAChRs; 2) mimicked by the selective agonist
of �7 nAChRs PNU-282987; and 3) greatly amplified by the
positive allosteric modulator of �7 nAChRs PNU-120596. The
�4�2 nAChRs were not involved in nicotine-induced GABA
release, since the selective agonist of �4�2 nAChRs, RJR-
2403, did not change the frequency of GABAergic sIPSCs.

The nicotine-induced GABA release in the DRN was
achieved by a presynaptic mechanism, since in the presence

of TTX both nicotine and PNU-282987 increased the fre-
quency but not the amplitude of GABAergic IPSCs of 5-HT
DRN neurons. These data are in agreement with studies
indicating that nicotine induces GABA release in several
brain areas with presynaptic mechanisms. Thus the �7
nAChR subtype was found responsible for the presynaptic
nicotine-induced GABA release in the hippocampus (Kanno
et al. 2005; Maggi et al. 2001; Radcliffe et al. 1999) and
dorsal motor nucleus of the vagus (Bertolino et al. 1997),
whereas the �4�2 nAChR subtype mediated the nicotine-
induced presynaptic GABA release in the VTA (Corrigall et
al. 2000), cortex, striatum, and thalamus (McClure-Begley
et al. 2009), medial septum (Yang et al. 1996), periaque-
ductal gray (Nakamura and Jang 2010), prefrontal cortex
(Aracri et al. 2010), and lateral spiriform nucleus (Zhu and
Chiappinelli 2002).

In a previous study, Chang et al. (2011) reported that
nicotine increased the GABAergic input to 5-HT DRN
neurons in a reduced proportion (34%) of the cells tested. In
contrast, in our study nicotine (1 �M) increased the fre-
quency of GABAergic sIPSCs in �72% of identified 5-HT
DRN neurons. This discrepancy may be attributed to the age
dependence of nAChR expression: neonate rats (0 –28 post-
natal days of age) present higher densities of [3H]nicotine
and �-[3H]bungarotoxin binding sites in the brain stem than
older animals (Zhang et al. 1998). We used rats of 18 –21
postnatal days, whereas Chang et al. (2011) used rats of 60
postnatal days. In another recent study, Yang and Brown
(2014) did not find a presynaptic effect of carbachol (a
nonhydrolyzable analog of acetylcholine) on GABAergic
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sIPSC frequency in basal conditions but
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sIPSCs of 5-HT DRN neurons. This difference may be due
to a much lower affinity of carbachol for �7 nAChRs
compared with nicotine (Bolchi et al. 2013).

Presynaptic nicotinic actions are critically dependent on
increase in intracellular Ca2� levels. For example, the activa-
tion of �4�2 nAChRs produces an inward Ca2� current, which
induces membrane depolarization and the opening of VGCCs.
The subsequent increase in intracellular Ca2� concentration
produces the release of Ca2� from the endoplasmic reticulum
(CICR) (Rathouz and Berg 1994; Vijayaraghavan et al. 1992).
This last event increases intracellular Ca2� concentration to the
level required for neurotransmitter release (Dajas-Bailador et
al. 2002; Dickinson et al. 2008; Garduño et al. 2012). The
situation is different in the case of �7 nAChRs, which have the
highest Ca2� permeability among all types of nAChRs (Alkon-
don et al. 1997). The activation of �7 nAChRs produces a
much higher increase in intracellular Ca2� compared with
�4�2 nAChRs, and this increase is by itself sufficient to
produce CICR without activation of VGCCs (Dickinson et al.
2007; Gray et al. 1996; Sharma et al. 2008; Sharma and
Vijayaraghavan 2003). The mechanism by which CICR in-
creases neurotransmitter release involves activation of Ca2�-
dependent kinases such as calcium/calmodulin-dependent pro-
tein kinase II (CaMKII) (Sharma et al. 2008) and protein
kinase C (PKC) (Wu and Wu 2001).

Our results are consistent with a CICR-dependent effect of
nicotine, since ryanodine, a blocker of endoplasmic reticulum

calcium channels, or thapsigargin, a noncompetitive inhibitor
of SERCA, blocked the nicotine-induced increase in GABAergic
sIPSC frequency (see Fig. 7). In support for this idea, presyn-
aptically located calcium stores have been found to regulate
neurotransmitter release in different brain structures (Conti et
al. 2004; Llano et al. 2000).

Our data indicate that VGCCs do not participate in nicotine-
induced increase in GABA release since a mixture of selective
blockers of VGCCs did not suppress the stimulatory effects of
nicotine on sIPSC frequency. This experimental observation
reinforces the idea that �4�2 nAChRs are not involved in
nicotine-induced GABA release in the DRN.

Physiological relevance. Nicotine produces both inhibitory
and excitatory effects on 5-HT DRN neurons. In brain slices,
the excitatory effects observed in the majority of 5-HT DRN
neurons are mediated by activation of somatodendritic �4�2
and �7 nAChRs of these neurons (Galindo-Charles et al.
2008). Also, nicotine produces excitatory effects by increasing
glutamate and norepinephrine release through activation of
presynaptic �4�2 and �7 nAChRs, respectively (Garduño et al.
2012; Li et al. 1998). On the other hand, nicotine also causes
inhibition in a subpopulation of 5-HT DRN neurons (Li et al.
1998; Mihailescu et al. 2001, 2002). It is well known that this
effect is mediated by nicotine-induced 5-HT release and sub-
sequent stimulation of 5-HT1A autoreceptors. This mechanism
involves the activation of �4�2 nAChRs (Frías-Domínguez et
al. 2013). Our study indicates that another way by which
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nicotine inhibits 5-HT DRN neurons is the increase in their
GABAergic input. This idea is supported by a previous study
from our laboratory showing that low concentrations of nico-
tine administered locally in the DRN increase both serotonin
and GABA release in the DRN (Mihailescu et al. 2002). In that
study, however, neither the subtype nor the neuronal location
of nAChRs involved in GABA release was determined. While
we found that nicotine increased the frequency of GABAergic
sIPSCs in �72% of 5-HT neurons, previous studies reported
that nicotine increases the firing rate of �80% of DRN neurons
(Li et al. 1998; Mihailescu et al. 1998, 2001, 2002), suggesting
that the excitatory effects of nicotine prevail over the inhibitory
effects. Comparing the results of the present study with those

of Garduño et al. (2012), it was observed that the effect of
nicotine on glutamatergic spontaneous excitatory postsynaptic
currents (sEPSCs) was of higher amplitude (88%) and lasted
longer (
20 min) than the effect on GABAergic sIPSCs (the
increase was of 75% and lasted for �15 min). Moreover, in a
recent study (Soiza-Reilly et al. 2013), it was shown that the
stimulation of GABAA receptors increases glutamate release
from a subpopulation of glutamate terminals, while the activa-
tion of the GABAB subtype has the opposite effect.

An increase in GABA release in the DRN reduces the
excitatory effects of nicotine on 5-HT DRN neurons due to
stimulation of GABAA and GABAB receptors expressed by
these cells (Gao et al. 1993; Serrats et al. 2003). This view is
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also supported by a previous study performed in our labora-
tory, which indicated that the GABAA receptor antagonist
bicuculline increases the excitatory effects of nicotine on 5-HT
DRN neurons (Mihailescu et al. 2002).

The inhibitory effect of nicotine-induced GABA release on
5-HT neurons may have different intensities in various regions
of the DRN. A recent study performed by Corteen et al. (2014)
showed that the majority of 5-HT DRN neurons express
GABAA receptors preferentially in their dendritic region. Stim-
ulation of these receptors generates a tonic inhibition of 5-HT
neurons. A small group of 5-HT DRN neurons located in the
rostral regions of the DRN express GABAA receptors in both
the somatic and dendritic neuronal areas. Stimulation of these
receptors produces a stronger phasic inhibition of 5-HT DRN
neurons. Therefore, the degree of inhibition of 5-HT DRN
neurons may be influenced not only by the location and
subtype of nAChRs on GABA terminals but also by the
location of GABAA receptors on 5-HT cells. The existence of
different degrees of inhibition of 5-HT neurons by GABA in
various regions of the DRN may explain, at least in part, why
systemic nicotine increases 5-HT release in some specific
regions of the brain, whereas in others it produces decrease or
no change of 5-HT extracellular levels (Ribeiro et al. 1993;
Shearman et al. 2008; Singer et al. 2004).

The nicotine-induced presynaptic GABA release in the DRN
also will inhibit the firing activity of GABAergic DRN neu-
rons, which express both somatic and dendritic GABAA recep-
tors (Corteen et al. 2014). The degree of this inhibition is
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difficult to predict, since GABAergic DRN interneurons re-
ceive glutamatergic input mainly from prefrontal cortex
(Celada et al. 2001; Challis et al. 2014; Soiza-Reilly et al.
2013) and also express nAChRs (Bitner and Nikkel 2002),
which may also be stimulated directly or indirectly by nicotine.
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