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La Fisiología es la ciencia que estudia las funciones de los seres vivos; el término 
proviene del griego φυσις, physis, que significa naturaleza, y λογος, logos, que  
significa conocimiento y/o estudio. Al ser una de las primeras asignaturas teórico-
prácticas, tiene una gran importancia para la integración de antecedentes obtenidos 
en las materias de Física, Química y Biología, para su posterior relación con 
asignaturas como Bioquímica, Farmacología, Toxicología, Inmunología, Genética, 
por mencionar algunas, todas ellas importantes para la formación de los futuros 
químicos farmacéutico biólogos, químicos de alimentos y Biotecnología. Con el fin de 
tener material didáctico específico que permita cumplir con el currículo académico, 
el Departamento de Biología y el Laboratorio de Fisiología prepararon el presente 
material, enfocado en la introducción de prácticas in vivo, in vitro e in sílico,  
donde el estudiante integrará todos los conceptos y hará uso del método científico, lo 
cual le permitirá realizar un aprendizaje analítico-deductivo.

El compromiso es ofrecer todo aquello que incremente los conocimientos 
de los estudiantes, creando la obligación de absorber la información mediante la 
responsabilidad previa de preparar cada práctica, observando cumplir objetivos 
claros con respecto a entender la importancia de la Fisiología que servirá de base para 
relacionar la complejidad del funcionamiento de los órganos, aparatos y sistemas de  
un ser vivo, la acción bioquímica y fisicoquímica; así como lo valioso de relacionar 
la teoría con la práctica. En algunos ejercicios se utilizarán animales de laboratorio, 
lo que implica que se deben tener bases Bioéticas bien cimentadas, conocer las 
reglamentaciones oficiales y la existencia del Comité Institucional para el Cuidado y 
Uso de Animales de Laboratorio (CICUAL) de la Facultad de Química. El Bioterio ofrece 
cursos-taller de preparación previa en su entrenamiento con el fin de tener contacto 
directo con estos sujetos experimentales. 

El Laboratorio de Fisiología ofrece a los estudiantes la accesibilidad de 
vanguardia para aprender a aprender Fisiología, y que todo proceso de actividad 
académica es interdisciplinario, de manera que se tengan las bases que le permitan 
interrelacionar todas y cada una de las materias que lo formarán como químico 
farmacéutico biólogo o como químico en alimentos y Biotecnología. 

Prólogo
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Los profesores estamos en la mejor disposición en transmitir conocimientos. 
La mejor retribución a nuestro esfuerzo es que el estudiante sea comprometido con 
su aprendizaje. Este material es una labor conjunta desarrollada por el Claustro de 
Fisiología del Departamento de Biología de la Facultad de Química de la UNAM 
integrado por los profesores:

• Atonatiu Edmundo Gómez Martínez
• Azucena Ibeth Carballo Villalobos
• Carolina Guzmán Arriaga
• Edith Araceli Cabrera Muñoz
• Edgar Ricardo Vázquez Martínez
• Elena Zambrano González
• Enrique Moreno Sáenz
• Guillermo Celestino Cardoso Saldaña
• Ignacio González Sánchez
• Luciano Mendoza Garcés
• Lidya Sumiko Morimoto Martínez
• Martha Leticia Jiménez Pardo
• Olivia Tania Hernández Hernández
• Omar Noel Medina Campos
• Oscar Armando Pérez Méndez
• Paola Viridiana León Mimila
• Ruth Bustamante García

Esperamos que este libro cumpla con su objetivo y les sea de utilidad al estudiantado 
que lo consulte.

Los autores
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Temas de estudio

• Estructura y funciones de la membrana celular
• Concepto de permeabilidad celular
• Distribución de los solutos en ambos lados de la membrana
• Mecanismos de transporte a través de la membrana celular. Mecanismos pasivos  

y mecanismos activos
• Características de la difusión. Ley de Fick
• Concepto de ósmosis y de presión osmótica
• Propiedades coligativas de las soluciones
• ¿Cómo se calcula la presión osmótica de una solución? Ecuación de Van’t Hoff
• ¿Qué es el coeficiente crioscópico?
• Relación entre la presión osmótica y la osmolaridad de una solución
• ¿Cuál es la osmolaridad de los líquidos corporales en el humano?
• ¿Qué es el coeficiente de partición?
• ¿Cuál es la diferencia entre osmolaridad y tonicidad?
• Consultar los Apéndices A, C y D

01

Permeabilidad de
las membranas celulares
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Introducción

Las membranas biológicas que constituyen la superficie de todas las células animales realizan 
funciones de gran importancia para la integridad y actividades de las células y de los tejidos. Por 
ejemplo, el intercambio entre las células y su entorno tiene lugar mediante una serie de procesos 
diferentes que, en conjunto, se denominan permeabilidad celular. En este fenómeno intervienen 
factores como:

1. Celulares, que están dados por la estructura y composición de la membrana celular, la
cual muestra una permeabilidad selectiva para diferentes sustancias; éstas pueden atravesar
la membrana celular por diversos mecanismos (difusión pasiva, facilitada por transportadores,
mediante transporte activo, a través de canales, etc.). A su vez, la selectividad en la permeabilidad 
no es uniforme, sino que presenta variaciones interespecíficas y dentro de una misma especie,
entre los mismos tejidos; la permeabilidad también puede modificarse en distintas situaciones
fisiológicas.

2. Las fuerzas, ya sean físicas o químicas (gradientes de concentración, de carga eléctrica, osmótico, 
etc.) que llevan a las sustancias a atravesar la membrana celular.

3. Las propiedades de los solutos (tamaño, hidrofobicidad, hidrofilicidad, etc.) que favorecen o
impiden el paso a través de la membrana de las células.

Esta práctica aborda el tema de la permeabilidad celular con relación a los fenómenos de difusión 
(movimiento de partículas disueltas desde un área de mayor concentración a una de menor 
concentración) y de ósmosis (movimiento del disolvente a través de una barrera semipermeable, 
desde una zona con baja concentración de solutos a una con mayor concentración de solutos).  
Se debe tener presente que, mientras las células de las plantas y las bacterias poseen paredes  
rígidas secretadas por la membrana celular, con las que limitan el aumento del volumen celular,  
las células animales carecen de este tipo de pared y, por lo tanto, no pueden soportar grandes 
tensiones en su membrana ocasionadas por un aumento en su volumen. En la práctica se trabajará 
con glóbulos rojos de la sangre (también conocidos como eritrocitos o hematíes), un material 
biológico muy utilizado en estudios de permeabilidad. Los glóbulos rojos tienen una osmolaridad 
cercana a 300 mOsm que corresponde a la osmolaridad de los líquidos corporales y es equivalente  
a la de una solución de NaCl al 0.9 % (0.15 M). Cuando los eritrocitos se encuentran en una solución 
salina con la misma osmolaridad no varían de tamaño; pero si los eritrocitos son colocados en una 
solución más diluida, es decir, hipotónica, el agua entrará en la célula debido a la mayor osmolaridad 
del citoplasma con respecto a la solución externa, causando un aumento del volumen celular que 
puede llegar a generar la rotura de la membrana del glóbulo rojo (hemólisis), liberándose su 
contenido en el medio. En el caso contrario, cuando las células sanguíneas son colocadas en una 
solución más concentrada que su interior (solución hipertónica), se produce una salida de agua, lo 
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que produce una disminución en el volumen celular (crenación). La razón por la cual los eritrocitos 
son un material apropiado para esta práctica es que su membrana, al igual que la de muchas otras 
células, tiene una gran cantidad de poros de agua (acuaporinas, AQP1), que permiten el flujo rápido 
de agua, y a que presentan una baja permeabilidad para los solutos. Estas características permiten  
la observación en un tiempo breve del efecto que produce exponerlos a diferentes soluciones.

Objetivos

• Observar el fenómeno de la hemólisis y explicarlo en función de las diferencias de osmolaridad
entre el interior y el exterior de la célula.

• Comprobar que la osmolaridad de una solución depende del número de partículas osmóticamente 
activas y no de su concentración.

• Determinar la relación que existe entre el coeficiente de partición y la permeabilidad de la
membrana. Explicar el fenómeno en función de la estructura química de la membrana.

Material y método

MATERIAL BIOLÓGICO: 
• sangre (6 gotas)

CRISTALERÍA,
INSTRUMENTAL Y EQUIPO:
• 2 pipetas Pasteur con bulbo
• 5 pipetas graduadas de 5 mL
• 2 perillas o jeringas
• 25 tubos de ensayo
• 2 gradillas
• 2 vasos de precipitados de 100 mL
• lancetas
• guantes

MATERIAL DE CONSUMO Y 
SOLUCIONES:
• agua destilada
• soluciones de:

• NaCl 0.15 M
• CaCl2 0.15 M
• sacarosa 0.15 M y 0.3 M
• glicerol 0.3 M
• alcohol metílico 0.3 M
• alcohol etílico 0.3 M
• alcohol propílico 0.3 M
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Desarrollo de la práctica

A. OBSERVACIÓN DE LA HEMÓLISIS

En un tubo de ensayo coloque 6 mL de solución salina (NaCl 0.15 M) más 6 gotas de sangre capilar 
(obtenidas al pinchar la yema del dedo con la lanceta). Después de agitar el tubo con suavidad se 
tendrá una suspensión de glóbulos rojos que se conservará durante toda la práctica.
NOTA: De esta suspensión se tomarán las cantidades necesarias para las pruebas posteriores.

En primer lugar, se aprenderá a distinguir el fenómeno de hemólisis. Para ello, se deben agre-
gar 7 gotas de la suspensión inicial de glóbulos rojos a dos tubos de ensayo. Uno de ellos contendrá 
5 mL de agua destilada y el otro 5 mL de solución salina (NaCl 0.15 M). 

Observe a través del líquido de los tubos y determine en cuál se ha producido la hemólisis.

B. ACTIVIDAD OSMÓTICA DE SUSTANCIAS NO DIFUSIBLES

La permeabilidad de la membrana de los glóbulos rojos es mucho mayor para el agua que para 
los iones. Dependiendo de la concentración de la solución en la que se coloquen los glóbulos rojos 
ocurrirá o no la ósmosis. 

La presión osmótica de una solución está determinada por la cantidad total de partículas 
disueltas. Cuando los electrolitos se disuelven en agua se disocian en sus iones y cada uno de ellos se 
considera una partícula disuelta; así, en condiciones ideales, una solución de NaCl 0.1 M ejercerá 
una presión osmótica dos veces mayor que una solución de sacarosa 0.1 M. Sin embargo, esto no 
sucede en la realidad, así que para obtener la concentración osmótica efectiva, se emplea el coefi-
ciente de actividad o crioscópico (G).

En este experimento se determinará la osmolaridad necesaria para que se produzca la hemó-
lisis. Para ello, a partir de soluciones de NaCl 0.15 M, CaCl2 0.15 M y sacarosa 0.15 M prepare las 
diluciones indicadas en la Tabla 1 y en cada una de ellas agregue 7 gotas de la suspensión inicial de 
glóbulos rojos. Mezcle con suavidad al hacer las diluciones y después de añadir el material biológico.

El tiempo transcurrido para la rotura de los glóbulos rojos (hemólisis) se tomará como medida 
de la permeabilidad frente a las distintas disoluciones. Realizar las observaciones durante el primer 
minuto, después a los 5 min de haber hecho la mezcla y finalmente al completar 10 min. 
NOTA: No espere a terminar las observaciones de una serie de tubos para iniciar con la siguiente.
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Tabla 1. Preparación de diluciones de NaCl, CaCl2 y sacarosa. 
Utilice la ecuación de Van’t Hoff para calcular la osmolaridad 
en cada uno de los tubos, en las soluciones de electrolitos se 
debe usar el coeficiente crioscópico (G).

NaCl

CaCl2

Tubo
mL de NaCl

0.15 M
mL de H2O
destilada

Concentración
final (M)

Osmolaridad
(G=1.8)

1 5

22

3

4

5

1.5

1

0.5

0

3

3.5

4

4.5

0.15

0.06

0.045

0.03

0.015

Tubo
mL de CaCl2

0.15 M
mL de H2O
destilada

Concentración
final (M)

Osmolaridad
(G=2.6)

1 5

22

3

4

5

1.5

1

0.5

0

3

3.5

4

4.5

0.15

0.06

0.045

0.03

0.015

Sacarosa

Tubo
mL de sacarosa

0.15 M
mL de H2O
destilada

Concentración
final (M) Osmolaridad

1 5

22

3

4

5

1.5

1

0.5

0

3

3.5

4

4.5

0.15

0.06

0.045

0.03

0.015
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C. ACTIVIDAD OSMÓTICA DE SUSTANCIAS DIFUSIBLES

Algunas sustancias pueden difundir a través de las membranas sin dificultad. Estas sustancias 
tienden a equilibrarse en ambos lados de la membrana y normalmente arrastran agua, ya que  
otros solutos osmóticamente activos no pueden salir para compensar la entrada, se produce un 
gradiente osmótico hacia el interior de la célula.

Para hacer evidente este efecto, se utilizarán soluciones isoosmóticas con respecto al  
contenido de los glóbulos rojos (0.3 osmolar) de una sustancia difusible (glicerol) y de otra no 
difusible (sacarosa).

Coloque 5 mL de cada una de las soluciones (glicerol 0.3 M y sacarosa 0.3 M) en diferentes 
tubos de ensayo y añada a cada uno de ellos 7 gotas de la suspensión de glóbulos rojos, mezcle 
suavemente y observe el efecto producido.

D. VELOCIDAD DE DIFUSIÓN

Como se ha mencionado, existen diversas sustancias que pueden atravesar la membrana celular,  
pero la velocidad a la que difunden depende de su solubilidad en la matriz lipídica de la membrana. 
Un índice que se usa con frecuencia en estudios de este tipo es el coeficiente de partición, que se  
define como la relación que resulta de comparar la solubilidad de una sustancia en aceite, con 
respecto a su solubilidad en agua. Dicho coeficiente es mayor entre mayor sea el peso molecular y la 
longitud de la cadena de átomos de carbono de la sustancia.

Para este ensayo se utilizarán soluciones isoosmóticas (0.3 M) de sustancias con diferentes 
coeficientes de partición:

Alcohol metílico (CH3OH). Coeficiente de partición = 0.0097

Alcohol etílico (CH3-CH2OH). Coeficiente de partición = 0.0357

Alcohol propílico (CH3-CH2-CH2-OH). Coeficiente de partición = 0.156

Coloque 5 mL de cada solución en tubos de ensayo previamente etiquetados y añada a cada uno  
7 gotas de la suspensión de glóbulos rojos. Mezcle y observe los efectos. Mida el tiempo (en s) en  
que se produce la hemólisis total (compare con la hemólisis producida en agua destilada).
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Resultados

Esta sección tiene como objetivo puntualizar los resultados obtenidos durante la práctica para poder 
redactar adecuadamente la sección de resultados en el reporte.

A. OBSERVACIÓN DE LA HEMÓLISIS

Describa el aspecto de los tubos iniciales, ¿en cuál hubo hemólisis?

Solución salina                               Agua destilada

B. ACTIVIDAD OSMÓTICA DE SUSTANCIAS NO DIFUSIBLES

En la Tabla 1 anote la osmolaridad calculada para cada uno de los tubos preparados (utilizar  
el valor del coeficiente crioscópico G en el caso de las soluciones de electrolitos), compare las 
concentraciones y las osmolaridades de los diferentes tubos en los cuales se presentó la hemólisis y 
el tiempo que tardó en llevarse a cabo el proceso.

C. ACTIVIDAD OSMÓTICA DE SUSTANCIAS DIFUSIBLES

Describa el aspecto de las soluciones en los tubos con: 

Glicerol                           Sacarosa

D. VELOCIDAD DE DIFUSIÓN

Elabore una gráfica con los resultados obtenidos considerando el tiempo para la observación de  
la hemólisis total, con respecto al coeficiente de partición de las diferentes sustancias. Analice la 
gráfica con los resultados del reporte.
NOTA: Durante el desarrollo de la práctica disponga de los residuos peligrosos biológico-infecciosos 
(RPBI) adecuadamente, colocándolos en los contenedores dispuestos para tal efecto. 

La zona de trabajo debe dejarse limpia al final de la práctica.



Temas de estudio

• Composición de la sangre
• Concepto de hemostasia
• Fases de la hemostasia
• Vías de la coagulación
• ¿Qué es un anticoagulante? Ejemplos de anticoagulantes
• ¿Qué es la hemofilia?
• Concepto de antígenos y anticuerpos
• Sistemas AB0 (cero) y Rh para la determinación de los grupos sanguíneos en el 

humano
• ¿Cuáles son los aglutinógenos y las aglutininas en los sistemas AB0 y Rh? Sistemas 

adicionales para la determinación de los grupos sanguíneos
• Eritroblastosis fetal
• Consultar los Apéndices A, C y D

02

Hemostasia y
grupos sanguíneos

11
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Introducción

HEMOSTASIA
La hemostasia es el conjunto de mecanismos de defensa que evitan la extravasación sanguínea e 
inician la reparación de la microcirculación. La hemostasia consta de tres fases:

1. Fase vascular
2. Fase plaquetaria
3. Fase plasmática

La fase vascular consiste a su vez de dos etapas: una vasoconstricción inicial y una vasodilatación 
tardía. La vasoconstricción inicial tiene por objetivo limitar la pérdida de sangre, reduciendo el 
diámetro del vaso lesionado, y es inducida por agentes tales como la noradrenalina liberada  
por las terminaciones nerviosas, el tromboxano A2 y la serotonina, liberados por las plaquetas. 
Las células endoteliales liberan endotelina 1, que es uno de los vasoconstrictores fisiológicos más 
poderosos, además producen prostaciclina (derivada de la prostaglandina H2) y bradicinina, 
las que posteriormente inducen vasodilatación, todo esto favorece la llegada de los elementos  
celulares que participan en la siguiente fase de la hemostasia.

La fase plaquetaria es resultado de la acción de las plaquetas, fragmentos celulares 
producidos por gemación de los megacariocitos de la médula ósea. A su vez, esta fase consta de 
las siguientes etapas:
1. Adherencia. Consiste en la formación de una monocapa plaquetaria a lo largo del sitio de la 

lesión vascular, como puente de unión entre las células endoteliales de los extremos de la lesión.
2. Secreción. Corresponde a la degranulación plaquetaria, se inicia con la activación de una cascada 

de señalización que activa a la fosfolipasa C y que trae como consecuencia la liberación del 
contenido granular, rico en mediadores químicos vasoactivos y agentes proagregantes (ADP, 
catecolaminas, calcio y fibrinógeno).

3. Agregación. Consiste en la formación de un tapón plaquetario multicelular formado por varias 
capas, resultantes de la interacción estrecha entre las plaquetas, las cuales experimentan un 
cambio notable en su citoesqueleto y en su forma general.

4. Fusión. Está dada por la unión de las membranas de las plaquetas para formar un tapón 
“unicelular” que proporcione la máxima resistencia a la zona lesionada y mantenga unido el 
endotelio de ésta.

La fase plasmática está representada por un grupo de proteínas plasmáticas y otros factores que 
participan en la coagulación sanguínea, fenómeno que consiste en el cambio de estado coloidal  
de la sangre, de predominantemente sol a predominantemente gel. Las proteínas que intervienen en 
la coagulación son, en su mayoría, sintetizadas en el hígado.
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La reacción fundamental en la coagulación de la sangre es la conversión del fibrinógeno en fibrina. 
El fibrinógeno es una proteína globular soluble del plasma, mientras que la fibrina es un polímero 
fibrilar insoluble. La conversión del fibrinógeno es catalizada por la trombina, que resulta de la 
activación de su precursor inactivo circulante, la protrombina, por la acción de un complejo de 
proteínas (factor X, factor V), por calcio y por el factor plaquetario III (una mezcla de fosfolípidos 
y proteínas de superficie plaquetaria), llamado Complejo Activador de la Protrombina (CAP).  
El CAP puede ser activado por dos diferentes secuencias de reacciones que reciben el nombre de  
vía intrínseca y vía extrínseca.

La activación de la vía intrínseca ocurre cuando la sangre hace contacto con las fibras de 
colágena de la membrana basal subendotelial de los vasos sanguíneos o con superficies húmedas 
con carga eléctrica, lo cual induce la activación del factor XII. La liberación de tromboplastina tisular 
o factor III (mezcla de proteínas y de fosfolípidos) desde las células endoteliales, activa al factor VII, 
con lo que se inicia la vía extrínseca. El inicio de estas dos vías, a su vez, produce activación secuencial 
de un sistema de proteasas (factores XI, X, IX, VIII, V) hasta la formación del CAP; muchos de estos 
pasos requieren la presencia de calcio iónico, por lo que los quelantes de los iones divalentes pueden 
tener efecto anticoagulante.

Una vez reparada la pared de los vasos lesionados, el factor XII activado promueve la 
activación de una molécula plasmática denominada calicreína; ésta a su vez, cataliza la conversión 
de plasminógeno en plasmina, la cual digiere la fibrina y, por lo tanto, promueve la disolución del 
coágulo.

Grupos sanguíneos

La membrana de los eritrocitos contiene diversos antígenos llamados aglutinógenos. Los más 
importantes son el A y el B. Los individuos se dividen en cuatro grupos sanguíneos dependiendo  
de la presencia o ausencia de estos antígenos en la superficie de la membrana de sus eritrocitos, 
estos grupos son: A, B, AB y 0 (cero). Además de los antígenos del sistema AB0 (es un sistema de 
alelos en un mismo locus del material genético el que codifica para estas proteínas), existen los del 
sistema Rh, llamados así porque fueron estudiados por primera vez en el macaco Rhesus (Macaca 
mulatta). En realidad, es un sistema compuesto por muchos antígenos, dentro de los cuales, el D es 
el más antigénico. 

Los anticuerpos para los aglutinógenos se llaman aglutininas; éstas pueden existir  
naturalmente (es decir, hereditariamente) o ser producidos por exposición a los eritrocitos de 
otro individuo. Los anticuerpos circulan en el plasma a diferencia de los antígenos que están en la 
membrana de los eritrocitos.
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MATERIAL BIOLÓGICO:
• 5 mL de sangre obtenidos por venopunción
• gotas de sangre obtenidas por punción con 

lanceta (considerar las gotas necesarias  
para la determinación de los grupos sanguí-
neos, para la parte A de la práctica y para la 
formación de fibrina)

CRISTALERÍA, INSTRUMENTAL
Y EQUIPO:
• 1 papel filtro de forma circular
• 1 cronómetro
• torundas de algodón
• 5 tubos de ensaye de 1 x 10 cm
• 1 gradilla
• 1 recipiente para hielo
• 1 termómetro
• 1 liga para torniquete
• 2 vasos de precipitados de 250 mL
• 6 portaobjetos
• 1 cubreobjetos

• 1 triángulo de vidrio o 3 varillas cortas
• 1 caja de Petri
• 1 microscopio óptico
• lancetas estériles (una por cada integrante 

del equipo)
• palillos

MATERIAL DE CONSUMO Y SOLUCIONES:
• hielo
• alcohol
• solución de citrato de sodio al 2 %
• solución de cloruro de calcio al 4 %
• agua destilada
• solución de azul de metileno al 1 %
• suero anti-A
• suero anti-AB
• suero anti-B
• suero anti-D
NOTA: Todos los alumnos deben usar guantes.

Objetivos

• Manejar adecuadamente las muestras de sangre humana.
• Observar las diferentes etapas del proceso de hemostasia mediante técnicas in vitro e in vivo.
• Desencadenar e inhibir in vitro el proceso de la coagulación sanguínea, modificando variables 

fisiológicas como la temperatura y la concentración de calcio en el medio.
• Observar en el microscopio la formación de fibrina. 
• Manejar adecuadamente las muestras de sangre humana.
• Observar la reacción de aglutinación en muestras de sangre al mezclarlas con antisueros del 

sistema AB0 y del sistema Rh. 
• Determinar los diferentes tipos sanguíneos de muestras obtenidas de los alumnos. 
• Determinar la frecuencia de los grupos sanguíneos en la población estudiada y compararla con 

otras poblaciones ya reportadas.

Material y método
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Desarrollo de la práctica

Antes de iniciar cualquier maniobra experimental, el alumno debe contar con todo el material 
necesario y tener muy claro el procedimiento a seguir en cada etapa de la práctica. Al trabajar con 
sangre se deben usar guantes nuevos. Es importante iniciar preparando una cámara húmeda que se 
usará para la formación de fibrina (punto 3 de la parte B), ya que la cámara debe estar lista desde el 
momento de obtener la sangre. Revise el punto mencionado para preparar la cámara.
Para la obtención de la sangre por el método de venopunción consulte el Apéndice D.

 A. FASE VASCULAR Y FASE PLAQUETARIA

Limpie cuidadosamente con alcohol la parte interna del dedo medio de la mano no dominante 
y perfore la piel con una lanceta. Conviene que sea un alumno el que ejecute las maniobras para 
la obtención de la muestra y que otro sea el donador, ya que uno mismo no se logra perforar 
adecuadamente la piel.

Presione ligeramente el dedo hasta que aparezca una gota de tamaño mediano y después 
deposítela haciendo contacto con la superficie en algún punto de la periferia del papel filtro; en este 
momento ponga a funcionar el cronómetro. Cada diez segundos deberá repetir esta maniobra, pero 
ahora sin hacer presión sobre el dedo, realice el ejercicio hacia la derecha de la primera mancha 
recolectada y dejando una distancia entre las gotas de 0.5 cm siguiendo el perímetro del papel 
filtro y, si es necesario, proseguir en espiral hacia el centro del círculo. El experimento termina  
cuando ya no aparece la mancha de sangre sobre el papel filtro y en ese momento se debe detener  
el cronómetro.

B. FASE PLASMÁTICA

B.1. Efecto de la temperatura
Se empieza a cronometrar el tiempo a partir del momento en el que, a tres tubos de ensaye, 
perfectamente limpios y secos, se le coloca a cada uno, un mililitro de sangre recién extraída. Uno de 
los tubos se coloca en baño María a una temperatura constante de 37 °C. El segundo tubo se coloca 
en hielo. El tercer tubo se deja en contacto externo con agua caliente a una temperatura de 60 °C. 
Cada 30 s, se debe verificar si ha habido coagulación en alguno de los tubos, anotar el tiempo que 
pasó antes de observar la coagulación.

Se espera que la sangre coagule en el tubo que se encuentra a 37 °C en el baño María, pero no  
en los otros dos tubos. Después de un tiempo prolongado; por ejemplo, tres veces el tiempo que tardó 
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en observarse la coagulación en el tubo a 37 °C, colocar los tubos en donde no se ha observado la 
coagulación en el baño María a 37 °C y empezar a contar el tiempo de coagulación en esta situación.

B.2. Acción del calcio
En un tubo de ensaye coloque una gota de la solución de citrato de sodio, se agrega un mililitro de 
la sangre extraída, se agita suavemente y se deja reposar 15 min en el baño María a 37 °C. Después  
de ese tiempo, se observa que no hay coagulación y se procede a colocar 3 gotas de la solución de 
cloruro de calcio, se agita ligeramente el tubo y se regresa al baño María. Haga observaciones cada 
30 s hasta observar la coagulación.

B.3. Formación de fibrina
Prepare una cámara húmeda, colocando un triángulo de vidrio (o unas varillas) en el fondo de  
una caja de Petri, y agregue agua de la llave sin cubrir completamente el triángulo; dicha caja se 
debe tapar para permitir que el ambiente se sature de vapor de agua durante 15 min. Después, 
deposite una gota de sangre fresca en un portaobjetos y coloque sobre ella un cubreobjetos. Coloque 
el portaobjetos sobre el triángulo dentro de la caja de Petri.

Después de 30 min, saque el portaobjetos de la caja y escurra unas gotas de agua destilada 
sobre el borde del cubreobjetos para aflojarlo y poderlo retirar. Lave cuidadosamente la película 
con gotas de agua destilada y drene el exceso de agua con un papel absorbente. Haga una tinción 
de la preparación colocando unas gotas de una solución acuosa de azul de metileno al 1 % sobre el 
portaobjetos. Deje el colorante durante 3 min y después lave y deje secar. Observe en el microscopio 
con el objetivo de 10 aumentos y dibuje las fibras de fibrina.

C. GRUPO SANGUÍNEO

En un portaobjetos limpio, marcado en uno de sus extremos, coloque dos gotas de sangre obtenidas 
por la punción de un dedo utilizando una lanceta estéril. Las gotas deben colocarse por separado, 
una en cada extremo del portaobjetos. En otro portaobjetos coloque otras dos gotas de sangre de la 
misma manera en que se hizo con el primer portaobjetos. A cada gota de sangre se le debe agregar 
una gota de suero, procure que las gotas de sangre y de suero sean aproximadamente iguales. Una 
gota de sangre debe mezclarse con el suero anti-A, otra con el suero anti-B, otra con el suero anti-AB 
y la última con el anti-D. Para mezclar la sangre con el suero correspondiente utilice un palillo, el cual 
debe ser diferente para cada muestra. Después de un minuto observe si en las muestras hay o no hay 
aglutinación; con base en lo anterior, determine el tipo sanguíneo del individuo. La determinación 
del tipo sanguíneo se debe hacer para todos los miembros del equipo teniendo cuidado de utilizar 
siempre una lanceta estéril para cada persona y palillos nuevos.
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Resultados

A. FASE VASCULAR Y FASE PLAQUETARIA

• Reportar el tiempo en que se completó esta etapa de la hemostasia.
• Mencionar cuántas manchas se lograron hacer sobre el papel filtro y cómo cambia su tamaño.

B. FASE PLASMÁTICA

B.1. Efecto de la temperatura
• Reporte qué ocurrió con los tubos que inicialmente fueron colocados en las temperaturas  

extremas cuando se colocaron a 37 °C. 
• Reporte en forma de tabla el tiempo de coagulación para cada uno de los tubos a diferentes  

temperaturas. 

B.2. Efecto del calcio
• Observaciones al agregar citrato de sodio.
• Mencione qué ocurre al agregar cloruro de calcio y en cuánto tiempo se observa un cambio.

B.3. Formación de fibrina
Realice un esquema de la preparación observada en el microscopio conteniendo las fibras de fibrina 
y describa brevemente lo observado.

C. GRUPO SANGUÍNEO

• Haga un esquema representando lo que se observó al mezclar las gotas de sangre con las gotas 
de los diferentes sueros. 

• Reporte el tipo sanguíneo de los integrantes del equipo.
• Reporte la frecuencia de cada uno de los tipos sanguíneos en el grupo. Presente los datos en  

una gráfica.
• Haga un análisis de todos los resultados obtenidos.

NOTA: Durante el desarrollo de la práctica disponga de los residuos peligrosos biológico-infecciosos 
(RPBI) adecuadamente colocándolos en los contenedores dispuestos para tal efecto.

La zona de trabajo debe dejarse limpia al final de la práctica.



Temas de estudio

• Concepto de potencial de membrana en reposo de una célula
• Cómo se registra el potencial de membrana en reposo de una célula
• Características de los potenciales de acción en las neuronas y en las  

células musculares
• Organización anatómica del corazón de los mamíferos. Sistema de conducción 

eléctrica en el corazón
• Características de los potenciales de acción en las diferentes regiones del corazón
• El electrocardiograma (ECG), importancia de los líquidos corporales para 

su registro
• Derivaciones para el registro del ECG. Características del ECG normal registrado 

desde las diferentes derivaciones
• En qué consiste el triángulo de Einthoven, ¿cuál es su utilidad?
• A qué corresponde el eje eléctrico del corazón, ¿cómo se calcula?
• Consultar el Apéndice A

03

Electrocardiografía

19
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Introducción

En el corazón, una señal eléctrica se genera y propaga desde la región superior hacia la parte  
inferior del mismo. Esta señal eléctrica es la que provoca la contracción del músculo cardiaco y, 
como consecuencia, el bombeo de la sangre hacia todo el cuerpo. Estas señales eléctricas marcan el 
ritmo del latido cardiaco. 

El electrocardiograma (ECG) es el registro de la actividad eléctrica del corazón. Este registro 
es posible gracias a que parte de la electricidad generada durante el impulso cardiaco es transmitida 
por los líquidos corporales y así puede llegar hasta la superficie del cuerpo y, de esta manera, las 
corrientes eléctricas se pueden registrar colocando electrodos sobre la piel.

El análisis de un ECG puede mostrar:

1. La regularidad del ritmo cardiaco (si es constante o irregular).
2. La fuerza y frecuencia de las señales eléctricas al pasar por las diferentes regiones del corazón.
3. Posición (orientación) y tamaño del corazón.

Estos datos pueden utilizarse para ayudar en el diagnóstico de diversas patologías como infartos, 
arritmias y fallos cardiacos. 

Un ECG normal tiene los siguientes componentes:

1. Onda P: causada por la despolarización de las aurículas, antes de que comience la contracción 
auricular.

2. Complejo QRS: provocado por la despolarización de los ventrículos, antes de que comience la 
contracción ventricular. Este complejo refleja la propagación de la onda de despolarización a 
través de los ventrículos.

3. Onda T: es el resultado de la repolarización de los ventrículos, que ocurre después de la 
despolarización ventricular. Es una onda prolongada con un voltaje considerablemente menor 
al del complejo QRS.

4. Las aurículas se repolarizan cuando el complejo QRS se está registrando.

En la Tabla 1 se presentan los valores de referencia de las ondas, segmentos y valores de voltaje en 
el electrocardiograma.
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Figura 1. Medidas y equiva-
lencias convencionales para un 
ECG.

FASE DURACIÓN (s) AMPLITUD (mV)

Segmento P-R

Complejo QRS

Onda P

Intervalo P-R

0.06 – 0.11

0.12 – 0.20

Segmento S-T

Intervalo Q-T

Onda T

0.08

<0.12

0.12

0.36 – 0.44

0.16

<0.25

--

--

0.8 – 1.2

--

--

<0.5

Tabla 1. Valores de referencia de duración de las ondas, segmentos y  
de los valores de voltaje en el ECG. 

5 mm

1 mm

0.04 seg

0.2 seg
0.

5 
m

V

0.
1 

m
V

A nivel celular, las despolarizaciones y repolarizaciones 
implican cambios en el potencial eléctrico de las fibras 
cardiacas. Durante la despolarización, el potencial de  
las fibras cardiacas (normalmente negativo dentro  
de la célula) se vuelve ligeramente positivo. Al ser 
registrados con electrodos, estos cambios en el potencial 
eléctrico se pueden ver como ondas positivas (onda de 
despolarización, pico “hacia arriba”) u ondas negativas 
(onda de repolarización, pico “hacia abajo”).

Como resultado de las despolarizaciones y 
repolarizaciones de las fibras cardiacas, se generará la 
contracción coordinada de las aurículas y los ventrículos. 

Por convención, el método de registro del ECG sigue 
ciertas normas. El papel en el que se registra el ECG es 
cuadriculado y cada determinado número de divisiones 
horizontales (que corresponden a 1 cm) representan  
+1 mV (eje de las ordenadas, hacia arriba) o -1 mV (eje 
de las ordenadas, hacia abajo). Lo que significa que una  
señal eléctrica de 1 mV corresponde a un desplazamiento 
vertical de 1 cm. Las líneas verticales representan el 
tiempo (eje de las abscisas) y, por convención, cada 2.5 cm 
representan 1 s. Por lo tanto, la velocidad convencional 
para el registro del ECG es de 2.5 cm/s (Figura 1).

2.5 cm = 2.5 mV
2.5 cm = 1 seg

Velocidad: 2.5 cm/seg
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DERIVACIONES ELECTROCARDIOGRÁFICAS

Durante el ECG se registran las diferencias de potencial entre las regiones del miocardio que se 
despolarizan y repolarizan cíclicamente. Para realizar este registro se utilizan diferentes derivaciones, 
que son el orden particular de los electrodos con respecto a un electrodo de referencia (tierra). 
La pierna derecha es la que tiene siempre al electrodo de referencia y las otras tres extremidades 
participan en la formación de un triángulo imaginario que será explicado a continuación: 

DERIVACIONES BIPOLARES (DI, DII Y DIII)

Se han establecido tres derivaciones bipolares. El término bipolar se refiere a que el ECG se registra 
a partir de dos electrodos activos (uno positivo y uno negativo) colocados en extremidades opuestas. 
1. Derivación I: se registra a partir de un par de electrodos colocados en el brazo derecho (electrodo 

negativo) y en el brazo izquierdo (electrodo positivo). Cuando el punto en el que el brazo derecho 
se une con el pecho está electronegativo con respecto al punto en el que el brazo izquierdo se 
une con el pecho, el ECG hace un registro positivo. Cuando ocurre lo contrario, el ECG muestra  
un registro negativo.

2. Derivación II: se registra a partir de un par de electrodos colocados en el brazo derecho (electrodo 
negativo) y la pierna izquierda (electrodo positivo). Cuando el brazo derecho es electronegativo 
con respecto a la pierna izquierda, el ECG muestra un registro positivo.

3. Derivación III: se registra a partir de un electrodo negativo colocado en el brazo izquierdo y 
un electrodo positivo colocado en la pierna izquierda. El ECG registra positivamente cuando el 
brazo izquierdo es electronegativo con respecto a la pierna izquierda.

TRIÁNGULO DE EINTHOVEN

Se refiere a un triángulo equilátero imaginario que se traza en el pecho del paciente, en el que cada 
vértice coincide con la unión de las extremidades (brazos o piernas) y el pecho. El centro eléctrico 
nulo de este triángulo imaginario es el corazón. El triángulo de Einthoven se utiliza para calcular  
el eje eléctrico del corazón. La suma de los voltajes registrados con las derivaciones I y III es igual al 
voltaje que se registra utilizando la derivación II (Ley de Einthoven).

DERIVACIONES MONOPOLARES AUMENTADAS (AVR, AVL, AVF)

Es otro sistema de derivaciones; al ser un registro monopolar, sólo un electrodo estará activo y  
se conectará a la terminal positiva; las señales de los electrodos que no están activos son enviadas a 
tierra.
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1. aVR: es la derivación que se registra cuando el brazo derecho está conectado a la terminal 
positiva.

2. aVL: cuando el brazo izquierdo está conectado a la terminal positiva.
3. aVF: cuando la pierna izquierda está conectada a la terminal positiva.

DERIVACIONES MONOPOLARES PRECORDIALES (V1-V6 )

Las derivaciones monopolares precordiales se registran al colocar electrodos en seis diferentes 
puntos de la superficie anterior del pecho. Estos electrodos están conectados a la terminal positiva 
del electrocardiógrafo. Al mismo tiempo, a través de resistencias eléctricas equivalentes, se conectan 
ambos brazos y la pierna izquierda con el electrodo indiferente, es decir, la tierra. 

La corriente eléctrica fluye de positivo a negativo, de la base del corazón hacia el ápex. 
Cuando el electrodo se encuentre más cerca de la base del corazón el registro del complejo QRS será 
negativo, mientras que cuando el electrodo esté más cercano al ápex el registro del complejo QRS  
será positivo.

En las derivaciones monopolares precordiales V1 y V2, el registro del complejo QRS de un  
corazón normal es principalmente negativo porque, en estas derivaciones, los electrodos están más 
cerca de la base del corazón que del ápex. Por el contrario, los complejos QRS registrados a partir 
de las derivaciones precordiales V4, V5 y V6 serán principalmente positivas, porque los electrodos en  
estas derivaciones se encuentran más cerca del ápex del corazón. El registro en V3, generalmente  
en medio del ápex y de la base, tenderá a ser isobifásico.

Objetivos

Que el alumno aprenda a hacer un registro electrocardiográfico por dos métodos diferentes.

Registro con electrocardiógrafo 
• Utilizar el electrocardiógrafo para obtener las derivaciones bipolares (DI, DII y DIII), monopo-

lares aumentadas (aVR, aVL y aVF) y precordiales (V1-V6 ).
• Obtener las doce derivaciones electrocardiográficas mientras el sujeto de estudio está en reposo.
• Comparar los registros de DII obtenidos mientras el sujeto de estudio está en reposo y después 

de realizar ejercicio aeróbico.
• Calcular el eje eléctrico del corazón.
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Registro electrocardiográfico con la Unidad de adquisición MP 35
(Biopac Systems Inc.)
• Aprender a utilizar el Sistema MP 35 para obtener las derivaciones bipolares (I, II y III).
• Observar los cambios en la frecuencia y ritmo del ECG asociados con la posición y la respiración 

del sujeto de estudio.
• Registrar un ECG desde la derivación II mientras el sujeto está acostado, sentado, sentado 

mientras respira profundamente y después de realizar ejercicio aeróbico.
• Obtener un registro electrocardiográfico desde las derivaciones I y III mientras el sujeto de  

estudio está acostado, sentado y sentado mientras respira profundamente.
• Calcular el eje eléctrico del corazón en las diferentes condiciones en las que se obtuvieron los 

registros (acostado, sentado y con inhalaciones y exhalaciones profundas).

Material y método

PARA EL MÉTODO CON
EL ELECTROCARDIÓGRAFO

INSTRUMENTAL Y EQUIPO:
• electrodos de plata para las extremidades 

y seis electrodos de succión
• cables para registro de ECG
• electrocardiógrafo 

MATERIAL DE CONSUMO
Y SOLUCIONES:
• gel conductor
• algodón y alcohol

PARA EL MÉTODO CON EL SISTEMA
MP (BIOPAC SYSTEMS INC.)

INSTRUMENTAL Y EQUIPO:
• 2 juegos de cables para electrodo Biopac 

(SS2L)
• electrodos desechables Biopac (EL503): 

6 electrodos por equipo (los procedimien-
tos con el sistema MP sólo se harán con 
una persona por equipo)

• computadora conectada al Sistema MP35, 
con el programa “Biopac Student Lab 3.7.1” 
(consultar el Apéndice F)

• unidad de adquisición (MP35)
• transformador para la unidad de 

adquisición MP35 (AC300A o AC100A)

MATERIAL DE CONSUMO
Y SOLUCIONES:
• alcohol y algodón
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Desarrollo de la práctica

A. ELECTROCARDIÓGRAFO
Nota: Esta parte se debe hacer bajo la supervisión continua de los profesores.

Conexiones 
1. Conectar el cable de tierra a una tubería aterrizada.
2. Conectar el electrocardiógrafo a la corriente eléctrica.
3. Revisar que el electrocardiógrafo tenga papel. 
4. Encender el electrocardiógrafo.

Conexión de los electrodos al sujeto de estudio
Limpiar las áreas de las muñecas, tobillos y tórax en las cuales se colocarán los electrodos. Antes de 
iniciar el registro, se debe revisar que el sujeto de estudio no tenga contacto con objetos metálicos 
(pulseras, aretes, anillos, monedas, tarjetas con cintas electromagnéticas).

Marcar con un plumón los sitios de colocación de los electrodos para las derivaciones 
precordiales o torácicas:

V1: Cuarto espacio intercostal derecho, línea paraesternal derecha
V2: Cuarto espacio intercostal izquierdo, línea paraesternal izquierda
V3: Punto medio entre V2 y V4

V4: Quinto espacio intercostal izquierdo, línea clavicular media
V5: Quinto espacio intercostal izquierdo, línea axilar anterior
V6: Quinto espacio intercostal izquierdo, línea axilar media

Poner un poco de gel conductor en los electrodos de placa para las extremidades y colocarlos en los 
tobillos y muñecas del sujeto de estudio, de acuerdo con las marcas en los cables.

Después, el sujeto de estudio se debe recostar y se le deben colocar los electrodos de succión en 
los puntos marcados anteriormente en el tórax. Los cables para los electrodos deben corresponder 
con la posición de los electrodos.

El sujeto de estudio debe estar en posición supina (boca arriba), relajado y sin moverse; el 
experimentador debe prepararse para el registro.

 A.1. Registro del ECG en reposo
1. Para iniciar el registro debe indicarse que es un nuevo sujeto y se deben anotar sus datos.
2. Automáticamente se verá en la pantalla el registro del ECG y se podrá observar si todas las 

derivaciones se están registrando adecuadamente.
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Conexiones (derivación II)
1. Encender la computadora, mientras 

la unidad MP35 se encuentra 
apagada.

2. Conectar el juego de cables de 
electrodo SS2L en el canal 2 de la 
unidad MP35.

3. Encender la unidad MP35.
4. Colocar los electrodos en el sujeto de 

estudio (ver Figura 2) y asegurarse 
que éste no tenga contacto con 
objetos metálicos (pulseras, aretes, 
anillos, monedas, tarjetas con cintas 
electromagnéticas). La colocación 
de los electrodos se deberá hacer 
5 min antes de calibrar.

3. Antes de iniciar la impresión se debe observar en la pantalla que los parámetros estén en los 
valores correctos. La velocidad debe ser de 2.5 cm por segundo y la sensibilidad de 1 cm por mV.

4. Para evitar el desperdicio de papel el modo de impresión debe ser de 3X4 + 1.
5. Una vez que se haya verificado que todos los parámetros sean correctos se debe oprimir el botón 

de impresión. Automáticamente se obtendrá la impresión del registro y el papel se detendrá.
6. En el papel estará el registro de las 12 derivaciones y en la parte inferior, de manera continua, 

aparecerá la derivación DII.

A.2. Registro del ECG después del ejercicio aeróbico
1. Se deben retirar los electrodos para permitir que el sujeto realice ejercicio.
2. Pedir al sujeto de estudio que realice ejercicio aeróbico intenso (e.g., sentadillas, abdominales, 

correr, subir y bajar escaleras, brincar).
3. Una vez terminado el ejercicio pedir al sujeto que se coloque en posición supina y volver a 

conectar los electrodos teniendo cuidado de colocarlos correctamente (NOTA: la reconexión de 
los cables debe hacerse lo más rápidamente posible).

4. Al terminar de colocar los electrodos en el sujeto voluntario sin movimiento, se debe obtener 
nuevamente el registro del ECG y después se deberá comparar con el obtenido en reposo.

B. SISTEMA MP 35 (LECCIÓN 5 ECG I)

Figura 2. Orden de los electrodos para el registro de 
la derivación II. Los electrodos se deben colocar en la 
superficie interna de los tobillos y la muñeca derecha.

Cable de
electrodo (SS2L)

conectado a la unidad
Biopac MP35

Tobillo izquierdo
CABLE ROJO
Electrodo +

Tobillo  derecho
CABLE NEGRO

“Tierra”

Muñeca derecha
CABLE BLANCO

Electrodo -

Derivación II
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5. Colocar los extremos de los cables con las puntas de color del cable SS2L en los electrodos 
correspondientes según se indica en la Figura 2.

6. En este momento el sujeto de estudio debe estar relajado y acostado.
7. Abrir el programa Biopac Student Lab 3.7 y elegir la lección 5 (L05-ECG.I).
8. Darle un nombre al archivo (nombre y apellidos de uno de los integrantes del equipo, el programa 

añadirá al nombre del archivo la extensión L-05 y lo guardará al final del registro con la fecha y 
hora de realización).

B.2. Registro de la derivación II (sujeto relajado)
1. Asegurarse que el sujeto de estudio está relajado, quieto, sin hablar ni reírse y acostado.
2. Presionar “Adquirir” en el programa. En este momento se añadirá automáticamente una marca 

llamada “Tumbado” en el registro (Segmento 1).
3. Registrar durante 20 s en esta posición relajada.
4. Presionar “Suspender” en el programa.

NOTA: Es importante que, después de cada segmento realizado al oprimir “Suspender”, el programa 
presentará en la pantalla, encima del área de registro, tres opciones para seleccionar alguna de ellas  
y proseguir con la práctica. Las opciones son: “Seguir”, “Repetir” y “Listo”. Si el segmento fue obtenido 
de manera satisfactoria se deberá oprimir “Seguir”; si hubo algún problema, se puede seleccionar 
“Repetir” y entonces se podrá repetir solamente el último segmento capturado; la opción “Listo” 
sólo debe ser seleccionada cuando se ha terminado de capturar toda la información requerida para 
la práctica, se debe tener cuidado de no seleccionar esta opción sin haber terminado la captura de 
todos los segmentos de la práctica.

B.1. Calibración
1. Asegurarse de que los electrodos están 

correctamente colocados (Figura 2) y 
adheridos, y que el sujeto está relajado y sin 
moverse, respirando normalmente.

2. Presionar el botón “Calibrar” del programa 
y esperar 8 s (la calibración dura 8 s y se 
detendrá automáticamente después de este 
tiempo).

3. Comprobar que el trazo de calibración es 
similar al de la Figura 3. De ser así, se puede 
proceder al registro de datos. Si no es similar, 
presionar “Repetir calibrar”.

Figura 3. Se muestra un trazo similar al que 
se debe obtener después de calibrar con los 
electrodos colocados en la derivación II.
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5. Mientras el registro se ha suspendido, el sujeto deberá sentarse sobre la mesa de trabajo. En  
este momento el alumno debe asegurarse de que los electrodos siguen colocados correctamente.

6. Oprimir “Seguir” en el programa tan pronto como el sujeto se haya sentado, pero no antes o 
durante el movimiento del sujeto.

7. Automáticamente se añadirá una marca llamada “Después de sentarse” y se deberá registrar 
durante 20 s (Segmento 2).

8. Después de los 20 s de registro estando sentado, se le pedirá al sujeto de estudio que haga 
5 respiraciones profundas (Segmento 3). Un alumno del equipo deberá insertar marcas de 
“Inhalación” y “Exhalación” cada que el sujeto de estudio inhale y exhale (las marcas aparecen 
cuando se oprime la tecla F9).

9. Apretar “Suspender”.

B.3. Registro de la derivación II (después del ejercicio)
1. Retirar los cables de los electrodos y dejar los electrodos en el sujeto de estudio, de manera que 

éste pueda realizar movimientos libremente. 
2. Pedirle al sujeto de estudio que realice ejercicio aeróbico (saltos, sentadillas, abdominales o 

lagartijas) durante 1-2 min o hasta que su frecuencia cardiaca se eleve.
3. Ahora el sujeto de estudio deberá sentarse y se volverán a colocar los cables de los electrodos 

correspondientes (Figura 2). El registro deberá comenzar lo antes posible, pero no mientras el 
sujeto y los cables se están acomodando nuevamente.

4. Presionar “Seguir” y registrar durante 60 s. Se añadirá automáticamente una marca llamada 
“Después del ejercicio” (Segmento 4).

5. Si todo se registró correctamente, presionar “Listo”.
6. Guardar los datos.
7. No remover los electrodos y proceder a hacer el siguiente ejercicio.

C. SISTEMA MP35 (LECCIÓN 6 ECG II)

Conexiones (derivaciones I y III)
1. Conectar un juego de cables de electrodo SS2L en el canal 1 de la unidad MP35 (para la 

derivación I).
2. Conectar un juego de cables de electrodo SS2L en el canal 3 de la unidad MP35 (para la 

derivación III).
3. Poner además de los 3 electrodos previamente colocados (Figura 2), 3 electrodos más (6 en 

total) en el sujeto de estudio (ver Figura 4) y asegurarse de que éste no esté en contacto con 
objetos metálicos. 

4. La colocación de los electrodos se deberá hacer 5 min antes de iniciar la calibración.
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Figura 5. Posición de los cables de electrodos para registrar las derivaciones I y III. Todos los cables 
deberán estar conectados al momento de registrar ambas derivaciones.

2 sobre
muñeca

izquierda

1 sobre
muñeca
derecha

1 sobre
tobillo

izquierdo

2 sobre
tobillo

derecho

Figura 4. Posición de los electrodos para regis-
trar las derivaciones I y III.

5. Conectar los cables para la derivación I y III 
(Figura 5).

6. Elegir la lección 6 (L06-ECG.II).
7. Darle un nombre al archivo (nombre y 

apellidos de uno de los integrantes del equipo, 
el programa añadirá al nombre del archivo 
la extensión L-06 y lo guardará al final del 
registro con la fecha y hora de realización), de 
preferencia el mismo nombre de la lección 5. 

A unidad MP35

+

-

Tobillo izquierdo
CABLE ROJO

Muñeca izquierda
CABLE BLANCO

Tobillo  derecho
CABLE NEGRO

“Tierra”

Derivación III

Muñeca derecha
CABLE BLANCO

A unidad MP35

+-

Muñeca izquierda
CABLE ROJO

Tobillo  derecho
CABLE NEGRO

“Tierra”

Derivación I
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C.1. Calibración
Seguir los mismos pasos que en la sección 4.2.2 (se obtendrá un par de trazos, de DI y de DIII, 
semejantes a los de la Figura 3).

C.2. Registro (sujeto relajado y respirando profundamente)
1. Asegurarse que el sujeto de estudio está relajado, quieto, sin hablar ni reírse y acostado.
2. Presionar “Adquirir” en el programa. En este momento se añadirá automáticamente una marca 

llamada “Tumbado” en el registro.
3. Registrar durante 20 s en esta posición relajada (Segmento 1).
4. Presionar “Suspender” en el programa.
5. Mientras el registro se ha suspendido, el sujeto deberá sentarse rápidamente sobre la mesa de 

trabajo. En este momento un alumno debe asegurarse de que los electrodos siguen colocados 
correctamente.

6. Oprimir “Seguir” en el programa tan pronto como el sujeto se haya sentado, pero no antes o 
durante el movimiento del sujeto.

7. Automáticamente se añadirá una marca llamada “Después de sentarse” y se deberá registrar 
durante 10 s.

8. Después de estos 10 s de registro, sin detener la captura de datos, pedir al sujeto de estudio que 
inhale y exhale profundamente 10 veces (la entrada y salida de aire debe ser audible, pero no 
demasiado intensa para no alterar mucho la línea basal del registro).

9. En cada inhalación y exhalación del sujeto, un alumno deberá añadir marcas de “Inhalación” y 
“Exhalación” donde corresponda. 

NOTA: Recuerde que con la tecla F9 se pueden insertar las marcas en el programa.

10. Presionar “Suspender”.
11. Terminar la lección (presionar “Listo”) y guardar los datos.

Resultados

A. CON EL ELECTROCARDIÓGRAFO

A.1. Derivaciones bipolares
1. Separar los trazos obtenidos para las diferentes derivaciones DI, DII y DIII.
2. Calcular la frecuencia cardiaca de una de las derivaciones y compararla con la registrada por el 

electrocardiógrafo.
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3. Calcular el valor del ángulo del eje eléctrico del corazón siguiendo alguno de los métodos 
descritos en los libros de texto y compararlo con el valor registrado por el electrocardiógrafo 
para el complejo QRS.

4. Comparar un ciclo representativo de cada una de las derivaciones obtenidas con los ciclos 
descritos en la bibliografía.

A.2. Derivaciones monopolares aumentadas
1. Elegir un ciclo obtenido de cada una de las derivaciones aVR, aVL y aVF y compararlo con los 

ciclos descritos en la bibliografía.
2. Describir las características principales de estos trazos.

A.3. Derivaciones precordiales
1. Elegir un ciclo de cada una de las derivaciones V1-V6 y compararlo con los que se presentan en 

la bibliografía.
2. Describir las características principales de estos trazos.

A.4. Efecto del ejercicio aeróbico sobre el ECG
1. Elegir los trazos obtenidos para la derivación DII después de que el sujeto de estudio realizó 

ejercicio aeróbico. 
2. Calcular la frecuencia cardiaca en este estado y compararla con la de reposo.
3. Comparar un ciclo representativo de DII después del ejercicio con un trazo obtenido en reposo.

B. CON EL SISTEMA MP35

Hacer las mediciones necesarias y llenar las tablas correspondientes:

Lección 5

Perfil del sujeto:
Nombre __________________________________________   Edad ________ 
Estatura ___________   Peso ___________           Sexo:  masculino/femenino

B.1. Mediciones en el segmento 1 del registro. El sujeto se encuentra acostado, en 
reposo y respirando normalmente. Obtenga los datos indicados para llenar las tablas 
y haga los cálculos que se le piden:
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Tabla 2. Valores de duración (DT) del ciclo cardiaco y 
de frecuencia cardiaca (BPM).

Medición Canal Media Rango
(Intervalo)

Ciclo
2 31

ΔT (s)

BPM

BPM = Latidos por minuto (frecuencia).

CH 2

CH 2

Tabla 3. Duración y amplitud de los 
componentes del ECG. 

Componentes
del ECG Media MediaCiclo 1 Ciclo 2 Ciclo 3 Ciclo 1 Ciclo 2 Ciclo 3

Onda P

Intervalo PR

Segmento PR

Complejo QRS

Intervalo QT

Segmento ST

Onda T

Compare los valores de la Tabla 3
con los de la Tabla 1 en el texto.

Tabla 4. Duración de las etapas mecánicas del ciclo 
cardiaco en reposo.

Lecturas ventriculares
MediaCiclo 1 Ciclo 2 Ciclo 3

Sístole ventricular (Intervalo RT; desde el valor
más alto de R hasta el fin de T).

Diástole ventricular (desde el fin de la onda T hasta
el valor más alto de la siguiente onda R).

BPM = Latidos por minuto (frecuencia).
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B.2. Mediciones en el segmento 2

El sujeto se encuentra sentado en reposo. Obtenga los datos indicados para llenar la tabla y haga los 
cálculos que se le piden:

Tabla 5. Valores de duración y frecuencia de los 
ciclos cardiacos en un sujeto sentado y en reposo.

Medición Canal Media Rango
(Intervalo)

Ciclo
2 31

ΔT (s)

BPM

BPM = Latidos por minuto (frecuencia).

CH 2

CH 2

C. MEDICIONES EN EL SEGMENTO 3 DEL REGISTRO

El sujeto se encuentra sentado realizando inspiraciones y espiraciones lentas y profundas. Obtenga 
los datos indicados para llenar la siguiente tabla y haga los cálculos que se le piden:

Tabla 6. Valores de duración y frecuencia de los ciclos 
cardiacos en un sujeto sentado realizando inspiraciones y 
espiraciones lentas y profundas.

Durante la inspiración Media

Media

Ciclo 1 Ciclo 2 Ciclo 3

Ciclo 1 Ciclo 2

Canal 2 (CH 2)

Canal 2 (CH 2)

Ciclo 3

ΔT (s)

BPM

ΔT (s)

BPM

Durante la espiración
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D. MEDICIONES EN EL SEGMENTO 4 DEL REGISTRO

El sujeto ha terminado de hacer ejercicio aeróbico. Obtenga los datos indicados para llenar la 
siguiente tabla y haga los cálculos que se le piden:

Tabla 7. Duración de las etapas mecánicas del ciclo cardiaco inmediata-
mente después de que el sujeto realizó ejercicio aeróbico.

Lecturas ventriculares
MediaCiclo 1 Ciclo 2 Ciclo 3

Sístole ventricular (Intervalo RT; desde el valor
más alto de R hasta el fin de T).

Diástole ventricular (desde el fin de la onda T hasta
el valor más alto de la siguiente onda R).

Tabla 8. Valores de duración y frecuencia de los ciclos cardiacos en un 
sujeto inmediatamente después de que realizó ejercicio aeróbico.

Medición Canal Media Rango
(Intervalo)

Ciclo
2 31

ΔT (s)

BPM

BPM = Latidos por minuto (frecuencia).

CH 2

CH 2

Tabla 9. Comparación de la duración de las etapas mecánicas del ciclo 
cardiaco en reposo y después de realizar ejercicio. Los datos corresponden 
a las medias obtenidas en las tablas 4 y 7.

Lecturas
ventriculares

Media después del
ejercicio (s)Media en reposo (s)

Sístole

Diástole

Duración del ciclo
(sístole + diástole)
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Lección 6

En la Tabla 10 indique los valores de las ondas del complejo QRS. Debe establecerse una línea 
isoeléctrica (0 V) para conocer los valores de las ondas. Normalmente R tiene valor positivo y Q y S 
valor negativo. El valor del vector para cada derivación corresponde a R-(Q+S). 

Tabla 10. Valores positivos o negativos para las 
ondas Q, R y S de las derivaciones (DI, DII y DIII)

Derivación R S vector
Onda

Q

Derivación I

Derivación II

Derivación III

Anote el resultado de restar al valor de R los valores de Q y S. Anote en la Tabla 11 el valor de los 
vectores y, después, utilice dichos valores en las gráficas de las figuras 6 y 7 para calcular el eje 
eléctrico en las diferentes situaciones en las que se obtuvieron los registros; posteriormente, con 
estos resultados determine los valores de la magnitud eléctrica del vector resultante, así como el 
ángulo del eje eléctrico.

Tabla 11. Registro de los valores promedio de los vectores de la Derivación I 
y de la Derivación III, dependiendo de la condición experimental.

Condición Derivación I
[CH 1] vector

Derivación III
[CH 3] vector

Acostado

Sentado

Inspiración

Espiración
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Figura 7. Gráfico para determinar la magnitud eléctrica del vector resultante y el 
ángulo del eje eléctrico durante la inspiración y espiración.

Condición Magnitud eléctrica del vector resultante Ángulo del eje eléctrico
Acostado
Sentado
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Figura 6. Gráfico para determinar la magnitud eléctrica del vector resultante y el 
ángulo del eje eléctrico cuando está acostado y sentado.
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Temas de estudio

• Características de los distintos vasos sanguíneos
• Concepto de presión sanguínea
• Relación entre flujo, presión y resistencia en el sistema circulatorio
• Concepto de gasto cardiaco
• La presión sistólica y la presión diastólica; valores promedio normales en el humano. 

Presión de pulso y presión arterial media
• Diferencia entre el flujo laminar y el flujo turbulento. Número de Reynolds, cálculo 

y significado
• Ecuación de Poiseuille y su utilidad
• Principio de Bernoulli y la ley de Laplace
• Métodos para medir la presión arterial
• Los ruidos de Korotkoff
• Factores que modifican la presión arterial
• Consultar el Apéndice A

04

Presión y pulso arterial

37
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Introducción

En el sistema circulatorio, el corazón genera la presión necesaria que impulsa la sangre a través 
de la resistencia variable de todo el sistema vascular, el valor de presión más alto se presenta 
durante la contracción ventricular (sístole) por lo que se conoce como presión sistólica, durante 
el ciclo cardiaco se llega a tener un valor mínimo que se presenta durante la relajación ventricular 
(diástole) y este valor es conocido como presión diastólica. 

La presión arterial sistólica está determinada principalmente por la fuerza con la que el 
corazón impulsa la sangre hacia las arterias; la presión arterial diastólica depende principalmente 
de la elasticidad, así como de la resistencia periférica. En la circulación sistémica, la presión arterial 
está relacionada con dos factores: el volumen de sangre expulsado por el ventrículo izquierdo 
por unidad de tiempo (gasto cardiaco) y la resistencia que ofrecen los vasos al flujo sanguíneo 
(resistencia periférica).

El sistema nervioso autónomo, a través de los sistemas simpático y parasimpático, es capaz 
de regular dichos factores; el sistema simpático aumenta la frecuencia y la fuerza de los latidos del 
corazón, y el sistema parasimpático, a través del nervio vago, disminuye la frecuencia cardiaca. 
El control principal de la presión arterial es ejercido por grupos de neuronas del bulbo raquídeo, 
a las que colectivamente se les denomina área o centro vasomotor. La frecuencia cardiaca y el 
volumen sistólico aumentan por la actividad de los nervios simpáticos que inervan al corazón, 
por lo tanto, aumenta el gasto cardiaco. Por el contrario, una disminución en la frecuencia de 
descarga de las fibras vasoconstrictoras genera una vasodilatación, una caída de la presión arterial 
y un aumento de sangre en los reservorios venosos. El sistema encargado de informar al centro 
vasomotor si existen variaciones en la presión arterial está constituido por terminaciones de 
fibras nerviosas mielinizadas, muy ramificadas, abotonadas, enrolladas y entrelazadas, las cuales 
se conocen como barorreceptores, éstos se encuentran en el seno carotídeo y en la pared del 
cayado de la aorta, localizados en la capa adventicia de los vasos. Los nervios del seno carotídeo y 
las fibras del nervio vago del cayado aórtico se denominan comúnmente nervios compensadores. 
A niveles normales de presión arterial, las fibras de los nervios compensadores descargan a 
una frecuencia baja. Cuando la presión sube en el seno carotídeo y en el cayado aórtico, aumenta 
la frecuencia de descarga y como consecuencia se produce una vasodilatación generalizada, lo cual 
favorece la disminución de la presión arterial. Cuando la presión arterial disminuye, la frecuencia 
de descarga de las fibras declina.

Para medir la presión arterial existe el método directo o cruento, que es invasivo y requiere 
de introducir una cánula a una arteria, actualmente sólo se utiliza en la experimentación y 
excepcionalmente en la clínica. En cambio, los métodos indirectos o incruentos son los empleados 
comúnmente para medir la presión arterial en el humano. El principio en el que se basan fue 
establecido por Riva-Rocci y consiste en comparar la presión de un brazalete o manguito de 
caucho insuflable que se ajusta al brazo, con la presión de la arteria subyacente. Se emplean como 
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indicadores del flujo sanguíneo en la arteria explorada: el pulso radial (método palpatorio), las 
oscilaciones del manómetro conectado al brazalete (método oscilométrico), o bien, los ruidos que 
se escuchan con el estetoscopio sobre la porción superficial de la arteria humeral que comprime al 
brazalete (método auscultatorio).

Objetivos

• Conocer los métodos indirectos para la medición de la presión arterial: palpatorio, auscultato-
rio y a través de un sistema de registro electroesfigmográfico, en un archivo generado en una 
computadora.

• Conocer y aplicar los criterios básicos para determinar adecuadamente la presión arterial sistó-
lica y diastólica. 

• Registrar, medir e interpretar las modificaciones de la presión sistólica y diastólica en estado de 
reposo, después del ejercicio, y con cambios de postura y de temperatura.

• Calcular la velocidad de la propagación de la onda de presión del pulso, midiendo el tiempo 
entre la onda R del ECG y los sonidos de Korotkoff.

Material y método

CRISTALERÍA, INSTRUMENTAL Y EQUIPO:
• 1 esfigmomanómetro
• 1 estetoscopio
• 1 cronómetro
• 1 charola para hielo
• 1 brazalete para presión arterial Biopac (SS19L)
• 1 estetoscopio Biopac (SS30L)
• 1 juego de cables para electrodo (SS2L)
• 3 electrodos desechables
• 1 computadora con programa BSL 3.7.1 (consultar el Apéndice F).
• unidad de adquisición MP35 con transformador

MATERIAL DE CONSUMO Y SOLUCIONES:
• hielo
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Desarrollo de la práctica

A. MÉTODO PALPATORIO

En este método no se utiliza el estetoscopio, solamente permite conocer el valor de la presión sistólica, 
la Norma Oficial Mexicana para la medición de la presión arterial establece que este procedimiento 
se debe realizar antes del método auscultatorio, lo que permite tener una aproximación de la presión 
sistólica antes de realizar dicho método.

Antes de iniciar cualquier procedimiento, identifique las partes de que consta el 
esfigmomanómetro:

1. Un manómetro aneroide o de mercurio. 
2. Un brazalete, formado por una bolsa de caucho protegida con tela y que sirve para ceñir el 

brazalete al brazo.
3. Dos mangueras, una que conecta el manómetro a la bolsa de caucho y la otra que va a la perilla 

insufladora de aire.
4. La perilla insufladora de aire, la cual tiene una válvula que permite sólo la entrada de aire y otra 

válvula que permite controlar la salida de aire desde la bolsa de caucho del brazalete.

Coloque el brazalete como se indicó anteriormente, localice el pulso radial en el mismo brazo, para 
palpar el pulso es necesario aplicar presión sobre la pared del vaso. Esta presión se aplica con los 
dedos examinadores (índice y medio) a través de la piel y tejido celular subcutáneo que recubren la 
arteria. La arteria radial pasa por la cara interna del antebrazo a la altura de la muñeca, del lado del 
dedo pulgar.

Cierre la válvula de la perilla e insufle hasta que deje de sentir el pulso radial. Anote cuál 
es la presión en ese momento. Suba 30 mmHg más la presión en el brazalete y abra con cuidado 
la válvula dejando escapar lentamente el aire de la bolsa. Anote la presión en la que reaparece el 
pulso radial. Deje salir completamente aire hasta que la presión sea nuevamente de 0 mmHg. La 
maniobra de presión y descompresión no debe durar más de un minuto.

B. MÉTODO AUSCULTATORIO

Proceda a efectuar las siguientes maniobras. Las mediciones se deben hacer con rapidez y la 
confiabilidad de los resultados dependerá de la habilidad y organización del equipo de trabajo.

Vacíe la bolsa de caucho del aire que pudiera tener y coloque el brazalete alrededor del brazo 
izquierdo de un voluntario que permanecerá sentado y con el brazo extendido sobre la mesa con la 
palma de la mano hacia arriba y el brazo bien estirado (es importante que se mantenga recto el brazo; 



41

de no ser así, los ruidos no podrán ser escuchados adecuadamente), la porción central del brazalete 
deberá quedar en la cara anterior del brazo y aproximadamente 2 a 3 cm arriba del pliegue del codo. 
Entre el borde inferior del brazalete y el pliegue del codo palpe el pulso humeral, que se localiza 
siguiendo el borde interno del bíceps. Coloque las olivas del estetoscopio en sus oídos con la curvatura 
de la oliva hacia adelante y la cápsula del estetoscopio en el lugar en donde se detectó el pulso.  
Cierre la válvula de salida de aire apretando el tornillo que se encuentra entre la perilla insufladora 
y la manguera, insufle con la perilla hasta llegar a una presión superior en 30 mmHg con respecto 
al valor sistólico determinado por el método palpatorio. Abra lentamente la válvula de salida de aire  
y deje bajar la presión a una velocidad de 5 mmHg/s. Anote la presión en la que comienzan 
a escucharse los ruidos a manera de golpeteo (ruidos de Korotkoff), este valor corresponde a la  
presión sistólica; al descender la presión en el brazalete estos ruidos desaparecerán, la presión en  
la cual los ruidos se dejan de escuchar corresponde a la presión diastólica.

En algunos individuos es posible delimitar 5 fases en las que los ruidos de Korotkoff adquieren 
características diferentes al ir disminuyendo la presión en el brazalete.
• Fase I: Se empieza a escuchar ruido a manera de un golpeteo claro y a menudo débil.
• Fase II: El ruido se vuelve soplante.
• Fase III: El ruido es claro y más intenso.
• Fase IV: Aparece un ruido opaco y sordo que desaparece para dar origen a la siguiente fase.
• Fase V: Silencio.

La presión sistólica corresponde al inicio de la fase I y la diastólica al final de la fase IV.

B.1. Presión arterial en reposo
Una vez realizadas las pruebas, proceda a medir la presión en el brazo izquierdo del alumno 
voluntario, dicho alumno deberá realizar todas las pruebas durante la práctica para evitar las 
variaciones existentes entre las diferentes personas. Anote el resultado; este valor será considerado 
como el control y los resultados obtenidos en todas las otras maniobras serán comparados con éste. 
Proceda a realizar la medición de la presión en el brazo derecho.

En el resto de los experimentos, las mediciones deben hacerse solamente en el brazo izquierdo.

B.2. Efecto de los cambios de postura
A un sujeto al cual se le ha medido la presión arterial en reposo y sentado, pídale que se ponga de pie 
de manera rápida, mida su presión arterial durante los primeros 10 s siguientes y después de 2 min.

Después de que el sujeto ha permanecido de pie y en reposo durante 5 min, pídale que 
rápidamente adopte la posición de decúbito dorsal (acostado boca arriba); nuevamente determine la 
presión arterial a los 10 s y a los 2 min después de adoptar la posición.
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Antes de iniciar los registros, limpie los audífonos y el diafragma del estetoscopio. Encienda la 
computadora y la unidad de adquisición. Seleccione el icono del programa BSL y en el menú que se 
despliega seleccione la opción de la lección 16. Asigne el nombre a su archivo y proceda a realizar las 
conexiones para poder iniciar los registros, haga las conexiones como se muestra en la Figura 1.

Figura 1. a) Transductor MP35, b) estetoscopio, 
c) brazalete de presión y d) sistema MP35, para 
medir presión arterial.

B.3. Efecto del frío
A un sujeto sentado y en reposo, al que se le ha tomado la presión arterial, pídale que sumerja el 
brazo derecho, hasta 5 cm por arriba de la muñeca, en una charola con agua y hielo. Mida la presión 
arterial en el brazo izquierdo a los 10 s y al minuto. Pida al sujeto que saque el brazo del agua con 
hielo y vuelva a medir la presión a los 2 min de que lo haya hecho.

Repita el procedimiento con la diferencia de que en este caso el sujeto debe sumergir el brazo 
izquierdo en el agua con hielo. (Recuerde que las mediciones de presión se deben realizar en el 
brazo izquierdo). La temperatura del agua debe estar entre 8 y 10 °C.

B.4. Efecto del ejercicio en la presión arterial
Pida al sujeto que, con sus dos brazos sobre la mesa y con el brazalete colocado a presión de 
0 mmHg, efectúe un ejercicio anaeróbico que consiste en mantener cerrado el puño con fuerza 
durante 2-3 min. Al finalizar tome durante los primeros 10 s la presión arterial y luego a los 3 min.

Después de un tiempo de reposo, mida la presión arterial como control y pida al voluntario 
que realice 30 sentadillas (ejercicio aeróbico). Mida la presión arterial inmediatamente después 
de que el sujeto termine el ejercicio (durante los primeros 10 s) y luego cada 3 min hasta que se 
recuperen los valores normales. Debe considerarse que el ejercicio provocará un aumento de la 
presión arterial, por lo que para la determinación de la presión sistólica será necesario incrementar 
la presión del esfigmomanómetro con respecto a la situación de reposo.

C. REGISTROS CON EL SISTEMA MP35 Y LA COMPUTADORA

a) b) c)

d)
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El juego de cables conectado al canal 4 será utilizado para recoger, con la ayuda de los electrodos 
desechables, la señal del ECG desde la derivación DII (debe colocar los electrodos en la misma 
posición en la que se conectaron en la lección 5, ECG I).

 C.1. Calibración del equipo
Es muy importante poner atención en todos los pasos que se deben seguir para tener una buena 
calibración. Tome en cuenta que para realizar la calibración, el brazalete o mango no debe 
estar colocado en el brazo del sujeto experimental. Solicite la asesoría de su profesor al hacer la 
calibración para evitar daños en el equipo. Inicie el procedimiento de calibración sólo después de 
haber leído toda la información y con la seguridad de que todos los miembros del equipo entienden 
los procedimientos y el momento en que se realizarán.

Para iniciar la calibración se debe seleccionar la opción Calibrar, aparecerá una ventana 
indicando que se debe insuflar presión hasta alcanzar los 100 mmHg en el manómetro. Sólo se debe 
aplicar poca presión con la perilla y se debe alcanzar la presión de 100 mm de Hg oprimiendo la  
bolsa de caucho contra la mesa hasta alcanzar el valor requerido (si no se oprime la bolsa y se  
pasa presión, el resultado será la ruptura de la bolsa de tela que cubre a la de caucho). Una vez  
alcanzado el valor de 100 mm de Hg se debe seleccionar OK en la ventana de diálogo con lo  
que aparecerá una nueva ventana pidiendo llevar la presión del brazalete a 40 mm de Hg, cuando  
se alcance este valor en el manómetro se debe seleccionar OK y se debe mantener la presión hasta  
que se termine de realizar la calibración. Al seleccionar OK comenzarán a aparecer en el monitor  
tres trazos; elsuperior corresponde a la presión en el brazalete, que debe mantenerse en 40 mm 
de Hg; el trazo medio corresponde a la señal del estetoscopio, el cual debe calibrarse conforme 
avanza el trazo aplicando dos o tres golpes muy ligeros en la membrana del estetoscopio;  
por último, el trazo inferior corresponde a la calibración del ECG. Cuando los trazos terminan de 
recorrer la pantalla se deben observar como en la Figura 2.

Figura 2. Ejemplo de registro de calibración del equipo.
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REGISTRO DE LOS DIFERENTES SEGMENTOS

Antes de iniciar los registros, se debe retirar todo el aire del brazalete y colocarlo en el antebrazo en 
la misma posición en la que se indicó para el método auscultatorio.

Se requiere que un miembro del equipo escuche a través del estetoscopio y que le indique a 
otro compañero el momento en que escucha el primer y último ruido de Korotkoff, quien recibe la 
indicación debe oprimir la tecla F9 para que en la pantalla queden las marcas correspondientes a las 
presiones sistólica y diastólica correspondientes que identificó. 

Realizar el siguiente procedimiento para obtener el registro completo de un segmento. Un 
compañero comienza a insuflar el brazalete y en el momento en el que alcanza un valor de 150,  
otro compañero selecciona la opción adquirir, al tiempo que inicia el registro se debe ir  
disminuyendo la presión en el brazalete a razón de 5 mm/s, cuando el sujeto que está escuchando 
en el estetoscopio percibe el primer ruido, debe hacer una señal para que el compañero que está 
controlando el teclado haga una marca seleccionando F9, se debe continuar con la medición de 
la presión y al escuchar el último ruido, el sujeto con el estetoscopio debe dar otra señal para que 
se haga otra marca con la tecla F9. Una vez detectada la presión diastólica se debe retirar todo el  
aire del brazalete y suspender el registro del segmento.
 Se espera que la imagen en la pantalla sea semejante a la de la Figura 3. De ser así, puede 
seguir capturando los siguientes segmentos.

Figura 3. Ejemplo de registro de los segmentos al realizar 
la técnica de insuflación para medir presión arterial.

Recuerde que existe la posibilidad de repetir un segmento si ocurre algún problema durante el 
registro. En esta lección se deben obtener ocho segmentos en las siguientes condiciones:

• Segmentos 1 y 2. Registro de la presión arterial en el brazo izquierdo con el sujeto sentado en 
reposo.

• Segmentos 3 y 4. Registro de la presión arterial en el brazo derecho con el sujeto sentado en 
reposo.



45

• Segmentos 5 y 6. Registro de la presión arterial en el brazo derecho con el sujeto acostado en 
reposo.

• Segmentos 7 y 8. Registro de la presión arterial en el brazo derecho con el sujeto después de 
realizar ejercicio.

Después de capturar el segmento 6 y antes de iniciar el registro del segmento 7, se deben retirar los 
cables de los electrodos y, junto al sitio de registro, se debe realizar ejercicio en cantidad suficiente 
para que el sujeto no logre su recuperación antes de iniciar la captura del segmento 8. Se debe 
tomar en cuenta que después del ejercicio la presión aumentará, por lo que será necesario aplicar 
mayor presión en el brazalete para que sea superior a la sistólica antes de iniciar el registro.

Una vez terminado el registro de los 8 segmentos, se debe seleccionar la opción “Listo” para 
que quede guardada la información.

Resultados

Para un mejor análisis y discusión de los resultados, haga tablas en la que se presenten todos los 
resultados obtenidos por el método auscultatorio con las diferentes variables (recuerde que todos 
los resultados deben ser discutidos y se debe indicar la bibliografía consultada para la discusión).

Para los registros obtenidos en la computadora se deben hacer las mediciones indicadas de los 
registros y llenar todas las tablas que se muestran a continuación.

Datos del sujeto:
Nombre ___________________________________Edad ___________
Estatura ___________Peso _______________        Sexo: masculino/femenino
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Tabla 1. Valores sistólicos.

Condición

Brazo izquierdo.
Sentado

Brazo derecho.
Sentado

Brazo derecho.
Después de

hacer ejercicio

Brazo derecho.
Acostado

1
2

diferencia

Prueba
Promedio de

las marcas
(mmHg)

Promedio del
micrófono
(mmHg)

Valores sistólicos (mmHg)

Marca (CH 1) Micrófono (CH 3)

1
2

diferencia
1
2

diferencia
1
2

diferencia

A. VALORES SISTÓLICOS

Complete la Tabla 1 con los valores sistólicos de cada uno de los ocho segmentos y calcule las 
diferencias entre las pruebas para las diferentes condiciones y entre las marcas y las mediciones del 
micrófono del estetoscopio para cada segmento.
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B. VALORES DIASTÓLICOS

Complete la Tabla 2 con los valores diastólicos de cada uno de los ocho segmentos y calcule las 
diferencias entre las pruebas para las diferentes condiciones y entre las marcas y las mediciones del 
micrófono del estetoscopio para cada segmento.

Condición

Brazo izquierdo.
Sentado

Brazo derecho.
Sentado

Brazo derecho.
Después de

hacer ejercicio

Brazo derecho.
Acostado

1
2

diferencia

Prueba
Promedio de

las marcas
(mmHg)

Promedio del
micrófono
(mmHg)

Valores diastólicos (mmHg)

Marca (CH 1) Micrófono (CH 3)

1
2

diferencia
1
2

diferencia
1
2

diferencia

Tabla 2. Valores diastólicos.
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Condición

Brazo izquierdo.
Sentado

Brazo derecho.
Sentado

Brazo derecho.
Después de

hacer ejercicio

Brazo derecho.
Acostado

Prueba
PromediosFrecuencia cardiaca

Ciclo 1 Ciclo 2 Ciclo 3 Ciclos 1 a 3 Pruebas 1 y 2

C. MEDICIÓN DE LA FRECUENCIA CARDIACA

Complete la Tabla 3 con las mediciones de la frecuencia cardiaca (BPM) de tres ciclos de cada uno 
de los ocho segmentos y calcule el promedio de la frecuencia para cada segmento.

Tabla 3. Frecuencia cardiaca (BPM).
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D. PRESIÓN ARTERIAL MEDIA (PAM)

Complete la Tabla 4 con los valores indicados, para las presiones sistólica y diastólica utilice el 
promedio obtenido de las mediciones hechas con el micrófono.

Condición
Presión

diastólica
(mmHg)
Tabla 2

Presión
sistólica
(mmHg)
Tabla 1

Frecuencia
cardiaca

(BPM) Tabla 3

Presión
arterial media
(PAM)(mmHg)

Presión
de pulso
(mmHg)

Brazo izquierdo.
Sentado

Brazo derecho.
Sentado

Brazo derecho.
Acostado

Brazo derecho.
Despúes de

hacer ejercicio

Tabla 4. Valores de la presión arterial media (PAM). 

Tabla 5. Cálculo de la velocidad del pulso.

Distancia entre el hombro derecho y la fosa antecubital del sujeto.

Distancia entre el extremo inferior del esternón y el hombro derecho del sujeto.

Distancia total (la suma de las dos distancias anteriores).

Tiempo entre el punto más alto de la onda R y el inicio del primer sonido
de Korotkoff.

Velocidad del pulso. Es igual a la distancia total entre el tiempo de la onda R
al primer sonido.

cm

cm

cm

s

cm/s

E. VELOCIDAD DEL PULSO

Complete los datos para llenar la Tabla 5, para el tiempo solicitado use datos del segmento 1.

é



Temas de estudio

• Organización anatómica del sistema respiratorio.
• Ventilación pulmonar.
• Espacio muerto anatómico y espacio muerto fisiológico.
• Músculos que intervienen en la inspiración y en la espiración.
• Definición de eupnea, apnea, hiperventilación, hipoventilación.
• Espirometría. Volúmenes y capacidades pulmonares.
• Espirometría forzada (FEV). Ventilación voluntaria máxima (VVM o MVV por sus 

siglas en inglés).
• Mecanismos para la regulación de la respiración.

05

Función respiratoria

51
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Introducción

El metabolismo celular normalmente requiere de un aporte continuo de oxígeno y una extracción 
continua de bióxido de carbono.

La respiración puede clasificarse en dos procesos:

1. la respiración externa; la cual incluye el paso de aire por las vías respiratorias y pulmonares 
(proceso denominado ventilación), la difusión de los gases respiratorios entre los alvéolos y  
los capilares pulmonares, el transporte de O2 y CO2 a través de la sangre y la difusión de los gases 
respiratorios entre la sangre y los tejidos; 

2. la respiración interna o respiración celular, que implica una serie de reacciones metabólicas 
esenciales para la producción de energía a partir de los nutrientes y que requieren de la utilización 
de oxígeno, entre los productos de estas reacciones se encuentra el bióxido de carbono.

Los pulmones son un par de órganos esponjosos, ligeros y particularmente flexibles que se 
encuentran situados en la cavidad torácica, ésta actúa como una cavidad cerrada, la cual, por el 
aumento o disminución de su volumen, cambia la presión sobre los pulmones y dichos cambios 
de presión son los responsables de la entrada y salida de aire durante la ventilación, los músculos 
respiratorios tienen un importante papel en los cambios de presión de la cavidad torácica. 

El aire inspirado pasa por las fosas nasales y la faringe, donde es calentado y adquiere 
humedad, continúa por la tráquea hasta llegar a los alvéolos pulmonares a través de los bronquios, 
bronquiolos y conductos alveolares. La temperatura del aire inspirado es diferente a la temperatura 
del aire espirado. Los alvéolos están rodeados por los capilares pulmonares entre los cuales difunde 
el O2 y CO2. 

La espirometría es una técnica que sirve para evaluar la función pulmonar. Con un dispositivo 
en el cual se atrapa aire en el interior de un cilindro que flota en agua, es posible medir los volúmenes 
de aire que entran o salen del organismo a través de una boquilla; de esta manera se puede conocer 
el estado de la función respiratoria de un sujeto y, eventualmente, la presencia de trastornos 
restrictivos o de trastornos obstructivos. En la actualidad, se utilizan transductores de flujo y 
sistemas computarizados que permiten hacer la evaluación de la función pulmonar de un individuo.

Objetivos

• Hacer un registro de la actividad ventilatoria en reposo y comparar las características de la 
inspiración y la espiración con las de una ventilación modificada (hiperventilación e hipoven-
tilación).

• Determinar los volúmenes pulmonares y, a partir de ellos, calcular las capacidades pulmonares.
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• Determinar, realizando los ejercicios de la lección 13, si existe obstrucción en las vías ventilato-
rias de los sujetos voluntarios, (específicamente en esta lección se trata de realizar las maniobras 
que permitan medir el volumen espiratorio forzado y la ventilación voluntaria máxima).

Material y método

INSTRUMENTAL Y EQUIPO:
• Programa Biopac Student Lab instalado en una computadora personal (consultar el Apéndice F)
• Unidad de adquisición de datos MP30 (o MP35) con transformador y cables
• Transductor respiratorio (SSLA o SS5L)
• Transductor de temperatura (SS6L)
• Transductor de flujo de aire (SS11LA)
• Filtro bacteriológico (AFT1)
• Boquilla desechable (AFT2) (reutilizada después de esterilizarla)
• Pinza para nariz (AFT3)
• Jeringa de calibración de 0.6 L

Desarrollo de la práctica

Para obtener los ciclos ventilatorios y conocer las modificaciones que se generan en diferentes 
condiciones (lección 8) proceda a conectar el transductor respiratorio en el canal 1 y el transductor 
de temperatura en el canal 2, como se indica en la Figura 1 (vea las imágenes).

Figura 1. a) Transductor de registro para neumografía (MP35), 
b) Transductor respiratorio y c) Transductor con termisor nasal.

a)
b)

c)
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Si todo está bien, realice el registro del segmento 2, hiperventilación durante 30 s y 30 s de  
ventilación normal; si antes de completar los 30 s en hiperventilación el sujeto se siente mareado, 
debe regresar a su ventilación normal. Permita que el sujeto se recupere y haga el registro del 
segmento 3, hipoventilación durante 30 s y después 30 s de recuperación. Por último, haga  
el registro del segmento 4; debe iniciar con un episodio de tos seguido de 60 s de registro con el  
sujeto leyendo en voz alta. Completado el registro y si todo está bien, oprima la opción Listo.

Para los registros de espirometría con la computadora y el transductor de flujo de aire 
(lecciones 12 y 13) proceda a hacer las conexiones adecuadas. 

Una vez conectado el equipo y activado el programa de captura, seleccione la lección 12 
y asigne el nombre del archivo. Lleve a cabo la calibración del equipo (con la jeringa de 0.6 L), 
siguiendo las instrucciones que aparecen en el monitor de la computadora. Debe hacerse notar que 
después de realizar la calibración para la lección 12, la misma calibración puede utilizarse para la 
lección 13. Tanto para el registro de la lección 12 como de la 13, al momento del registro, el sujeto 
experimental debe tener colocada en la nariz la pinza de plástico y respirar por la boca de acuerdo 
con las instrucciones del programa.

En la lección 12 sólo se hace la captura de un segmento. Se inicia con el registro de cinco 
ciclos de respiración en reposo, después se hace una inspiración profunda tratando de 
llenar completamente los pulmones de aire, lentamente se exhala el aire y se vuelven a registrar 
cinco ciclos de respiración normal, después de estos ciclos se procede a hacer una espiración 
profunda tratando de expulsar todo el aire contenido en los pulmones, por último, después de la 
espiración se regresa a la respiración normal durante otros cinco ciclos. Se suspende la captura y  
si el registro es correcto, se procede a guardar el archivo.

Seleccione la lección 13, de preferencia utilice el mismo nombre que se anotó para la  
lección 12. Debido a que en la lección 12 lo que se calibró fue el transductor con la jeringa de plástico 
(y no a un sujeto), la calibración puede servir para las dos lecciones y para todos los registros que  
se hagan durante la sesión de laboratorio mientras no se salga del programa. 

Con el sujeto sentado y cómodo haga la calibración. Es importante que el cable del termistor no 
haga contacto con la cara del sujeto y que la punta del termistor esté bien colocada. Si la calibración 
está bien, inicie el primer segmento con el sujeto en reposo, registre entre 15 y 20 s. Suspenda y 
observe si los resultados son adecuados, si se obtiene un registro plano significa que alguno de los 
transductores no está bien colocado. Se debe tener un registro como el de la Figura 2.

Figura 2. Fin del Segmento 1, muestra de la eupnea 
(respiración normal).
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Inicialmente se deben registrar cinco ciclos de respiración normal, después se debe hacer una 
inspiración profunda tratando de llenar los pulmones de aire, en cuanto el sujeto sienta que ha 
llenado sus pulmones debe realizar una espiración forzada, expulsando lo más rápido posible el aire 
de los pulmones y tratando de dejarlos sin aire, se debe procurar que una vez iniciada la espiración 
profunda pasen por lo menos tres segundos antes de volver a inspirar aire. Proceda a marcar en la 
gráfica que se presenta en el monitor la parte correspondiente a la espiración y seleccione la opción 
para que el programa calcule el volumen espiratorio forzado (FEV). 

Una vez obtenida la gráfica, se procede a la segunda parte de la lección 13, la obtención de la 
ventilación voluntaria máxima (MVV). Se debe iniciar con el registro de cinco ciclos de respiración 
normal que son seguidos por una serie de ciclos en hiperventilación (se deben hacer inspiraciones 
y espiraciones muy profundas y con una frecuencia alta), se tratará de mantener la hiperventilación 
durante 12 o 15 s, pero en el caso de que el sujeto se comience a sentir mareado, debe suspender 
inmediatamente la hiperventilación y regresar a una ventilación normal.

De los registros de la computadora obtenga la información necesaria para llenar las tablas que 
se encuentran a continuación.

Resultados

Lección 8
CICLO RESPIRATORIO I

Datos del sujeto:
Nombre ___________________________________Edad ___________
Estatura ___________Peso _______________        Sexo: masculino/femenino

A. EUPNEA (RESPIRACIÓN NORMAL-SEGMENTO I).

Completa la Tabla 1, con los valores para cada ciclo y calcule la media.

Tabla 1. Valores de velocidad en eupnea. 

ΔT

ΔT

ΔT

Duración
inspiración
Duración
espiración
Duración

total
Velocidad

respiración BPM CH 40

CH 40

CH 40

CH 40

Velocidad Medición CH.# Ciclo 1 Ciclo 2 Ciclo 3 Media
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B. COMPARACIÓN DE VELOCIDADES DE VENTILACIÓN (SEGMENTOS 2 – 4).

Complete la Tabla 2 con mediciones del CH 40 para tres ciclos de cada segmento y calcule las 
medias donde se indique.
NOTA: DT es la duración del ciclo, BPM es la velocidad de respiración y toser tiene un solo ciclo.

Tabla 2. Valores de DT y BPM en hiperventilación, 
hipoventilación, toser y leer en voz alta.

C. PROFUNDIDADES RELATIVAS DE VENTILACIÓN (SEGMENTOS 1 – 4)

Obtenga los valores de profundidades relativas de la ventilación en eupnea, hiperventilación, 
hipoventilación y cuando se tose, indíquelos en la Tabla 3.

Tabla 3. Valores de profundidad relativa de ventilación 
en eupnea, hiperventilación, hipoventilación y al toser.

−−

Medición
BPM BPM BPM BPM

Hiperventilación
Segmento 2

Hipoventilación
Segmento 3

Toser
Segmento 4

Leer en voz alta
Segmento 4

Ciclo 1

Ciclo 2

Ciclo 3

Media

Profundidad Ciclo 1 Ciclo 2
p-p [CH 40]

Ciclo 3 Media

Eupnea
(Segmento 1)

Hiperventilación
(Segmento 2)

Hipoventilación
(Segmento 3)

Toser
(Segmento 4)
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D. ASOCIACIÓN DE PROFUNDIDAD RESPIRATORIA Y TEMPERATURA 
(SEGMENTOS 1 – 3).

En la Tabla 4 indique los valores de profundidad respiratoria y temperatura para ventilación en 
eupnea, hiperventilación e hipoventilación.

Tabla 4. Asociación de profundidad respiratoria y tempe-
ratura en eupnea, hiperventilación e hipoventilación.

Tabla 5. Ecuaciones en función del sexo para determinar 
la capacidad vital (CV), donde CV = Capacidad vital (en L), 
A = Altura (estatura en cm) y E = Edad (en años).

CH 40 ΔT

CH2 p-p

Medición Canal Eupnea
(Segmento 1)

Hiperventilación
(Segmento 2)

Hipoventilación
(Segmento 3)

Pico ΔTemp

ΔT entre inspiración
Max y pico ΔTemp

Lecciones 12 y 13

Perfil del sujeto:
Datos del sujeto:
Nombre ___________________________________Edad ___________
Estatura ___________Peso _______________        Sexo: masculino/femenino

Lección 12

A. PREDICCIÓN DE LA CAPACIDAD VITAL (CV)

Use la ecuación correspondiente para calcular la CV del sujeto de estudio (Tabla 5).
Predicción de la CV=_________________L.

Hombres
Mujeres

CV = (0.052) (A) – (0.022) (E) – 3.60
CV = (0.041) (A) – (0.018) (E) – 2.69

Ecuaciones para predecir la capacidad vital (CV)
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Compare los volúmenes del sujeto estudiado con los que existen en los libros, considere el género 
del sujeto.

B. VOLÚMENES Y CAPACIDADES MEDIDOS

Realice el cálculo de los volúmenes y capacidad vital (Tabla 6). 

Tabla 6. Cálculo de los volúmenes y capacidad vital.

Para cálculos posteriores, el Volumen Residual (VR) se considerará de un litro (1 L).
Utilice los datos obtenidos para calcular las siguientes capacidades (Tabla 7):

Tabla 7. Cálculo de las capacidades pulmonares.

Tipo de volumen

Volumen corriente (VC)

Volumen inspiratorio de reserva (VIR)

Volumen espiratorio de reserva (VER)

Capacidad vital (CV)

Medición (L)

Capacidad

Inspiratoria (CI) CI = VC + VIR

CFR = VER + VR

CPT = VC + VIR + VER + VR

Funcional residual (CFR)

Pulmonar total (CPT)

ResultadoFórmula
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C. CAPACIDAD VITAL, MEDIDA VS. PREDICCIÓN

¿Cuál es la capacidad vital medida en relación con la predicha?
___________L medidos / ______________L predichos X 100 = ________%

Las capacidades vitales dependen de otros factores además de la edad y la estatura, por lo que tener 
un 80 % del valor predicho puede considerarse como normal.

Lección 13

D. MEDICIÓN DE LA CAPACIDAD VITAL

Considerando que se habían llenado los pulmones y que fueron vaciados, use la opción p-p para 
medir la CV del sujeto.

CH1 medición p-p CV= _____________ L.

E. COMPARACIÓN ENTRE LOS VALORES DE FEV X % DEL SUJETO Y DE LOS  
VALORES NORMALES

Realice el cálculo del volumen de espiración forzada (Tabla 8).

Tabla 8. Cálculo del volumen de espiración forzada.

Intervalo
de tiempo

(s)

Volumen de
Espiración

Forzada (FEV)
(p-p)

= FEVx

0 - 1 83 %

94 %

97 %

FEV1

FEV2

FEV3

0 - 2

0 - 3

Valores de
referencia

(FEV/CV)
x 100 = %

cálculo
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F. MEDICIONES DURANTE LA HIPERVENTILACIÓN

Número de ciclos completos en 12 s _________.

Calcule el número de ciclos por minuto (frecuencia respiratoria, FR). _________ciclos/min.

Mida el volumen de cada uno de los ciclos que se observaron durante los 12 s de registro cuando 
el sujeto se encontraba hiperventilando. Solamente mida los ciclos completos (es probable que la 
Tabla 9 tenga más ciclos de los que se necesitan).

Tabla 9. Cálculo del volumen/ciclo en 12 s de registro en hiperventilación.

Número de ciclo Medición (L)
(p-p)

1

2

3

4

5

6

7

8

9

10

11

12

13

14

15
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G. CÁLCULO DEL VOLUMEN PROMEDIO POR CICLO (VPC)

Sume los volúmenes de todos los ciclos de la Tabla 9 que corresponden a los 12 s de registro y 
divídalos entre el número de ciclos

VPC =  _____________ L.

H. CÁLCULO DE LA VENTILACIÓN VOLUNTARIA MÁXIMA (MVV)

Multiplique el VPC por la frecuencia respiratoria (FR) calculada en la sección F.

MVV = _____________L/min.



Temas de estudio

• Normatividad: NOM 062 ZOO-1999: Especificaciones técnicas para la  
producción, Cuidado y Uso de los Animales de Laboratorio

• CICUAL: Comité Institucional del Cuidado y Uso de Animales de Laboratorio
• Bioterio, condiciones ambientales, físicas, químicas y microbiológicas
• Anatomía de la rata 
• Manejo y vías de administración
• Toma de muestras
• Sexado
• Bioética
• Disección y extracción de tejidos
• Eutanasia
• Manejo de desechos biológico-infecciosos
• Métodos alternativos en el uso de animales de laboratorio
• Consultar los Apéndices B y C

Manejo de animales

06
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• Cajas de acrílico con rejilla
• Cama (Viruta)
• Sondas esofágicas rígidas
• Estuche de disección

• Jeringas de 1 mL con aguja desprendible calibre 27 
(color gris)

• Jeringas de 3 mL con aguja desprendible calibre 21 o 
22 (color verde o negra respectivamente)

Introducción

En la actividad docente de la Facultad de Química, se deben dar los conocimientos básicos con 
respecto a la utilización de reactivos biológicos (animales de laboratorio), ya que son la base para 
desarrollar prácticas, que serán útiles para su futuro profesional, en el cual se espera que creen 
aptitudes y actitudes, así como el conocimiento general sobre este campo y su aplicación en el área 
biomédica. Debe ser ineludible la alta responsabilidad que adquiere el usuario al tener contacto con 
animales de laboratorio (ética), tomando en cuenta la triada según Russell y Burch, con respecto a la 
protección de los animales de laboratorio; aplicando las tres Rs: refinamiento, reducción y reemplazo.

El Bioterio es un área donde se controla el medio ambiente, el factor genético y la etología del 
animal de laboratorio, dentro de los rangos establecidos según la NOM-062; lo cual permite evitar 
variables al tener poblaciones y/o grupos en estado homogéneo.

Para tener un conocimiento más amplio de los antecedentes y de los aspectos teóricos 
relacionados con esta práctica, recomendamos leer el manual editado por la misma Facultad 
de Química (Gómez Martínez, E.A. et al., 2001) y cuya cita completa se presenta en la lista de 
Bibliografía al final de esta obra.

Objetivos

• Aprender los factores químicos, biológicos, físicos y microbiológicos determinantes para el  
control en la producción y mantenimiento de los animales de laboratorio en un Bioterio.

• Aprender las técnicas de manejo y sujeción de ratas y ratones, marcaje, vías de administración 
de fármacos y toma de muestras.

• Aprender a realizar el sexado de los animales.
• Aprender a realizar adecuadamente la técnica de eutanasia a un organismo, realizar la disección 

y obtención de tejidos.

Sujetos de experimentación
Ratas de la cepa Wistar hembra (♀) o macho (♂) de 250 ±50 g de peso

Material y método
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Desarrollo de la práctica

La sesión experimental se divide en dos partes: en la primera se hace una explicación y demostración 
de las diferentes actividades; en la segunda, los estudiantes deben repetir todas las maniobras 
demostradas por el profesor.

A. PARTE DEMOSTRATIVA

• Importancia del uso de los animales de laboratorio.
• Técnicas de sujeción y manejo de la rata.
• Vías de administración de los fármacos.
• Marcaje y sexado.
• Anestesia para la obtención de muestras.
• Toma de muestras (sangre y citología exfoliativa, extracción de tejidos).
• Técnicas de eutanasia.
• Disección y observación de órganos, aparatos y sistemas.
• Manejo de desechos biológicos infecciosos.

B. PARTE EXPERIMENTAL

Al término de la explicación, los alumnos deberán llevar a cabo las actividades previamente 
mostradas por el profesor.

1. Por equipo, pasar a los animales de una caja a otra para realizar el contacto físico directo para 
quitarse el miedo por el manejo.

2. Diferencias por especie y sexo a los sujetos de experimentación.
3. Marcar por método temporal a los animales.
4. Administrar 0.1 mL de solución salina fisiológica estéril (SSI 0.9 %) por las cuatro vías de 

administración más comunes: Sondeo esofágico (P.O), Intramuscular (IM), Subcutánea (SC) e 
Intraperitoneal (IP).

NOTA: Durante el desarrollo de la práctica, disponga de los residuos peligrosos biológico-
infecciosos (RPBI) adecuadamente, colocándolos en los contenedores dispuestos para tal efecto.

La zona de trabajo debe dejarse limpia al final de la práctica.



Temas de estudio

• Características histológicas del músculo liso
• Tipos de musculatura lisa
• Características fisiológicas de los músculos lisos
• Funciones en las que participa el intestino delgado
• Organización histológica de la pared intestinal
• Tipos de movimientos que presenta el intestino delgado
• Consultar los Apéndices B, C, E y F

07

Actividad mecánica del 
intestino delgado de rata 

(peristaltismo)

67
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Introducción

Anatómicamente el músculo liso se distingue del músculo estriado por la ausencia de estrías 
transversales visibles. Tiene retículo sarcoplásmico, pero muy poco desarrollado; contiene 
las proteínas contráctiles actina y miosina. En el músculo liso intestinal, las unidades contráctiles 
están formadas por filamentos gruesos y delgados entrelazados, dispuestas de manera irregular  
y orientadas en diferentes direcciones; cuando se genera la contracción, dichos filamentos se  
deslizan unos sobre otros de manera semejante a como sucede en los músculos estriados.

De acuerdo con sus propiedades fisiológicas, los músculos lisos generalmente se dividen en 
dos grupos: unitarios (o viscerales) y multiunitarios. 

Los músculos de las vísceras como el intestino, el útero y el uréter son ejemplos de músculos 
lisos unitarios. Éstos se caracterizan por su movilidad espontánea y por su sensibilidad al 
estiramiento. Generalmente, la actividad espontánea está modificada y coordinada por el sistema 
nervioso autónomo, cuyos neurotransmisores son la acetilcolina y la noradrenalina.

Los músculos pilomotores en la piel, los músculos ciliares y determinados músculos lisos 
vasculares son ejemplo de los músculos lisos multiunitarios, que se activan sólo a través de los 
nervios que llegan a ellos, y componen unidades motoras múltiples. Algunos de estos músculos no 
son sensibles al estiramiento y pueden ser estimulados directamente por sustancias humorales.

Existen tres características fisiológicas generales de los músculos lisos: son capaces de 
contraerse lenta y sostenidamente con un gasto energético mínimo, su inervación motora es 
exclusivamente autonómica y todos presentan cierto grado de tono, es decir, tensión de reposo 
basal sobre la que se superponen las contracciones. Dentro de las características mecánicas de este 
tipo de músculo se encuentra la de la plasticidad.

Los efectos de la acetilcolina y la noradrenalina sobre el músculo liso visceral sirven para 
hacer hincapié en dos de sus propiedades importantes: 
1. Su actividad espontánea en ausencia de actividad nerviosa. 
2. Su sensibilidad a los agentes químicos liberados localmente por los nervios o que le llegan a 

través de la circulación.

Objetivos

• Realizar un registro gráfico de la actividad mecánica del músculo liso intestinal de rata
• Observar la movilidad espontánea del intestino delgado de la rata
• Describir el efecto que tiene la temperatura, la aeración y la tensión sobre la actividad muscular 

del intestino de la rata
• Observar el efecto de algunos fármacos, como la acetilcolina, la adrenalina, el citrato de sodio y 

el calcio, sobre la actividad del músculo intestinal
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Desarrollo de la práctica

Prepare el dispositivo para el registro gráfico de la actividad del músculo liso con un transductor de 
fuerza, sujeto a un soporte universal. En el mismo soporte coloque la cámara para órganos aislados 
de manera que quede debajo del miógrafo (Figura 1). Revise que el tapón de la cámara tenga su 
sistema de tubos de desagüe y de burbujeo funcionando, éste se colocará en la parte inferior de la 
cámara.

CRISTALERÍA, INSTRUMENTAL
 Y EQUIPO:
• 1 cámara de órgano aislado
• 1 termómetro
• 1 estuche de disección
• hilo inextensible
• 1 caja de Petri
• 1 pinza de tres dedos
• 1 bomba de aire para acuario
• 1 parrilla eléctrica
• 4 vasos de precipitados de 250 mL
• 1 jeringa de 5 mL con aguja y una cánula 

de polietileno

• Solución de acetilcolina al 0.01 % 
• Solución de epinefrina 1/10,000 
• Solución de sulfato de atropina 

100 mg/litro (= 10-8) 

Sujeto de experimentación
Una rata ♂ o ♀ con ayuno máximo de 4 h

Material y método

• 1 tensiómetro
• 1 computadora conectada al Sistema 

MP35, con el programa “Biopac Student 
Lab 3.7.1” (consultar el Apéndice F).

• 1 unidad de adquisición (MP35)
• 1 transformador para la unidad de  

adquisición MP35 (AC300A o AC100A)
• 1 transductor de fuerza (Miógrafo) 

(SS12LA) con gancho en forma de “S”
• 1 aguja quirúrgica curva
• 1 pesa para calibración (5 g)

SUSTANCIAS DE CONSUMO:
• Solución salina con Tyrode para mamífero
• Solución salina con Tyrode para mamífero 

sin calcio
• Solución salina (NaCl al 0.9 %)
• Solución de CaCl2 al 2.5 %
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Tenga un vaso de precipitados lleno de solución salina con Tyrode para mamífero, en la parrila de 
calentamiento, de manera que se mantenga a 37 °C y cuidando que no exceda esta temperatura. De 
la misma manera, tenga un vaso de precipitados con agua de la llave a 37 °C, la cual se cambiará 
frecuentemente en la parte externa de la cámara de órganos aislados, para ayudar a mantener 
constante la temperatura de la solución salina en la que estará sumergida la preparación biológica. 

Prepare la computadora y la unidad de adquisición con todas sus conexiones. Conecte el 
cable del transductor de fuerza en el canal 1 de la Unidad de adquisición. Encienda la Unidad y la 
computadora; en la pantalla seleccione el programa BSL PRO, a diferencia del programa para las 
lecciones, el programa BSL PRO no pide que se asigne nombre al archivo, esto se realizará al final 
de la captura de datos. Al seleccionar el programa aparece una ventana para iniciar el registro, pero 
antes deben establecerse las condiciones para el mismo, las cuales se detallan a continuación. 

Lo primero que se debe hacer es seleccionar la opción MP35 localizada en la parte superior 
de la pantalla, se desplegará un menú del cual se debe seleccionar la primera opción (Set Up 
Channels), en la pantalla que aparece se debe activar el canal 1 (en el cual está conectado el 
transductor), seleccionando cada uno de los cuadros que se muestran a la izquierda del menú, 
después se debe seleccionar el cuadro localizado en la parte derecha del menú en la columna 
correspondiente a Preset, al hacer esta selección aparece una lista de transductores, se debe 
seleccionar el de Fuerza (0-50 g) y de esta forma el programa ajusta automáticamente todos los 
valores de amplificación y de filtros correspondientes para este transductor, se debe comprobar que 
el canal seleccionado registre una señal analógica. 

Figura 1. Cámara de órgano aislado 
conectado al transductor del sistema 
MP35. Biopac System.

Unidad Biopac MP35
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Una vez seleccionado el canal y el transductor que será utilizado, se debe proceder a la calibración 
del transductor, seleccione la opción Scaling y aparecerá una ventana que permite llevar a cabo la 
calibración. Coloque cuidadosamente el gancho en forma de “S” en el transductor de fuerza, en el 
orificio correspondiente a la sensibilidad de 0-50 g (en el experimento, el hilo que estará atado a un 
extremo del músculo deberá estar amarrado a este gancho), una vez colocado el gancho y sin que 
esté en movimiento, se debe indicar en el renglón correspondiente a CAL1 que el peso corresponde 
a 0 g y entonces se debe seleccionar la opción CAL1, aparecerá un valor de voltaje en la pantalla; 
después se procederá a colocar con cuidado la pesa de calibración de 5 g, anotando el valor en el 
renglón correspondiente a CAL2, y en el momento en el que esté inmóvil se debe seleccionar CAL2, 
aparecerá un valor de voltaje que debe ser diferente al de CAL1. 

Realizada la calibración, se debe regresar a la pantalla inicial y nuevamente se debe seleccionar 
la opción MP35 y del menú que aparezca se debe seleccionar la segunda opción (Set Up Acquisition), 
aparecerá una ventana que permite establecer las características de la adquisición de los datos del 
registro, se recomienda establecer las siguientes condiciones: en la parte superior debe seleccionarse, 
de izquierda a derecha, “Record”, “Append” y “Disk” con esta selección se podrán registrar segmentos 
(uno para cada variable), los cuales serán unidos por el programa y guardados en el disco duro de  
la computadora; en el siguiente renglón aparece la opción para la frecuencia de muestreo, la  
opción que presenta el programa es de 200 muestras/s pero puede modificarse, debajo de esta opción 
aparece la posibilidad de establecer la longitud total de captura de cada segmento (en unidades de 
tiempo o de muestras), la opción que aparece en el programa es de 30 s, pero debe ser cambiada, ya 
que esperamos obtener segmentos que tengan una duración de entre 3 y 6 min, un valor de 30 min 
evitará la pérdida de información. Establecidas las condiciones de adquisición, el dispositivo estará 
preparado para iniciar el registro tan pronto como se encuentre lista la preparación biológica.

Para la extracción del tejido, se colocará a la rata en la cámara de CO2, donde se le administra 
el gas hasta que esté insensible. Se procede a sacrificarla por medio de tracción en la parte superior 
de la médula espinal. Abra el abdomen mediante una incisión en la línea media abdominal para 
exponer las vísceras. Una vez localizado el intestino delgado, tomarlo desde su primera porción 
cortando sus uniones píloro-duodenal e ileocecal, extraerlo cuidando de no estirarlo ni pinzarlo y 
colocarlo en una caja de Petri que contenga NaCl al 0.9 % a temperatura ambiente o un poco menor.

Cortar tramos de intestino con longitud de entre 2 y 3 cm que correspondan a la región del 
duodeno (debido a que es la que presenta la mayor movilidad). Sólo si es necesario, inserte una 
cánula en la luz del segmento intestinal y, con una jeringa que contenga solución salina, lave con 
cuidado los segmentos intestinales.

En una caja de Petri con solución salina, coloque el segmento intestinal y ate uno de los 
extremos con un hilo, haciendo pasar la aguja a través de la pared, teniendo cuidado de que no 
quede cerrada la luz intestinal; deje los cabos del hilo lo suficientemente largos. Realice la misma 
atadura en el otro extremo, de tal manera que se obtenga un tubo abierto (Figura 2) a través del 
cual podrá fluir libremente la solución dentro y fuera del intestino.
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Figura 2. Atadura del segmento de intestino 
delgado por ambos lados. 

Sujete con el hilo uno de los extremos al 
ganchillo del tapón inferior de la cámara de 
órganos aislados, introduzca el segmento 
intestinal por debajo de la cámara con ayuda de 
unas pinzas de disección, coloque el tapón en 
su lugar (Figura 3). También se puede realizar 
este montaje invirtiendo la cámara de tejidos 
para introducir el intestino por la parte donde se 
colocará el tapón de hule, la ventaja de hacerlo 
así es que se puede asegurar más fácilmente el 
cierre hermético del tapón de hule.

Figura 3. Manera de introducir el 
segmento de intestino a la cámara 
de tejido aislado.

Proceda a llenar la cámara con solución de Tyrode a 37 °C; sujete el otro extremo del intestino al 
ganchillo del miógrafo, debe tenerse cuidado de no estirar demasiado el segmento intestinal, acople 
inmediatamente el sistema de aeración, es importante que el burbujeo sea lento, ya que si éste es 
excesivo, dificultará el registro debido al movimiento ejercido por el aire. La preparación debe estar 
en baño de María para mantener constante la temperatura del sistema (Figura 1).

Para iniciar el registro de cada uno de los segmentos, debe seleccionarse en la parte inferior 
derecha de la pantalla la opción “Start” y para suspender la captura se debe seleccionar “Stop”. Al 
inicio de cada segmento, el programa colocará una marca y durante el registro de cada segmento 
se podrán colocar marcas (oprimiendo F9) y anotar el significado de cada una de éstas.
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REGISTRO DE LA ACTIVIDAD BASAL INICIAL

Con la preparación sumergida en solución de Tyrode a 37 °C y con el burbujeo de aire regulado, 
registre la actividad mecánica generada por el intestino delgado. 

NOTA: Siempre al inicio de cada registro de las diferentes variables se deberá tener un registro 
basal con duración entre 30 y 60 s, y el análisis de los efectos provocados por las variables se debe 
hacer con su propio registro basal.

A. EFECTO DE LA TENSIÓN

Produzca una distensión del tejido intestinal, por medio del tensiómetro, aproximadamente del 
10 % de su longitud inicial; registre la actividad mecánica del intestino durante 40 s y luego regrese 
el segmento intestinal a su longitud inicial y continúe registrando durante otros 40 s. Detenga el 
registro.

B. EFECTO DEL CALCIO

Retire la solución Tyrode con la que realizó el registro anterior y coloque en la cámara donde está  
el intestino solución Tyrode sin calcio, registre durante 60 a 90 s. Sin detener el registro se debe 
agregar 5 gotas de solución de CaCl2, al momento de hacerlo poner una marca en el registro 
(oprima F9). Se debe mantener el registro durante 2 min para observar el efecto del calcio; una vez 
transcurrido este tiempo, suspenda el registro. 

Lave la preparación muscular retirando la solución de Tyrode sin calcio y agregando solución 
Tyrode con calcio a 37 °C. Para el resto de los registros se debe utilizar solución Tyrode con calcio.

C. EFECTO DE LA ACETILCOLINA Y DE LA ATROPINA

Después de un registro de actividad basal durante 60 s, agregue una gota de la solución de acetilcolina 
(coloque una marca con la tecla F9), el efecto debe ser inmediato, de no ser así, agregue otra gota 
sucesivamente hasta observar su efecto. Sin detener el registro, agregue 5 gotas de la solución de 
atropina (coloque una marca con la tecla F9) y registre hasta observar el efecto esperado (deben 
investigar cuál es el efecto que se espera). Una vez que se observe el efecto de la atropina, suspenda el 
registro. Nuevamente recambie la solución de Tyrode a 37 °C para remover las soluciones añadidas, 
no tarde mucho tiempo en hacer el recambio para evitar que los efectos de estas sustancias afecten 
al resto de los resultados.
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D. EFECTO DE LA ADRENALINA

Después de un registro de actividad basal, agregue 5 gotas de la solución de adrenalina (coloque 
una marca con la tecla F9), registre durante 2 minutos y después suspenda el registro. Nuevamente 
recambie rápidamente la solución de Tyrode a 37 °C para remover la solución añadida.

E. EFECTO DE LA AERACIÓN

Comenzando con un registro basal (durante un minuto) de la actividad del intestino, desconecte el 
sistema de aeración proporcionado por la bomba de aire, observe el efecto que produce la ausencia 
de oxígeno sobre la actividad del músculo, registre durante 2 minutos después de quitar el aire. 
Conecte nuevamente el sistema de burbujeo y registre durante 2 minutos. Tan rápido como sea 
posible inicie la siguiente parte de la práctica.

F. EFECTO DE LA TEMPERATURA

Para realizar esta parte de la práctica no es necesario recambiar la solución Tyrode, ya que en 
el ejercicio anterior no se agregó ningún fármaco. Realice un registro de actividad basal del 
intestino, después de esto, sin detener el registro y con mucho cuidado para evitar movimientos en  
el dispositivo en el que está el músculo, cambie el agua del baño de María por agua fría y observe el 
efecto que produce la temperatura baja sobre la contracción del músculo intestinal. Registre durante  
2 minutos y, sin suspender el registro, recambie el agua del baño para recuperar la temperatura  
de 37 °C, después de 2 minutos suspenda el registro.

Resultados

En todos los registros que se obtengan bajo las diferentes condiciones experimentales, se debe 
de considerar como las características más importantes del registro de la actividad del músculo 
intestinal la amplitud de sus ondas, su duración y la frecuencia. Nótese que antes de observar los 
efectos de alguna variable se solicita la obtención de registro en condiciones basales, estos registros 
deben considerarse para establecer el efecto de las variables sobre la actividad del intestino.

NOTA: Durante el desarrollo de la práctica disponga de los residuos peligrosos biológico-infecciosos 
(RPBI) adecuadamente colocándolos en los contenedores dispuestos para tal efecto.

La zona de trabajo debe dejarse limpia al final de la práctica.



Temas de estudio

• Estructura y función de la pared intestinal
• Mecanismos generales de transporte de sustancias desde la luz intestinal hacia las 

células intestinales y de éstas al líquido extracelular
• Mecanismo de transporte de glucosa en el intestino delgado
• Factores que influyen en el transporte a través del intestino delgado
• Consultar los Apéndices B, C y E

08

Absorción de glucosa en el 
intestino delgado de rata
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Introducción

El sistema digestivo tiene como principal función proporcionar al organismo agua, electrolitos y 
sustancias nutritivas, dichos alimentos son transportados a través del tubo digestivo a una velocidad 
tal, que permite su digestión y absorción. Antes que los nutrientes (carbohidratos, proteínas y 
grasas) puedan ser utilizados por el cuerpo, son degradados por hidrólisis enzimática, proceso 
conocido como digestión, hasta llegar a ser compuestos lo suficientemente pequeños para poder 
pasar al interior de las células del tubo digestivo y de allí llegar a la circulación, proceso de absorción 
intestinal. Durante la digestión, los alimentos son sometidos a la acción de secreciones producidas por 
glándulas digestivas.

El intestino delgado se divide funcionalmente en tres partes, pero la estructura básica de estas 
regiones es muy similar; el duodeno, que es la primera y más ancha porción del intestino delgado, 
recibe el quimo del extremo pilórico del estómago y es el sitio donde culmina la mayor parte de los 
procesos digestivos. En las otras dos regiones restantes, llamadas yeyuno e íleon, respectivamente, es 
en donde fundamentalmente tiene lugar la absorción de los alimentos digeridos.

Las células del epitelio intestinal se caracterizan por su borde en cepillo formado por 
microvellosidades; la superficie de absorción de la mucosa intestinal está cubierta por vellosidades, 
también la constituyen una gran cantidad de pliegues llamados pliegues de Kerckring; todas estas 
características de la mucosa intestinal en conjunto le confieren un área de absorción muy grande.

La absorción en el sistema digestivo implica muchos procesos, que incluyen a la difusión simple, 
la difusión facilitada, el transporte activo y, en algunos casos especiales, la pinocitosis.

El transporte activo es el principal mecanismo de la absorción de nutrientes en el intestino 
delgado. Las células involucradas en este proceso transportan elementos nutritivos desde la luz del 
intestino hacia la sangre, incluso si la concentración de dichos elementos es mayor en la sangre que 
en la luz intestinal.

Un grupo de nutrientes importantes para el organismo que se absorbe en el intestino delgado es 
el de los carbohidratos. Por lo general, todos los carbohidratos se absorben en forma de monosacáridos 
y su transporte a través de la membrana puede producirse en contra del gradiente de concentración y, 
por lo tanto, requiere de un aporte de energía metabólica.

En la membrana plasmática de las células intestinales existe un cotransporte sodio-glucosa que 
aumenta la concentración intracelular de glucosa, por lo que ésta atraviesa la membrana basolateral 
de la célula epitelial hacia el líquido extracelular.
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Desarrollo de la práctica

Preparación de sacos intestinales
Se sacrifica a la rata por medio de eutanasia química colocándola en la cámara de CO2, seguida 
de transección de la médula espinal. Abrir el abdomen mediante una incisión en la línea media 
abdominal. Ya localizado el intestino delgado, se extrae, luego de cortar sus uniones píloro-duodenal 
e íleocecal, se debe colocar en una caja de Petri que contenga solución salina (NaCl al 0.9 %) a 

Objetivos

• Verificar el transporte de glucosa a través del intestino delgado de rata
• Demostrar de qué manera influye la oxigenación y la temperatura en la absorción intestinal de 

glucosa
• Determinar el efecto del 2,4-dinitrofenol en la absorción intestinal de glucosa

Sujeto de experimentación
Una rata ♂ o ♀ con ayuno máximo de 4 h

Material y método

CRISTALERÍA, INSTRUMENTAL
Y EQUIPO:
• estuche de disección
• 1 varilla de vidrio
• 1 caja de Petri
• 3 cámaras para órganos aislados
• 1 recipiente de vidrio para la colocación de 

las cámaras de órganos aislados
• 1 T de vidrio con mangueras y cánulas
• 1 termómetro
• 1 resistencia eléctrica
• 1 pipeta Pasteur
• 5 jeringas de 1 mL con cánula
• 3 vasos de precipitados de 300 mL
• 1 bomba de acuario

• tiras reactivas comerciales para la
detección de glucosa

• cámara de CO2

MATERIAL DE CONSUMO Y 
SOLUCIONES:
• solución Tyrode para mamífero             

(sin glucosa)
• solución Tyrode-glucosa al 2 %
• solución Tyrode-glucosa al 2 % 

y 2,4 - dinitrofenol 0.001 M
• solución salina (NaCl al 0.9 %)
• hilo
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Figura 2. Atadura 
del intestino al sis-
tema.

temperatura ambiente. Cortar tramos de intestino con 2 a 3 cm de longitud, insertar una cánula 
en la luz del segmento intestinal y por medio de una jeringa que contenga solución salina lavar los 
segmentos intestinales. Es importante examinar que el tejido no presente perforaciones, ya que 
puede haber escape de la solución durante el experimento.

Siga los pasos que se mencionan para llevar a cabo la inversión de los segmentos 
intestinales. Se anuda con un hilo uno de los extremos del segmento, de manera que quede 
ocluido completamente; con ayuda de una varilla de vidrio se impulsa el extremo ocluido hacia el  
extremo abierto, deslizándolo por la varilla (Figura 1). De esta manera la superficie mucosa 
del intestino queda por fuera y los cabos de hilo del extremo atado quedan por dentro del saco 
invertido. Sostener con unas pinzas el saco intestinal e introducir por su extremo abierto el  
tubo de vidrio de la cámara de órgano aislado hasta que sobrepase unos 5 mm, se deberá amarrar 
cuidadosamente este extremo a la varilla (Figura 2).

Figura 1. Inversión del 
segmento de intestino 
delgado.         
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A. EXPERIMENTO CONTROL

Colocar el saco intestinal dentro de la cámara y llenarlo con solución salina de Tyrode sin glucosa 
que se encuentre a 37 °C utilizando una cánula acoplada a una jeringa o una pipeta Pasteur, después 
de verificar que el saco no presenta fugas, éste se sumerge en una solución de Tyrode-glucosa  
al 2 %, también a 37 °C. Se debe tener cuidado de que la solución exterior no sobrepase el borde 
superior del saco atado a la varilla; inmediatamente, acoplar el sistema de aeración que consiste en 
una bomba de aire para pecera; la cámara debe estar en baño de María, en donde se encuentra la 
resistencia eléctrica para mantener constante la temperatura, aproximadamente a 40 °C (Figura 3). 
Nota importante: la resistencia siempre debe mantenerse sumergida en el agua.

Posteriormente, coloque el saco intestinal en la cámara de órgano aislado para hacer los 
experimentos con las diferentes soluciones, como se indica en la Figura 3.

Figura 3. Baño María con las cámaras de tejido aislado para la medición de 
glucosa en íleon, donde A) control, B) Variable de eliminación de aireación y 
C) Adición de 2,4-dinitrofenol.

Aire Aire

37 ºC

40 ºC

37 ºC

A ) B ) C )

37 ºC

Baño de agua a 40 ºC
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A.1. Toma de muestra
Para el tiempo cero (basal), tomar una muestra, tanto de la solución exterior como de la interior 
del saco intestinal, utilice una cánula conectada a una jeringa o una pipeta Pasteur. Utilizando las 
tiras reactivas determine la concentración de glucosa en las muestras; deje pasar 15 min y mida 
nuevamente la concentración de glucosa, pero ahora sólo de una muestra del interior del saco. 
Hacer determinaciones cada 15 minutos hasta completar 5 mediciones; en el tiempo de la última 
determinación, mida nuevamente la concentración de glucosa en el exterior del saco. Es importante 
verificar que las condiciones de aeración y temperatura se mantengan constantes durante todo el 
experimento.

A.2. Determinación de glucosa por medio de tiras reactivas
Obtener una gota de la solución problema, ya sea la del interior del saco intestinal o de la 
solución exterior, por medio de una cánula limpia conectada a una jeringa. Colocar la gota de  
la solución problema en la zona reactiva de la tira y se deja reaccionar durante el tiempo establecido 
por el fabricante de la tira (el tiempo necesario para la reacción está indicado en el recipiente de  
las tiras y puede variar), el cambio de color se efectuará de acuerdo con la concentración de glucosa 
presente en la muestra y éste deberá ser comparado con la escala cromática proporcionada en  
el recipiente de las tiras, la lectura debe efectuarse bajo buenas condiciones de luz.

Los resultados que aparecen después del tiempo establecido por el fabricante o sólo en los 
bordes de la zona de prueba no tienen significado confiable. Este método es semicuantitativo y está 
basado en la reacción enzimática de la glucosaoxidasa-peroxidasa específica para glucosa, la que se 
manifiesta con una reacción colorida en la tira reactiva.
NOTA: Se realizará este procedimiento para determinar la concentración de glucosa para los 
puntos B y C.

B. EFECTO DE LA AUSENCIA DE OXÍGENO EN LA ABSORCIÓN INTESTINAL DE 
GLUCOSA

Colocar un saco intestinal que contenga en su interior solución salina de Tyrode sin glucosa a 37 °C 
e introducirlo en una cámara que contenga solución salina de Tyrode-glucosa al 2 % a 37 °C, la 
preparación se mantiene sin el sistema de aeración (recipiente B), pero manteniendo la temperatura 
constante.

Hacer determinaciones de glucosa de la solución interior y de la exterior del saco, y proseguir 
con las determinaciones en la misma forma y en los tiempos descritos anteriormente. 
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C. EFECTO DEL 2,4-DINITROFENOL EN LA ABSORCIÓN INTESTINAL DE 
GLUCOSA

Colocar un saco intestinal en una cámara de órganos aislados en la manera descrita en el 
procedimiento anterior, llenar el saco intestinal con una solución de Tyrode sin glucosa a 37 °C, en 
este caso, el saco se colocará en una solución de Tyrode-glucosa al 2 % con 2,4-dinitrofenol (solución 
exterior). Se mide la concentración de glucosa en el tiempo cero dentro y fuera del saco intestinal y, 
al igual que en los experimentos anteriores, se realizan 5 determinaciones cada 15 minutos.

Resultados

A. EXPERIMENTO CONTROL

Elabore una tabla con los valores obtenidos de concentración de glucosa en los diferentes tiempos en 
que se tomaron las muestras. Al final del experimento se observan cambios en las concentraciones 
externa e interna. ¿Cómo pueden interpretarse los resultados obtenidos? 

B. EFECTO DE LA AUSENCIA DE OXÍGENO

Elabore una tabla con los valores obtenidos de concentración de glucosa en los diferentes tiempos y 
compare los resultados con los obtenidos en el experimento control. Explique cuál es el efecto de la 
falta de oxigenación sobre el transporte de glucosa. 

C. EFECTO DEL 2,4-DINITROFENOL

Elabore una tabla con los valores obtenidos de concentración de glucosa en los diferentes tiempos 
y compare los resultados con los obtenidos en el experimento control. Explique el mecanismo de 
acción del 2,4-dinitrofenol que afecta al transporte de glucosa en el intestino. 

Haga una gráfica en donde se observen los cambios en la concentración de glucosa, dentro 
del saco intestinal, con respecto al tiempo de la muestra control, en ausencia de oxígeno y con el 
2,4-dinitrofenol y compare los resultados obtenidos.
NOTA: Durante el desarrollo de la práctica disponga de los residuos peligrosos biológico-infecciosos 
(RPBI) adecuadamente, colocándolos en los contenedores dispuestos para tal efecto.

La zona de trabajo debe dejarse limpia al final de la práctica.



Temas de estudio

• Concepto de hormona y de órgano blanco
• Características generales de las hormonas
• Sistema neuroendocrino
• Hormonas sexuales, síntesis y liberación
• Ciclos reproductivos, comparación entre el ciclo menstrual y el ciclo estral
• Consultar los Apéndices B y C

09

Ciclo estral en la rata

83
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Introducción

La actividad reproductora de los animales suele presentar un modelo cíclico impuesto pordiversos 
factores, tanto externos (temperatura, disponibilidad de alimento, etc.) como internos (ritmos 
endógenos, cantidad de vitelo a depositar en los ovocitos, etc.). En todos los casos conocidos,  
esta actividad reproductora está regulada, en última instancia, por el sistema endocrino. En los 
mamíferos es típico que el ciclo esté determinado por una fase conocida como calor, celo o estro 
y sólo durante esta fase la hembra permite la copulación. El ciclo estral se define como el tiempo 
que transcurre entre un periodo de celo y el comienzo del siguiente. Su duración es variable con la 
especie, siendo en las hembras de rata y de ratón de entre cuatro y cinco días.

El periodo de crianza es crítico para permitir el éxito del proceso reproductor, ya que 
para asegurar la supervivencia de la cría debe de coincidir con unas condiciones adecuadas del   
medio ambiente. Los preparativos para esta crianza se inician tras recibir unas señales o signos 
del medio ambiente, que son transformadas en señales endocrinas. Estas señales incluyen la 
intensidad de la luz y su duración (fotoperiodo), la temperatura ambiental, la visión, el sonido, el 
olor del sexo opuesto, el estado nutricional del animal, el cortejo y despliegue de atenciones, etc. 
Estas circunstancias ambientales actúan como estímulos que generan información nerviosa 
hacia el hipotálamo, el cual controla endócrinamente a la adenohipófisis. Ésta, a su vez, produce  
al menos dos hormonas que regulan la función ovárica y, por lo tanto, la reproducción.

Así pues, la causa fisiológica básica del ciclo estral está en la liberación periódica de hormonas 
que determinarán los cambios en el aparato reproductor. Dado que la rata hembra sólo recibe al 
macho durante la etapa de estro, la ovulación y la fecundación están perfectamente coordinadas.  
El ciclo puede ser dividido en cuatro fases:

1. Proestro. Bajo la influencia de la hormona estimulante de los folículos (FSH), una serie de 
folículos ováricos, aproximadamente 12, crecen rápidamente, aumentando también la secreción 
de estrógenos, que llegan a su máximo nivel en esta fase. En la tarde del día del proestro, se 
presenta un incremento en los niveles de progesterona y de hormona luteinizante (LH), la 
cual desencadena la ovulación en las primeras horas del siguiente día, esto es, de la fase de 
estro. El útero se va engrosando progresivamente. La mucosa vaginal sufre numerosas mitosis, 
apareciendo células epiteliales nucleadas cuando se realiza un frotis vaginal (Figura 1). La 
duración aproximada de esta fase es de 16 h.

2. Estro. En las primeras horas de este día se presenta la ovulación. El útero permanece ensanchado. 
Tras las numerosas mitosis que sufre la mucosa vaginal, aparecen células epiteliales degeneradas, 
con forma poligonal, cornificadas y sin núcleo o con núcleo eosinófilo (Figura 1). Duración 
aproximada de esta fase: 20 h.

3. Metaestro. Se forma en el ovario el cuerpo lúteo, responsable de la secreción de elevados niveles 
de progesterona, característicos de esta fase. La mucosa vaginal entra en regresión y es invadida 
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por leucocitos, también se encuentran en el frotis células queratinizadas (Figura 1). La duración 
de esta fase es de aproximadamente 10 h.

4. Diestro. Si no ha habido fecundación, durante esta fase se produce la regresión del cuerpo 
lúteo y disminuyen los niveles de estrógenos y de progesterona. Como consecuencia, el  
útero se hace pequeño y poco contráctil. La mucosa vaginal es muy delgada y los leucocitos  
que emigran a través de ella constituyen la mayoría de las células del frotis vaginal; también  
se encuentran algunas células epiteliales nucleadas (Figura 1). La duración aproximada de esta 
fase es de 60 h.

En caso de haber fecundación, el ciclo se interrumpe durante el periodo de gestación, cuya duración 
en la rata es de aproximadamente 21 días. En ocasiones, se puede provocar pseudo-preñez mediante 
la estimulación mecánica o eléctrica del cérvix uterino (13 días de duración).

Figura 1. Células características del frotis vaginal recogidas 
durante diferentes etapas del ciclo estral de la rata.

Células epiteliales cornificadas

ESTRO

DIESTRO

PROEST
RO M

ETAESTRO

Células
epiteliales
nucleadas Leucocitos
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Desarrollo de la práctica

A. OBTENCIÓN DEL FROTIS VAGINAL

Esterilizar el asa de siembra calentándola al rojo vivo en la llama del mechero o del encendedor. 
Enfriarla en NaCl 0.9 %. Introducirla en la vagina y girar suavemente. Extender el frotis sobre un 
portaobjetos (Figura 2). De preferencia tomar varias muestras en distintos portaobjetos. Para teñir 
las muestras, se debe colocar con un gotero la solución de hematoxilina cubriendo el frotis y debe 
permanecer así durante 8 minutos. A continuación, se lava con agua de la llave teniendo cuidado 
de colocar el portaobjetos de manera vertical sobre el contenedor para el desecho de colorantes y, 
con la ayuda de una piseta, se debe aplicar el agua desde el borde superior del portaobjetos para 
eliminar el colorante, se debe aplicar el agua con cuidado para evitar daños en la muestra. Con un 
pedazo pequeño de papel absorbente retirar el agua excedente por los costados del portaobjetos, 
evitando frotar sobre su superficie. A continuación, se debe aplicar con un gotero la eosina, la 
cual debe permanecer sobre la muestra durante 5 minutos; la eosina se lava con alcohol etílico del 
mismo modo como se eliminó la hematoxilina (no usar agua). Dejar evaporar el alcohol y observar  
la muestra en el microscopio óptico (iniciar con el objetivo 10X). Los núcleos de los leucocitos y de 
las células epiteliales se observan teñidos de azul (basófilos) y los citoplasmas de rojo (eosinófilos). 

Sujeto de experimentación
Una rata ♀ sexualmente madura

Material y método

CRISTALERÍA, INSTRUMENTAL 
Y EQUIPO:
• estuche de disección
• asa de siembra
• portaobjetos
• mechero de gas o encendedor
• microscopio óptico
• balanza granataria
• balanza analítica
• hilo
• papel filtro
• caja de Petri

• vaso de precipitados de 50 mL
• cámara de CO2

MATERIAL DE CONSUMO Y 
SOLUCIONES:
• hematoxilina de Harris
• eosina amarillenta al 0.5 % en 

agua destilada
• alcohol absoluto
• solución salina (NaCl al 0.9 %)
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Las células epiteliales degeneradas se 
observarán teñidas de rojo tanto en el 
núcleo como en el citoplasma (núcleo 
eosinófilo), mientras que las células 
totalmente queratinizadas estarán 
teñidas de rojo sin núcleo aparente. 
Determinar la fase del ciclo estral en la 
que se encontraba la rata al momento 
de la obtención de la muestra.

Figura 2. Forma de obtención de muestra vaginal en rata.

B. CARACTERÍSTICAS DEL ÚTERO Y DE LOS OVARIOS DEPENDIENTES DE LA 
ETAPA DEL CICLO ESTRAL 

Una vez que se hayan realizado los frotis vaginales se le dará eutanasia al animal. Para ello se  
introducirá al animal en una cámara de vidrio conectada a un tanque de CO2. Cuando la rata esté 
muerta debe pesarse en la balanza granataria. Proceda a realizar la disección, haga una incisión 
ventral grande en la cavidad abdominal y localice el par de trompas uterinas y los ovarios. Con  
mucho cuidado haga un examen cuidadoso in situ de los ovarios, del útero bifurcado y de la  
irrigación sanguínea en estas estructuras. Anude con un hilo la unión entre el útero y la vagina.  
Separe el útero de la vagina seccionando el cérvix y cuidando de cortar por debajo del amarre que 
acaba de hacer. Así mismo, haga un amarre entre el útero y los ovarios, sepárelos teniendo cuidado 
de cortar por arriba del amarre, de manera que quede sellado el contenido del útero para evitar  
perder el fluido intrauterino. Del útero removido y de los ovarios debe retirarse todo el tejido  
adherido no uterino. Sobre un papel filtro pese (en la balanza analítica) el útero y calcule los mg  
de peso uterino por 100 g de peso corporal. Por separado se deben pesar los ovarios y calcular  
también los mg de su peso por cada 100 g del peso corporal de la rata.
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Resultados

En una tabla indique en qué fase del ciclo estral se encontraba la rata al momento de hacer el 
frotis. Haga un esquema de las células observadas en el frotis vaginal y explique el origen de las 
células encontradas. Explique los cambios de volumen uterino durante el ciclo estral. Describa  
las observaciones del estudio macroscópico realizado (la irrigación sanguínea del útero, el tamaño 
y color de los ovarios) y compárelas con las características mencionadas en las ratas de los otros 
equipos. Reporte los pesos del útero y de los ovarios, y su relación con el peso corporal de la rata.
NOTA: Durante el desarrollo de la práctica disponga de los residuos peligrosos biológico-infecciosos 
(RPBI) adecuadamente colocándolos en los contenedores dispuestos para tal efecto. 

La zona de trabajo debe dejarse limpia al final de la práctica.



Temas de estudio

• Características de las sinapsis.
• ¿Cómo se define un reflejo?
• Organización estructural del arco reflejo
• Tiempo de reacción de un reflejo
• Diferencia entre un reflejo monosináptico y uno polisináptico
• Organización anatómica y funcional del huso muscular y del órgano tendinoso

de Golgi
• Ejemplos de reflejos en el humano
• Reflejos condicionados: establecimiento y extinción de un reflejo condicionado
• Consultar el Apéndice A

10

Reflejos en el humano

89
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Introducción

En esta práctica se estudian circuitos neuronales sencillos, del tipo de los que se encuentran 
comúnmente en varias partes del sistema nervioso. Estos circuitos neuronales sirven, por ejemplo, 
para amplificar señales débiles, atenuar actividad muy intensa, enfatizar contrastes, mantener 
ritmos de actividad neuronal, etcétera.

Los receptores sensoriales del organismo permiten detectar cambios ocurridos en el mismo o 
en el ambiente externo y, como consecuencia, reaccionar ante ellos. En muchos casos, las aferencias 
de los receptores hacen conexiones dentro del organismo, de manera que siempre que son  
activadas dichas conexiones generan como resultado una conducta particular estereotipada, la cual, 
en el curso del desarrollo filogenético o individual ha mostrado ser una respuesta especialmente 
apropiada. Estas reacciones estereotipadas de los organismos ante los estímulos sensoriales son 
denominadas reflejos.

Muchos ejemplos de la vida diaria nos muestran la gran frecuencia con la que el organismo 
responde de manera refleja ante los estímulos. Sin embargo, la mayoría de los reflejos ocurren sin 
que los notemos, por ejemplo, los reflejos que aseguran el paso del alimento a través del estómago y 
los intestinos, y aquéllos que ajustan continuamente la circulación y la respiración a las necesidades 
momentáneas del organismo. Así mismo, apenas nos enteramos de todos los reflejos motores que 
durante todo el día y la noche mantienen al cuerpo en el espacio de manera balanceada.

El término arco reflejo indica un circuito neuronal completo que comprende desde el receptor 
periférico, una vía periférica que envía la información al sistema nervioso, estructuras del sistema 
nervioso central que integran y procesan la información, que envían señales hasta la culminación en 
un efector periférico. Todos los receptores participan en reflejos de algún tipo y sus fibras aferentes 
sirven como la vía aferente del arco reflejo de que se trate. El número de neuronas centrales en un 
arco reflejo es variable. La vía eferente está representada por los axones motores o por las fibras 
postganglionares del sistema nervioso autónomo, y los efectores son los músculos y las glándulas.

El tiempo entre el inicio de un estímulo y la acción del efector se denomina tiempo del reflejo 
o tiempo de reacción. En la mayoría de los casos, está determinado principalmente por el tiempo 
de conducción en las vías aferente y eferente, y en las partes centrales del arco reflejo. Además, 
es necesario considerar que la transmisión de las señales a través de las sinapsis químicas genera 
también un retardo (retardo sináptico).

El estiramiento breve de un músculo golpeando ligeramente su tendón con un martillo para 
reflejos da como resultado (después de una latencia corta) la contracción del músculo. Este reflejo 
se denomina reflejo de estiramiento (también conocido como reflejo miotático). Es el ejemplo más 
simple de un arco reflejo completo. A excepción del reflejo de estiramiento monosináptico, todos los 
arcos reflejos comprenden varias neuronas centrales colocadas en serie y, por lo tanto, son reflejos 
polisinápticos.
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El término condicionamiento denota los cambios a largo plazo en la respuesta refleja, producidos 
por la capacidad de los reflejos polisinápticos para adaptarse a un proceso de aprendizaje. Cada 
organismo tiene la capacidad de aprender reacciones reflejas que le ayudan a responder mejor y 
anticipadamente ante las situaciones cambiantes en el medio. Los arcos reflejos para estos reflejos 
adquiridos, que también pueden ser olvidados, residen generalmente en los niveles altos del sistema 
nervioso central.

Objetivos

• Producir los estímulos adecuados para generar la respuesta refleja de diferentes estructuras en 
el humano.

• Explicar las respuestas observadas al desencadenar los reflejos.
• Observar y describir el tiempo de reacción y explicarlo en términos de velocidad de conducción 

de los impulsos en los nervios.
• Observar el efecto de la discriminación sobre el tiempo de reacción.
• Obtener un reflejo condicionado y explicar en qué consiste éste.

Material y método

CRISTALERÍA, INSTRUMENTAL Y EQUIPO:
• 1 martillo para reflejos
• 1 linterna de mano
• 1 cronómetro
• 1 juego de cartas
• 1 tarjeta
• 1 regla de 30 cm de plástico
• 1 lata

Desarrollo de la práctica

A. REFLEJOS

Realice cada uno de los siguientes reflejos:
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A. 1. Reflejo rotuliano
Pida al sujeto que se siente al borde de la mesa de manera que sus piernas cuelguen libremente. 
Localice la proyección de la rótula y del tendón rotuliano, aplique un golpe ligero y breve sobre el 
tendón rotuliano con el martillo para reflejos. Describa la respuesta observada.

Repita la estimulación pidiendo al sujeto que trate de evitar la respuesta refleja. Describa  
lo observado. Por último, pida al sujeto que entrelace los dedos de ambas manos y que tire 
vigorosamente mientras se le golpea nuevamente sobre el tendón. Describa lo observado.

A.2. Reflejo pupilar o fotomotor
Utilizando una linterna de mano, aplique un estímulo luminoso en el ojo de un sujeto y observe la 
respuesta de la pupila del ojo estimulado.

A.3. Reflejo consensual
Con una tarjeta colocada sobre el tabique de la nariz de manera que se evite la estimulación de los 
dos ojos con la linterna de mano, estimule uno de los ojos y observe la respuesta que se produce en 
el ojo no estimulado.

A.4. Reflejo de acomodación
Observe las pupilas del sujeto cuando se encuentra leyendo un libro y describa los cambios que se 
presentan cuando cambia la mirada para observar un objeto lejano, previamente seleccionado.

A.5. Reflejo aquiliano
Pida al sujeto que flexione una pierna sobre una silla, de manera que la rodilla quede sobre el asiento 
y el pie quede en el aire; golpee ligeramente con el martillo de reflejos sobre el tendón de Aquiles y 
observe la respuesta.

A.6. Reflejo epigástrico
Se le pide al sujeto que se recueste y que se descubra el abdomen. Golpee ligeramente el abdomen  
o deslice suavemente los dedos o algún objeto romo y observe la respuesta. Es muy importante que 
el sujeto esté relajado.

A.7. Reflejo plantar
Se le pide al sujeto que se descubra la planta de un pie y se desliza un objeto romo haciendo un poco 
de presión.

A.8. Reflejo vestibular (nistagmo postrotatorio)
A un sujeto que está de pie, pídale que gire hacia la derecha, completando cinco vueltas, a razón de 
una por segundo. Al terminar la última vuelta la cara del sujeto debe estar frente a la del observador, 
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observe los ojos y describa la respuesta. Después de tres minutos repita las maniobras, pero ahora 
haciendo diez vueltas. De ser posible, repita haciendo 15 y 20 vueltas. La prueba debe suspenderse 
si el sujeto empieza a perder el equilibrio, debe evitarse que caiga y se lastime. Repita las mismas 
pruebas con giros hacia la izquierda. Describa los cambios observados al aumentar el número de 
vueltas.

A.9. Reflejo condicionado
Un miembro del equipo debe golpear la lata metálica con un objeto de madera al mismo tiempo que 
se aplica, con la linterna de mano, un estímulo luminoso a un sujeto experimental. Debe observarse 
claramente la respuesta en la pupila del ojo estimulado. Se comienza el experimento golpeando la 
lata y estimulando con luz al mismo tiempo, estos estímulos deben aplicarse de manera regular cada 
10 s durante 4-5 min; pasado este tiempo se debe golpear la lata y, sin estimular con luz el ojo. Siga 
estimulando, sólo con el estímulo auditivo, con la misma frecuencia y observe cuántas ocasiones se 
presenta la respuesta del ojo a pesar de no ser estimulado. 

Si no se instala el condicionamiento, deberá repetirse la estimulación, probablemente durante 
un tiempo mayor, 6-7 min. Es importante que el sujeto experimental no se encuentre distraído para 
que se puedan obtener buenos resultados.

B. MEDICIÓN DEL TIEMPO DE REACCIÓN

El experimentador deberá colocar una regla de plástico de 30 cm sobre la pared, de manera que 
el extremo inferior se encuentre al nivel de los ojos del sujeto experimental. El sujeto deberá estar 
parado frente a la regla, con su mano apoyada en la pared y su pulgar separado aproximadamente  
3 cm del borde inferior o de la marca que corresponde al cero. Sobre la yema del pulgar se puede 
hacer una línea que sirva como referencia.

Enseguida, el experimentador dirá “listo”, después de 1 a 5 s dejará caer la regla, sin dar ninguna 
indicación al sujeto experimental del momento en que dejará caer la regla. El sujeto experimental 
deberá parar la caída de la regla tan rápidamente como le sea posible utilizando el pulgar. Anote  
la distancia que recorrió la regla antes de ser detenida. Repita la prueba por lo menos 30 veces, 
obtenga el promedio y calcule el tiempo de reacción utilizando la fórmula para la aceleración de un 
cuerpo en caída libre.

B.1. Efecto de la discriminación sobre el tiempo de reacción
En este experimento se utiliza un juego de cartas (baraja). Primero se le pide al sujeto que forme 
cuatro grupos colocando las cartas de manera alternada y sin considerar la figura de las cartas; la 
figura de las cartas debe estar hacia abajo cuando el sujeto las tiene en su mano y las debe colocar 
en la mesa con la figura hacia arriba. Esta maniobra la debe hacer tan rápido como pueda y nos  
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dará como resultado el tiempo que le lleva al sujeto realizar esta tarea mecánica; otro miembro del 
equipo debe cronometrar esta actividad. Repetir tres veces.

Después de conocer el tiempo que le lleva al sujeto realizar la tarea mecánica de colocar  
las cartas en grupos, se procede a cronometrar esta tarea, además de discriminar entre las figuras  
de las cartas (palos). En este caso, las cartas deben revolverse después de que se terminen de formar 
las pilas de cartas que serán agrupadas según su palo. Debe cuidarse que las figuras de las cartas no 
sean visibles hasta que el sujeto las voltea, observa y discrimina en cuál de las pilas debe ir colocada 
cada una de ellas. Repetir tres veces. Considere la diferencia en tiempo entre la tarea mecánica de 
la separación de las cartas en cuatro grupos y el trabajo que desarrolla el sistema nervioso en la 
separación de las cartas de acuerdo con su palo.

Resultados

• Para cada reflejo se debe describir el estímulo aplicado, así como la respuesta generada. 
• Calcule el tiempo de reacción y cuánto tarda el sistema nervioso en realizar una tarea que implica 

la discriminación de la información que recibe.
• Describa el reflejo condicionado y la extinción del condicionamiento.
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APÉNDICE A

CONSENTIMIENTO INFORMADO PARA LA REALIZACIÓN                                      
DE PRÁCTICAS DE FISIOLOGÍA HUMANA

Facultad de Química, UNAM
Laboratorio de Fisiología humana
Laboratorio 210, Edificio B

Yo ____________________________________________________ estudiante de la 
asignatura Fisiología (0164), con número de cuenta __________________, inscrito en el grupo: 
__________, cuyo horario es: _________________________________________, del 
semestre:________________ manifiesto que conozco los protocolos que se llevarán a cabo en 
las prácticas de laboratorio y que autorizo a fungir como sujeto de investigación, habiendo tenido la 
información relevante sobre las técnicas y procedimientos que se llevarán a cabo.

Y en calidad del conocimiento de la integridad moral del experimentador y el consentimiento 
explícito del sujeto de la investigación, en donde reconozco los beneficios de esta alternativa que son: 
procurar que el estudiante realice de una manera más completa y plena su proceso de aprendizaje; 
que pueda recibir acompañamiento presencial de los profesores, en su proceso formativo; que pueda 
realizar las actividades educativas que implican prácticas o interacciones con otros estudiantes o  
con sus profesores. 

Este consentimiento informado lo concedo de manera libre y voluntaria, sin ningún tipo de 
presión o coacción, toda vez que he sido debida y plenamente informado, de todo lo relacionado 
con ser sujeto de experimentación. Declaro que he recibido una explicación completa y satisfactoria 
sobre el fungir como sujeto de experimentación, bajo el esquema de alternancia, su finalidad, riesgos, 
beneficios y alternativas. 

  SÍ           NO

Las prácticas donde puedo fungir como sujeto de experimentación son: Permeabilidad de membrana, 
Hemostasia y grupos sanguíneos, Electrocardiografía, Presión arterial, Función ventilatoria y 
Reflejos. Cualquier modificación que resulte la daré por escrito a los profesores: _____________
___________________________________________________________________

Para efectos del registro y en caso de cualquier eventualidad, se comunicará con algún familiar 
al teléfono celular número ___________________

Fecha:
Nombre y firma del alumno:
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APÉNDICE B

CONSENTIMIENTO INFORMADO DEL USO DE ANIMALES                                  
DE EXPERIMENTACIÓN

Yo, _______________________________, con conocimiento de causa con respecto a la 
responsabilidad adquirida desde que me inscribí a la carrera de Química Farmacéutico Biológica 
(QFB) o Química de Alimentos (QA), confirmo y adquiero la responsabilidad ética como estudiante, 
de un respeto total y absoluto que debo tener al desarrollar actividades académicas como son las 
prácticas experimentales que me comprometan a trabajar con sujetos vivos como son los animales 
de laboratorio.

Me comprometo a conocer todas las reglas, normas y protecciones creadas para cuando se  
tenga el contacto con los sujetos experimentales. Confirmo que he leído y comprendido la 
responsabilidad que adquiero al trabajar con animales de experimentación y la ética que debo 
seguir para realizar las prácticas experimentales que requieren del manejo y uso de animales de 
experimentación. Para fines de aprendizaje, en el Laboratorio de Fisiología, grupo ___________ 
al que estoy inscrito, me apoyaré de las especies roedoras (rata y ratón) que me proporcionarán mis 
profesores ____________________________________________________________.

El estudiante que trabaja con animales de laboratorio debe priorizar el respeto por la vida, 
por el dolor o el sufrimiento a que los animales pueden ser sometidos en los trabajos bajo su 
responsabilidad.

Al estudiante debe quedarle claro que la educación que está recibiendo incluye el utilizar 
seres vivos en la búsqueda del conocimiento, de ahí, su deber ético de respetar a los animales, 
saber desarrollar técnicas de manejo y el obtener la mayor información posible del ser vivo  
al desarrollarse la metodología científica. 

Durante las sesiones experimentales en donde utilice animales de experimentación deberé 
considerar los siguientes factores, que de no hacerlo, pueden impactar negativamente en los 
resultados experimentales y el mal aprovechamiento del animal:
1. Conocer cómo se cubren las necesidades genéticas, ambientales y nutricionales de los animales 

de laboratorio, para reducir variables al desarrollarse los experimentos.
2. Conocer las características anatómicas y fisiológicas de las especies por utilizar.
3. Toda actividad o relación con animales de laboratorio, relacionarlo con la Reducción, 

Refinamiento, Reemplazo.
4. No dañar y no causar dolor.
5. Prepararse teóricamente en cómo conservar los órganos para el desarrollo de experimentación 

in-vitro.
6. El manejo adecuado de los residuos biológicos infecciosos.

Fecha:                                         Nombre y firma del alumno:
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APÉNDICE C

DISPOSICIÓN DE RESIDUOS PELIGROSOS                                            
BIOLÓGICOS INFECCIOSOS (RPBI)

Los estudiantes deben de cumplir con los lineamientos de higiene y seguridad de la Facultad de 
Química de la UNAM, así como del reglamento interno de higiene y seguridad de los laboratorios 
del Departamento de Biología (véase https://quimica.unam.mx/proteccion-civil-facultad-quimica/
reglamento-higiene-seguridad-laboratorios-la-facultad-quimica/). Así mismo, deberán cumplir con 
lo establecido en la NORMA OFICIAL MEXICANA NOM-087-SEMARNAT-1995, que establece los 
requisitos para la separación, envasado, almacenamiento, recolección, transporte, tratamiento y 
disposición final de los residuos peligrosos biológico-infecciosos que se generan en establecimientos 
que presten atención médica.

En la Tabla 1, se desglosa la disposición de material y de RPBI que se pueden generar durante 
las sesiones prácticas de Fisiología humana, para su adecuado manejo, contención y desecho.

Tabla 1. Disposición de material y de RPBI.

Tipo Contenedor

Material que no contenga sangre 
(papel estraza, envolturas de jeringas, 

envolturas de lancetas, etc.)
Bote de basura general

Bolsa roja

Contenedor rígido rojo

Bolsa amarilla

Contenedor rígido 
blanco

Material que presente manchas 
de sangre o contengan sangre 

(papel estraza, jeringas, algodón, 
aplicadores, guantes, etc.)

Punzocortantes (lancetas, 
agujas y capilares)

Material biológico (tejidos y órganos, 
animales muertos con o sin agentes 

enteropatógenos)

Guantes Guantes

https://quimica.unam.mx/proteccion-civil-facultad-quimica/reglamento-higiene-seguridad-laboratorios-la-facultad-quimica/
https://quimica.unam.mx/proteccion-civil-facultad-quimica/reglamento-higiene-seguridad-laboratorios-la-facultad-quimica/
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Antes de iniciar la extracción de la muestra sanguínea, se debe verificar que se tenga a la mano todo  
el material necesario y además, rotulados y preparados los tubos o contenedores en los que 
se colocará la muestra obtenida para comenzar a procesarla. Para su realización, se pueden 
utilizar jeringas con aguja hipodérmica o el sistema vacutainer, que consiste en un tubo al vacío  
(Figura A2).

APÉNDICE D

EXTRACCIÓN DE UNA MUESTRA DE SANGRE

En algunas sesiones prácticas será necesario obtener una muestra de sangre (desde unas cuantas 
gotas hasta 5 a 10 mL) de algunos de los alumnos de grupo. La técnica mediante la cual se extrae 
sangre humana de una vena periférica se denomina venopunción o punción venosa. Para realizarla 
se deben seguir las siguientes indicaciones:

Punción venosa

La mayoría de las muestras se obtienen por punción venosa, aunque puede ser arterial o capilar. La 
punción más común se realiza en la vena mediana o cefálica (Figura A1). Cuando resulta difícil 
localizar la vena a puncionar, se recomienda resaltarla pidiendo al paciente que abra y cierre la mano.

Figura A1. Descripción de los patrones venosos de la fosa cubital según la propuesta 
de del Sol et al. (1988, 2007). VC: vena cefálica; VB: vena basílica; VCA: vena cefálica 
accesoria; VIC: vena intermedia cefálica; VIB: vena intermedia basílica; VIA: vena 
intermedia del antebrazo; VICo: vena intermedia del codo; EPM: epicóndilo medial 
(Corzo-Gómez, et al. 2014).

Tipo I Tipo II Tipo III Tipo IV

VC VC VC
VB VB VC

VB

VB

VC

VIB
VIC

VC

VBVB

VIB
VIA

VICo

EPM EPM
VCA

VB VB VB VB

EPM EPM EPM

VIA

VIA VC VC VIA

VIC

VC

Tipo V
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Método

Antes de empezar cualquier maniobra para la extracción de sangre, la persona que hará el 
procedimiento deberá lavarse las manos con agua y jabón, y secarlas perfectamente antes de 
colocarse guantes estériles.

Utilice una jeringa estéril de 5 o 10 mL, la cual deberá ser verificada, que el empaque que la 
contenga no esté roto y se encuentre en perfectas condiciones. Sáquela de su empaque de plástico 
y con la cubierta protectora sobre la aguja, asegúrese de que la aguja esté bien apretada dentro de 
la jeringa y que no quede suelta durante la maniobra de extracción de la muestra de sangre. Revise 
también el émbolo, que tenga libre desplazamiento dentro de la jeringa.

Descubra el brazo y coloque un torniquete por arriba (proximal) del sitio elegido para la 
punción. Pida al sujeto que abra y cierre la mano para favorecer el retorno venoso. Localice una  
vena superficial, por observación o por palpitación.

Limpie la región del brazo donde se realizará la punción con una torunda de algodón 
impregnada con alcohol. Quite el protector plástico de la aguja. Coloque la aguja paralela sobre la 
vena siguiendo su trayectoria, con el bisel de la aguja orientado hacia arriba.

Introduzca lentamente la aguja calculando que quede dentro de la vena. El ángulo de entrada 
se aconseja que sea de aproximadamente 45° en plano frontal y 45° en el longitudinal. Al colocar  
la aguja dentro de la vena, se observa en la base de la aguja, donde está unida a la jeringa, la presencia 
de sangre, lo que indica que puede proceder a la extracción de sangre.

Con una mano sujete la aguja (no la jeringa) para que no se mueva y con la otra haga la 
tracción del émbolo de la jeringa, cuidando de no mover la jeringa, lo cual se logra si utiliza tres 
dedos de la mano: dos para sujetar el émbolo y el otro para empujarlo apoyándose en el borde de la 
jeringa. Proceda a disminuir la presión, retirando el torniquete. La jeringa y la aguja siempre deben 
permanecer paralelas a la vena, nunca levantarla, ya que eso haría que la punta de la aguja dañe el 
tejido, causando alguna lesión en el interior de la vena.

Figura A2. a) Jeringa con aguja hipodérmica 
21G; b) Adaptador con aguja y tubo vacutainer®.

a)

b)
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Al terminar la extracción, coloque otra torunda de algodón humedecida con alcohol y después de 
sacar la aguja comprima durante 3 min para que no haya extravasación sanguínea a través del 
pequeño orificio de la punción. Es muy importante extraer la aguja de manera paralela sin inclinarla.

Coloque la capucha de la aguja y remueva de la jeringa con un movimiento de torsión, vacíe la 
muestra lentamente por la pared del tubo de recolección, el cual puede contener o no anticoagulante, 
según el estudio que se va a realizar.

Es importante que la sangre no se vacíe a través de la aguja, que no se presione mucho el 
émbolo y evitar la formación de espuma. Los contenedores en donde se deposite deben estar limpios 
y secos, ya que, en cualquiera de estos casos, se puede producir hemólisis.

Ventajas

Se considera el método más fácil y adecuado para obtener un volumen de sangre suficiente para llevar 
a cabo un gran número de pruebas. Se puede realizar a pacientes ambulatorios y no ambulatorios.  
La muestra puede dividirse y analizarse conforme a los requerimientos de los estudios a realizar.

Disminuye la posibilidad de error por dilución con líquido tisular o constricción de los vasos 
sanguíneos por el frío o la emoción, fenómeno que puede presentarse durante la punción capilar.

La muestra puede guardarse en refrigeración entre 4 a 10 °C bien tapada, si no es posible 
procesarla antes de 3 h. Es recomendable que las muestras no se congelen, pues en el recalentamiento 
los eritrocitos se hemolizan.

Punción cutánea

Se utiliza cuando la punción venosa resulta difícil y se requiere de pequeñas cantidades de sangre, 
suele utilizarse en niños o en casos con pacientes con quemaduras extensas.

Los sitios de elección son: lóbulos de la oreja, pulpejo del dedo y en los niños, el pulpejo del 
dedo gordo del pie o el talón (Figura A3).

Figura A3. Sitios de obtención de sangre por punción cutánea: a) pulpejo del dedo, 
b) talón y c) lóbulo de la oreja (figura tomada de https://www.sarstedt.com/es/
productos/novedades/consejo-del-mes-extraccion-de-sangre-capilar/).
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Método

Efectúe la limpieza del sitio elegido para la punción con una torunda de algodón humedecida en 
etanol al 70 %. La punción es de 2 a 3 mm con una lanceta estéril, se hará de un solo golpe y con 
rapidez. Si se realiza en el pulpejo del dedo, es conveniente que no sea cercano a la uña, pues la 
muestra podría perderse; así mismo, se recomienda hacerlo en los dedos medio o anular de la mano 
izquierda en el caso de personas diestras y mano derecha en personas zurdas.

Deseche la primera gota. Las siguientes gotas recójalas con capilares de vidrio o sobre un 
portaobjetos de acuerdo con el estudio por realizar. Puede hacerse un poco de presión a 2 cm 
aproximadamente de distancia de la punción. No exprima para evitar diluir la sangre con líquido 
tisular. Una vez colectada la muestra suficiente, aplique al lugar de la punción una torunda de 
algodón con alcohol y presione durante 5 a 10 min.

Si se requiere hacer la punción en el talón hay que frotarlo un rato para calentarlo o aplicar 
una compresa empapada con agua caliente. Si no se realiza esta acción, se podrían obtener valores 
considerablemente más altos que con sangre venosa, sobre todo en los recién nacidos.

Para realizar la punción se puede utilizar lancetas o dispositivos digitales (Figura A4), 
siempre se debe tener la precaución de que estén estériles.

Figura A4. Lanceta (a) y dispositivo para lanceta (b).

Precaución: La sangre humana y todo lo que esté en contacto con ella, una vez que sea utilizado, 
no deberá ser desechado inmediatamente al lavabo, a la basura o a los contenedores indicados de 
acuerdo con la Norma Oficial Mexicana NOM-087-ECOL-1995, que establece los requisitos para  
la separación, envasado, almacenamiento, recolección, transporte, tratamiento y disposición final  
de los residuos peligrosos biológico-infecciosos (RPBI) que se generan en establecimientos que 
presten atención médica.

Para la sangre o contenedores que contengan sangre (tubos, portaobjetos, vidrios de reloj, 
etc.) deberán ser inactivados con una solución de hipoclorito de sodio al 6 % en una dilución 1:10, 
durante 20 min, para su posterior lavado.

El material punzocortante como agujas, lancetas y capilares, deberán ser colocados en un 
contenedor rígido de color rojo y para el material como torundas con sangre y jeringas se colocarán 
en bolsas de color rojo, de acuerdo con las especificaciones marcadas para el desecho de RPBI.

a) b)
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APÉNDICE E

SOLUCIÓN FISIOLÓGICA TYRODE

Durante el curso se realizan varias prácticas con animales de laboratorio, procedentes del Bioterio 
de la Facultad de Química, durante ellas se realizan disecciones y se trabaja con tejidos y órganos 
aislados. Para el buen funcionamiento de estos tejidos y órganos es necesario mantenerlos  
hidratados o sumergidos en una solución que contenga una cantidad equilibrada de sales que  
permita su adecuado mantenimiento. Estas soluciones reciben el nombre de soluciones fisiológicas 
y están formuladas en función de los requerimientos de una especie animal o grupo de animales,  
del tejido, órgano o del experimento a realizarse.
En el laboratorio utilizaremos mamíferos roedores, ratas y ratones. Una de las soluciones 
fisiológicas utilizadas con estos organismos es la solución de Tyrode, cuya composición se presenta  
a continuación (Tabla 1):

Tabla 1. Composición de la solución Tyrode.

Para la preparación de las soluciones deberá disolverse completamente cada sal antes de añadir 
la siguiente. Las soluciones amortiguadas con bicarbonato liberan CO2 y con el tiempo tienden 
a hacerse alcalinas. Para evitar el crecimiento de microorganismos, se recomienda almacenar 
refrigerando las soluciones desde su preparación hasta su uso en la práctica, también se recomienda 
añadir la glucosa inmediatamente antes de utilizar la solución.

Componente Concentración (g/L)

NaCl

MgSO4

KCl

Glucosa

CaCl2

NaHCO3

NaH2PO4

8.0

0.2

0.2

1.0

0.15

1.0

0.04
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APÉNDICE F

INSTALACIÓN DEL PROGRAMA BIOPAC SYSTEM

A continuación, se describen los pasos para poder instalar el programa de Bipac System en cualquier 
computadora:
1. Ingresar a su navegador, puede ser Google o cualquier otro
2. En la barra del navegador escribir: www.biopac.com y presionar Enter, aparecerá la página de 

BIOPAC (Figura 1), hacer clic en Support.

Figura 1. Visualización de la 
página de Biopac System Inc.

3. Dentro del menú de BIOPAC SUPPORT, ir a donde dice Students, ahí, deberá seleccionar  
BSL Student install free lesson… y dar nuevamente Enter, ya dentro, encontrarán diferentes 
versiones que se pueden descargar, la nuestra estará entre “OLDER RELEASES”, deberán 
elegir la versión en español de BSL analysis 3.7, para Windows, si es el caso, si no, más abajo  
está la opción para MAC. La versión seleccionada aparecerá como se muestra en la Figura 2.

Figura 2. Imagen  
de selección de BSL 
Analysis. Versión en 
español.
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4. Después de hacer clic en Descargar, aparecerá la descarga, en un archivo ZIP, en este caso, en la 
parte inferior izquierda. Una vez que se haya descargado, seleccionar el folder correspondiente 
y aparecerá otra carpeta con el nombre bsl_375_Analysis, ahí debe dar clic. El programa se 
prepara para la extracción de los archivos y les aparecerá un mensaje como el que se indica con 
la flecha roja en la Figura 3. 

5. Cuando ya se han extraído los archivos de instalación, aparecerá la imagen como se muestra 
en la Figura 4, para continuar, hacer clic en “siguiente” para que comience la instalación,  
al finalizar tiene que aceptar los términos y condiciones, y de nuevo dar clic en “siguiente”. El 
programa se instalará en una carpeta por default, pero puede cambiarse la carpeta de destino  
al oprimir “Cambiar carpeta”. 

Figura 4. Instalación del 
programa Biopac System 
Inc en la computadora.

Figura 3. Extracción de archivos 
del programa Biopac System Inc 
en computadora.
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6. Cuando ha finalizado la instalación, se les avisa, de esta forma. Dar “finalizar” para salir del 
asistente de instalación (Figura 5).

Al abrirlo, observarán algo similar a lo que se muestra en la Figura 7, con todo el registro  
comprimido. Entonces, con ayuda del tutorial de Biopac System Inc, pueden ir revisando cada uno 
de los iconos que tiene el programa, las funciones y cómo hacer las mediciones de los registros. 

Figura 5. Finalizar instalación del programa 
Biopac System Inc.

7. De manera automática, el programa crea un ícono en el escritorio, para acceder al programa de 
análisis.

8. Cuando abren el programa, si tienen archivos para analizar, les aparecerá ése o esos archivos, en 
este caso Carlos-L05 como se muestra en la Figura 6.

Figura 6. Ejemplo de apertura de 
un archivo de un ejercicio realizado 
en Biopac System Inc, guardado en el  
escritorio de la computadora.
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Figura 7. Ejemplo de registro de una sesión práctica  
(Lección 5: Electrocardiografía).
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Fisiología Experimental representa el trabajo de varios años de los profesores 
que conforman el Claustro de Fisiología, en el que cada uno de ellos ha 
propuesto y realizado mejoras, aportando sus conocimientos y experiencias. 
Debido al compromiso de los integrantes del Claustro se logró compilar 
este material, el cual será útil para la enseñanza-aprendizaje de la Fisiología 
experimental y, a través de los ejercicios que se incluyen, se brinda soporte a los 
estudiantes para una integración de conocimientos afines a las carreras de 
Química Farmacéutico Biológica y Química de Alimentos.
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