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RESUMEN

Los lípidos son fundamentales en la vida de las células, su implicación directa en multitud de 

procesos celulares está contribuyendo al desarrollo de técnicas que permitan estudiarlos de 

forma exhaustiva. El empleo de técnicas como la desorción ionización mediante láser asistida 

por matriz (MALDI) en estudios de imagen de lípidos por espectrometría de masas (ILEM) está 

facilitando el estudio y caracterización de distintos organismos, tejidos y patologías. En este 

trabajo se han analizado tres secciones de pelvis, una sección de uréter y una sección de vejiga 

empleando la ILEM. Los resultados obtenidos indican que la distribución de los lípidos, a lo largo 

de los tejidos, definen correctamente las estructuras presentes en las secciones, a excepción del 

uréter. Es más, se ha obtenido una huella lipídica preliminar de la muscularis mucosae y el 

músculo propio de la vejiga. En el cáncer vesical, conocer si las células tumorales infiltran la 

mucosa y si alcanzan o no la capa muscular propia, y ser capaz de diferenciar entre ambos 

tejidos, repercute en la toma de decisiones terapéuticas. La diferencia entre sus huellas lipídicas 

podría ayudar a discernir entre ambos tipos de músculo, permitiendo un mejor estadiaje del 

cáncer de vejiga, dando lugar a diagnósticos más fiables y decisiones terapéuticas más seguras. 

1. INTRODUCCIÓN 

Se define como metabolómica al estudio, identificación y cuantificación de compuestos de bajo 

peso molecular en células, tejidos o fluidos biológicos, producto de reacciones metabólicas de 

los seres vivos, organismos o muestras biológicas.1 Permite identificar cambios sutiles en los 

perfiles metabolómicos entre sistemas biológicos, ya sea en estado fisiológico o patológico. 

Metabolitos, hormonas y moléculas señalizadoras son productos finales de la expresión génica, 

por lo que definen el fenotipo bioquímico de una célula, organismo o tejido. Por tanto, es 

indispensable tener un conocimiento pleno de la metabolómica para comprender mejor el 

vínculo entre el genotipo y el fenotipo.2 

Los avances que se están dando en la resolución espacial de técnicas como la espectrometría de 

masas (MS), junto al desarrollo de software quimiométrico, permiten determinar y comparar, 

simultáneamente, miles de componentes bioquímicos. Además, la revolución de la manera en 

la que se visualizan y estudian los procesos biológicos está facilitando el estudio de distintos 

organismos y tejidos. Recientemente, el Grupo de Espectroscopía de la universidad del País 

Vasco (UPV/EHU) ha caracterizado el riñón mediante el estudio de su perfil lipidómico.3,4 El 

presente trabajo busca continuar con dicha caracterización, expandiendo el estudio a la pelvis 

renal y las vías urinarias (uréter y vejiga). 

1.1. HISTOLOGÍA BÁSICA DE LA PELVIS RENAL Y VÍAS URIARIAS 

La pelvis renal, los uréteres y la vejiga conducen y almacenan durante un tiempo la orina 

producida en los riñones. La pared mucosa que recubre estas estructuras está formada por un 

epitelio de transición o urotelio y por una lámina propia de tejido conjuntivo. El urotelio es una 

capa de varias células (epitelio estratificado), y el tejido conjuntivo de la lámina propia puede 

variar de laxo a denso en el espesor de la pared en función de la densidad de fibras de colágeno.5 

Por otro lado, la capa muscular propia (musculatura lisa) está constituida por una capa externa 

circular y una interna longitudinal, aunque sin una definición clara. Según se avanza en las vías, 

en la última porción del uréter aparece también una capa longitudinal externa. En la vejiga 
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puede encontrarse, además, una capa muscular de la mucosa, que se separa de la mucosa propia 

por el tejido conjuntivo colagénico de la lámina propia.5 

1.2. LIPIDÓMICA 

Distintos autores han descrito la Lipidómica como el estudio de la estructura y función de todos 

los lípidos sintetizados por una única célula u organismo determinado, así como sus 

interacciones con otros lípidos, metabolitos y proteínas.6,7 

Los lípidos son anfipáticos en su mayoría, aunque no estás exentos de excepciones: algunos 

gliceroles (como los diacilgliceroles o triacilgliceroles), ceramidas, ceras y ésteres de colesterol 

son hidrofóbicos. Formados principalmente por cadenas hidrocarbonadas, constituyen la base 

funcional y estructural de las células vivas.6 Estudios sobre genética, biología celular y bioquímica 

han ayudado a comprender mejor la biología de estas biomoléculas:8 actúan como membrana 

celular delimitando la célula en el medio extracelular, su oxidación produce una gran cantidad 

de energía y participan en procesos reguladores autocrinos, paracrinos y endocrinos como 

especies señalizadores. Es decir, están involucrados en todos los procesos fundamentales de la 

célula: estructurales, de almacenamiento energético, señalización y transporte.8 

Según su estructura química, los lípidos se dividen en ocho grupos principales: ácidos grasos, 

glicerolípidos, glicerofosfolípidos, policétidos, prenoles, sacarolípidos, esfingolípidos y esteroles 

(Tabla 1).9 En este estudio se analizarán los glicerofosfolípidos y esfinglípidos. 

Tabla 1.- Clasificación de las familias lipídicas en función de su estructura química, abreviaturas 

en inglés y principales funciones biológicas. Adaptado de (9). 

Familias lipídicas Abreviatura Función principal 

Ácidos grasos FA Componentes de lípidos complejos 

Glicerolípidos GL Almacenamiento energético 

Glicerofosfolípidos GP Lípidos señalizadores y estructurales 

Policétidos PK Precursores de otras moléculas, antimicrobianos 

Prenoles PR Precursores de vitaminas, transporte celular, antioxidantes 

Sacarolípidos SL lípidos estructurales 

Esfingolípidos SP Reconocimiento celular y transducción de señales 

Esteroles ST lípidos señalizadores y estructurales 

 

1.2.1. Ácidos Grasos (FA) 

Son, comúnmente, los principales componentes de lípidos más complejos.10 Distribuidos en 14 

subclases, los más comunes, en mamíferos, son aquellos que presentan un ácido carboxílico 

unido a una cadena hidrocarbonatada par, alifática e hidrofóbica, con un número de 

insaturaciones comprendido entre 0 y 6, que no presenta ramificaciones11. La Figura 1 muestra 

algunos de los FA característicos de los mamíferos. 
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Figura 1.- Ejemplos de ácidos grasos comunes en células de mamífero. A.- FA saturados: ácido 

palmírico (C:16) y esteárico (C:18). B.- FA mono y diinsaturados: ácido oleico (C18:1) y linoleico 

(C18:2). C.- FA poliinsaturados: ácido araquidónico (C20:4) y docosahexaenoico (C22:6). 

Tomando el ácido oleico como ejemplo, la nomenclatura C18:1 indica que su cadena 

hidrocarbonatada tiene 18 átomos de carbono y que presenta 1 insaturación. Imagen adaptada 

de (12). 

1.2.2. Glicerofosfolípidos (GP) 

Son el componente principal de la membrana celular. Están formados por un esqueleto de 

glicerol que presenta, generalmente, cadenas saturadas en la posición sn-1, cadenas con un 

número variable de insaturaciones en la posición sn-2 y una cabeza hidrofílica en la posición sn-

3. La unión entre la posición sn-1 y la cadena de la posición sn-2 puede darse mediante un enlace 

éster, éter (o) o vinil-éter (P). El grupo funcional unido en la posición sn-3 indicará la subclase 

glicerofosfolipídica13, tal y como se muestra en la Figura 2. 

Los GP más abundantes en mamíferos son las glicerofosofoetanolaminas (PE), 

glicerofosfoinositoles (PI), glicerofosfogliceroles (PG), glicerofosfoserinas (PS) y 

glicerofosfocolinas (PC), constituyendo estas últimas el 50% de la masa total de los GP.13 
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Figura 2.-Estructura de los glicerofosfolipidos. Teniendo como ejemplo una glicerofosfocolina: 

puede observarse el esqueleto principal de glicerol (rojo), al que se han unido dos ácidos grasos, 

en la posición sn-1 (16:0) y sn-2 (18:1) (color azul) y un grupo colina en la posición sn-3 (verde). 

En función del sustituyente se forman distintos GP. La diversidad de las subclases de esta familia 

de lípidos es relativamente elevada, si se tienen en cuenta las tres posibles uniones entre los 

ácidos grasos y el esqueleto del glicerol. Imagen adaptada de (12). 

1.3.3. Esfingolípidos (SP) 

Los esfingolípidos desempeñas funciones tales como la modulación de la fosforilación y 

acetilación de proteínas transcriptoras, como proteínas represoras o reguladoras (es decir, 

regulación de proceso de expresión génica)14. Por ello, son esenciales en el reconocimiento 

celular y en la transducción de señales. Están compuestos por un una base esfingoide, 

destancando en mamíferos la esfingosina y la esfinganina (dihidroesfingosina), de cadenas de 

18 carbonos.14 

Las ceramidas (Cer), conocidas como las precursoras de las demás especies esfingoides, se 

forman cuando un ácido graso se une por un enlace amina en la posición sn-2. Su fosforilación 

y posterior unión con colinas produce los esfingolípidos más abundantes de la membrana 

celular: las esfingomielinas (SM); mientras que su unión con azúcares forma cerebrósidos 

(HexCer).15 En la Figura 3 se muestra un esquema de la estructura de los SP. 
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Figura 3.- Estructura de los esfingolípidos. Sirviendo de ejemplo una esfingomielina, se aparecía 

una base esfingoide (rojo) que puede presentar distintas hidroxilaciones. En función del 

sustituyente en la cabeza (verde) se forman distintos esfingolípidos. Imagen adaptada de (12). 

La importancia de los lípidos en la vida de las células, y su implicación directa en multitud de 

procesos celulares, está contribuyendo al desarrollo de técnicas que permitan estudiarlos de 

forma exhaustiva. El empleo de la espectrometría de masas para el estudio de la lipidómica ha 

ido en aumento a lo largo de la última década, en gran medida gracias a los avances de 

resolución espacial que se están teniendo lugar alrededor de esta técnica.1,16,17 

1.4. ESPECTROMETRÍA DE MASAS (MS) 

Esta técnica analítica permite la identificación de especies moleculares, a partir de su relación 

masa/carga (m/z). Para ello, las muestras deben transferirse a fase gas e ionizarse. La detección 

y cuantificación de estas especies gaseosas permite obtener un espectro de masas que muestra 

la abundancia relativa de las mismas en función de su m/z.18 Este análisis se lleva a cabo 

mediante un espectrómetro de masas, siendo sus componentes principales la fuente de iones y 

el analizador de masa, pues son aquellos que definirán la resolución espacial y la sensibilidad de 

los experimentos, respectivamente.  

1.5. FUENTES DE IONES  

Por lo general, las fuentes de iones se agrupan en fuentes de ionización duras, como el impacto 

electrónico, o fuentes de ionización blandas, como la ionización química. La elección del tipo de 

fuente determinará la resolución espacial y el número de biomoléculas que pudieran ser 

identificadas.19 Al emplear fuentes de ionización duras se generan multitud de fragmentos que 

se traducirán en un espectro de masas complejo de analizar. Por el contrario, los espectros 

obtenidos empleando una fuente de ionización blanda son más sencillos, facilitando su análisis. 

El método de desorción/ionización mediante láser asistida por matriz (MALDI) es uno de los más 

populares, gracias su capacidad de transferir a fase gas biomoléculas de bajo y alto peso 

molecular, la sencillez de la preparativa de la muestra y la robustez frente a sales e impurezas.20 

1.5.1 Desorción/Ionización mediante láser asistida por matriz (MALDI) 

La desorción/ionización por láser (LDI) emplea radiación láser ultravioleta (UV) o infrarrojo (IR) 

para desorber los compuestos de la muestra analizada in situ. Consiste en la co-cristalizar la 
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muestra con una sustancia orgánica con bandas de absorción en la longitud de onda de emisión 

de un láser. Al incidir éste sobre la muestra, vaporiza la matriz liberando, intactas, las moléculas 

del analito. Además, si se emplea una matriz ácida (polaridad positiva) o básica (polaridad 

negativa), se consigue que los analitos queden cargados y listos para su análisis.19 

La co-cristalización de matrices orgánicas junto a las muestras facilita la transferencia de iones 

a fase gaseosa evitando, durante el proceso, la fragmentación de las biomoléculas, en la medida 

de lo posible. Es por ello que, actualmente, MALDI es el método LDI con mayor desarrollo y uso. 

El haz láser incide sobre la matriz, y se produce una transferencia de energía hacia la muestra, 

cargando las moléculas y generando aductos (especies sodiadas, potasiadas, etc.) tal y como 

puede verse esquematizado en la Figura 4.20 

 

Figura 4.- Esquema del proceso de ionización blanda obtenido mediante MALDI. Adaptado de 

(12). 

Una de las ventajas que presenta MALDI frente a otro tipo de ionizaciones blandas, como puede 

ser la de electrospray (ESI) es que no es común que los analitos ionizados presenten más de una 

carga (tanto positiva como negativa), por lo que la simplicidad del espectro es aún mayor. Sin 

embargo, la técnica no está exenta de inconvenientes. Y es que la matriz orgánica también se 

fragmenta, por lo que, si no se realiza un buen procesado de datos, los fragmentos generados 

de la matriz podrían enmascarar los analitos de interés por supresión iónica.20 

1.5.2 MALDI-IMS 

En este trabajo se ha utilizado uno de los avances más innovadores de la Espectrometría de 

masas, denominada Imagen por Espectrometría de Masas (IMS), o ILEM en este caso (Imagen 

de Lípidos por Espectrometría de Masas). Esta técnica permite identificar biomoléculas in situ 

en un tejido aportando, además, información relevante sobre su disposición espacial a lo largo 

de la muestra, con una resolución espacial comprendida entre tres y 200 μm.20 Aprovechando 

la capacidad de reconstrucción de las distribuciones de los analitos de interés que ofrece MALDI, 

es posible añadir una nueva dimensión a la información generada durante un experimento de 

MS, siendo posible alcanzar resoluciones subcelulares.20,21 
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Además de no requerir marcado previo de las muestras (a diferencia de otros análisis como los 

inmunohistoquímicos), la preparación de muestra es mínima si se compara con técnicas más 

tradicionales empleadas en bioanálisis.19 Un experimento ILEM genera un mapa de 

distribuciones de todas las moléculas detectadas en el área explorada. Respetando una 

separación espacial mínima entre espectros, es posible obtener la distribución espacial, en dos 

dimensiones, de las especies moleculares a lo largo del tejido. Aplicado al estudio de las vías 

urinarias, es posible identificar distintas regiones histológicas del riñón en base a la composición 

lipídica de sus estructuras (Figura 5).  

 

Figura 5.- Esquema del análisis de datos en un experimento ILEM. Se define el área a explorar 

una vez depositada la matriz sobre la muestra, obteniéndose un espectro en cada punto. Cada 

m/z en el espectro se convierte, mediante el uso de software adecuado, en la imagen de la 

distribución de una molécula (lípidos en este caso). Finalmente, se tiñe el tejido y mediante 

información óptica y análisis estadístico es posible identificar y comparar distintas regiones de 

interés, pudiendo generar modelos de clasificación e identificar biomarcadores de diversas 

patologías. 

1.6. PREPARACIÓN DE MUESTRAS 

La correcta preparación de las muestras es imprescindible si se quiere obtener una imagen con 

una gran resolución espacial. En este tipo de ensayos la matriz ha de formar cristales de 

aproximadamente una micra, depositarse de forma uniforme a lo largo de la muestra y permitir 

obtener la máxima intensidad de señal.22 

En este sentido, el 1,5-diaminonaftaleno (DAN, Sigma-Aldrich Chemie, Dteinheim, Germany, 

(Figura 6) ha demostrado, en estudios anteriores, ser una matriz óptima para la detección de 

lípidos en el modo de ionización negativo.22 Permite detectar múltiples familias lipídicas con una 

alta resolución espacial y bajo ruido de fondo dotando a las muestras, además, de la estabilidad 

necesaria para soportar tiempos de adquisición de datos elevados. 
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Figura 6.- Estructura de la matriz orgánica empleada durante el estudio, 1,5-diaminonaftaleno; 

masa exacta: 158.0844 Da. 

Una correcta preparación de muestra también requiere de una adecuada deposición de la matriz 

sobre el tejido a analizar. Estudios realizados previamente por el Grupo de Espectroscopía de la 

UPV/EHU, han demostrado que el proceso de sublimación es el más adecuado para este fin, 

pues permite optimizar, de forma más controlada, la cantidad total de matriz que se deposita 

sobre la muestra.23Es más, permite alcanzar resoluciones espaciales mayores en comparación 

con las obtenidas empleando otras técnicas como el esprayado. Esto se debe a que el proceso 

de sublimación no requiere del uso de disolventes orgánicos, por lo que se omiten posibles 

interacciones no deseadas, como la migración de los lípidos.24 

1.7. ANALIZADOR DE MASAS 

Como se ha indicado con anterioridad, uno de los mayores inconvenientes de la ILEM es la 

presencia de iones de bajo peso molecular (<500 Da) correspondientes a la matriz, pues 

interfieren en la detección de los iones de interés. Por ello, es imprescindible que el 

espectrómetro de masas presente un analizador de masas con alta sensibilidad y resolución en 

masas. Los primeros analizadores de masas empleados en ILEM fueron los detectores de tiempo 

de vuelo (TOF),25 y hoy en día se complementan con analizadores de trampa iónica como el 

Orbitrap, ampliamente utilizado en estudios lipidómicos, gracias a su elevada resolución de 

masas.26 

El analizador Orbitrap está formado por un electrodo inerte rodeado por dos electrodos 

cóncavos, entre los cuales se genera un campo eléctrico. Cuando los iones pasan a través de la 

trampa iónica, se mantienen en orbitación, oscilando axialmente alrededor del electrodo inerte. 

Las frecuencias orbitales de los iones son proporcionales a su (m/z)1/2, por lo que variarán en 

función de la relación m/z de las especies. Una vez detectadas, se genera un espectro de 

frecuencias del que se pueden extraer las relaciones m/z mediante transformada de Fourier (FT), 

obteniendo así un espectro de masas (Figura 7).27 

 

Figura 7.- Analizador de masas FT Orbitrap. Los iones generados durante la desorción/ionización 

de la matriz entran a la trampa iónica de forma tangencial. En su interior, oscilan 

proporcionalmente a su relación (m/z)1/2. Haciendo la FT del orbitograma, se obtiene un espectro 

de frecuencias, y de ahí, el espectro de masas. 
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Una de las ventajas que presentan los detectores Orbitrap es que, gracias a su elevada resolución 

másica, son capaces de obtener la composición elemental de los iones detectados. Sin embargo, 

los archivos de datos generados en los experimentos pueden aumentar su tamaño en gran 

medida; ello dependerá de la resolución y del rango de masas empleando durante el análisis. 

1.8. SEGMENTACIÓN 

Una de las grandes ventajas que presenta la ILEM, sobre otras técnicas, es la posibilidad de 

representar las distintas especies detectadas. Es más, el uso de algoritmos de agrupamiento 

jerárquico, que permiten organizar los píxeles generados en función de la similitud de los 

correspondientes espectros, posibilita identificar las estructuras con una huella lipídica similar, 

reproduciendo la arquitectura del tejido.  

El método de segmentación k-means agrupa el conjunto de datos en un número prefijado de 

segmentos (clústeres). En este trabajo se ha empleado una variante, desarrollado por el Grupo 

de Espectroscopía, de este algoritmo de segmentación: el Análisis Divisivo Jerárquico de Rango 

Completo (HDC-RC).28 Este algoritmo permite agrupar los píxeles en regiones con una huella 

lipídica similar, que posteriormente se identifican con las distintas áreas histológicas del tejido. 

En primera instancia, el experimento se divide en dos segmentos diferentes a partir de aquellos 

píxeles con menor correlación entre sí. El proceso se repite sucesivamente hasta alcanzar el 

número de segmentos definido para cada experimento. La correlación de los clústeres se 

visualiza en base a una escala de color: cuanto más próximos están los colores entre sí en la 

escala cromática, mayor es la similitud entre las huellas lipídicas de las áreas. 

El número máximo de segmentos que se suele emplear es de 300, pero ha de tenerse en cuenta 

que, lo ideal, es trabajar con el menor número de clústeres posibles a la hora de seleccionar las 

regiones histológicas, con ayuda de los patólogos. Ello se debe a que, al aumentar el número de 

segmentos, pueda estar forzándose al algoritmo a realizar segmentaciones que verdaderamente 

no existen, pudiendo estar distorsionándose la estructura real del tejido. 

2. OBJETIVOS 

El objetivo del presente trabajo es el análisis del perfil lipidómico de la pelvis renal, uréteres y 

vejiga humana mediante ILEM. Se busca completar la caracterización lipídica del sistema 

urinario, nunca antes realizada e iniciada recientemente con la caracterización de la nefrona,3,4 

como paso previo para un posterior estudio metabólico más amplio que involucre el estudio de 

los tumores que se originan en estas estructuras. También, y con el objetivo de acercar la técnica 

a los laboratorios de nuestros hospitales, se pretende estudiar el potencial de la ILEM como 

herramienta de apoyo en el diagnóstico anatomopatológico de lesiones neoplásicas y no 

neoplásicas de riñón y vías urinarias. 

3. MATERIALES Y MÉTODOS 

3.1. RECOLECCIÓN DE MUESTRAS DE UROTELIO Y PÉLVIS HUMANAS 

La recogida de las muestras para este estudio tiene el aval del Comité de Éticade Euskadi (CEIm 

20-19, código interno: PI+Ces-BIOEF 2020-12) 

Las muestras fueron seleccionadas y recogidas en el Hospital Universitario de Galdakao-

Usansolo. Los pacientes presentaban tumores renales y de vías urinarias, cuyos tejidos no 
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tumorales también se guardaron (en fresco) para estudios descriptivos como el que se presenta 

en este TFM. 

Se realizaron cortes histológicos, de 10 µm de espesor, de tres pelvis, un uréter y una vejiga para 

su posterior análisis por ILEM, así como para su tinción por hematoxilina-eosina y posterior 

estudio histológico. 

3.2. SUBLIMACIÓN DE LA MATRIZ 

El sublimador empleado a lo largo del estudio ha sido creado y diseñado por el propio Grupo de 

Espectroscopía de la UPV/EHU.29 Contiene en su interior una placa calefactora, unida a un 

termopar, sobre el que se deposita la matriz. El portaobjetos se coloca sobre una placa en 

contacto con una célula Peltier, que será la encargada de mantener la temperatura de la muestra 

a 5°C. Una vez cerrado el sublimador, la muestra queda dispuesta a 1 cm de distancia sobre la 

matriz. Entonces, el sistema se conecta a una bomba de vacío (Pfeiffer Vacuum, model DUO 2.5, 

Germany) y se fija una presión de 0.1 mbar. Finalmente, el sistema se conecta, durante ocho 

minutos, a una fuente de calor a 123°C. En la Figura 8 se muestran los componentes del 

sublimador. 

 

Figura 8.- Componentes del sublimador desarrollado por el Grupo de Espectroscopía: A.- Placa 

calefactora sobre la que se deposita la matriz; por debajo de ella se encuentra el termopar que 

controlará su temperatura. B.- Placa sobre la que se sujeta la muestra con el tejido que desea 

sublimarse. C.- Vista lateral de la placa observada en B; está unida a dos células Peltier que 

enfriarán la muestra; están conectadas a un segundo termopar que indicará su temperatura. D.- 

Imagen del sublimador cerrado. E.- Sistema completo, el sublimador está unido al sistema 

Peltier, a una bomba de vacío y al sistema de calefacción, respectivamente. Imagen adaptada 

de (12). 
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Las condiciones de distancia entre la muestra y la matriz, la presión y la temperatura empleadas 

han sido optimizadas para depositar, aproximadamente, 0.15 mg/cm2 de DAN sobre las 

muestras. Estudios previos han demostrado que ésta es la cantidad de matriz óptima para 

alcanzar la mejor resolución espacial posible.23 

3.3. ANÁLISIS ILEM 

Los experimentos de ILEM se realizaron empleando un MALDI-LTQ-Orbitrap XL (ThermoFischer, 

Figura 9), equipado con un láser de N2.30 Se trabajó con el espectrómetro en modo Orbitrap, en 

polaridad negativa. La adquisión de datos se llevó a cabo a una resolución en masas de 60000 a 

una m/z = 400 Da, en un intervalo comprendido entre los 550-1000 Da, empleando una 

resolución espacial de 50 μm. El registro de medidas se hizo con dos microescáneres de 10 

disparos láser (20 disparos en total) para cada pixel, con una energía de 15 μJ y un tamaño de 

pixel de 50 μm. 

 

Figura 9.- MALDI-LTQ-Orbitrap XL (Thermo Fisher Scientific) empleado para la adquisición de 

datos. 

3.4. TINCIÓN DE HEMATOXILINA Y EOSINA (H&E) 

La obtención de imágenes de tinción es imprescindible para identificar y comparar distintas 

áreas del tejido en un estudio histológico. Por ello, tras el experimento de ILEM las muestras se 

limpiaron para una posterior tinción de hematoxilina y eosina (Sigma-Aldrich, Madrid, España). 

Resumiendo, las muestras se sumergieron en etanol al 70% durante aproximadamente 1 

minuto, eliminando de este modo la matriz de la superficie del tejido. Tras un proceso de 

hidratación mediante baños consecutivos empleando un gradiente etanol/agua, los tejidos se 

sumergieron en baños de hematoxilina y eosina durante cinco y dos minutos, respectivamente. 

A continuación, se llevó a cabo la deshidratación mediante baños sucesivos empleando un 

gradiente que comienza con agua y finaliza con etanol 100%. Finalmente, se montaron los portas 

empleando ftalato de dibutilo en xileno (DPX) y se limpiaron con un poco de etanol puro. 

La hematoxilina tiñe de color azul oscuro/violeta los ácidos nucleicos (el núcleo), mientras que 

la eosina tiñe de color rosado/rojizo especies básicas inespecíficamente (citoplasma y matriz 
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extracelular). Las muestras se escanearon en el PIE (Plentzia Marine Station, UPV/EHU, Plentzia, 

Bizkaia) mediante un escáner NanoZoomer S210 Digital. 

3.5. PROCESADO DE DATOS 

A pesar de que el tratamiento de muestra es relativamente sencillo en comparación con otras 

técnicas, los estudios realizados por ILEM generan una cantidad inmensa de datos que deben 

ser tratados, comenzando con disminución de su tamaño, extrayendo la información más 

relevante. Para ello, se realiza una rutina que extrae la posición de los picos de los espectros a 

cada pixel.31 

El procesado de datos consiste en una obtención inicial del espectro promedio, seguido de la 

segmentación de la imagen en áreas con huella lipídica similar (clustering); la asignación lipídica 

y el estudio de su distribución a lo largo del tejido y, finalmente, el tratamiento estadístico de 

los datos extraídos. Desafortunadamente, el número de muestras obtenido no permite un 

tratamiento estadístico riguroso de los resultados. 

3.5.1. Obtención del espectro 

Inicialmente, se extrae la información de cada uno de los píxeles generados durante el 

experimento de ILEM, éstos serán los que conformen el espectro final. La selección de picos se 

lleva a cabo empleando el método Simple Peak Finding (SPF).32 Los espectros generados han sido 

procesados empleando un software propio, desarrollado sobre Matlab (MathWorks, Natick, 

USA). 

Durante la selección de picos se aplica una ventana de 0.02 Da para la separación entre picos 

cuando se están extrayendo los datos. A continuación, y con el objetivo de disminuir el tamaño 

de los archivos generados, se eliminan aquellos picos que presentan una intensidad relativa 

inferior al 0.5% respecto al más intenso. Este proceso se realiza para cada uno de los espectros 

obtenidos. Los espectros reducidos se alinean, tolerando una desalineación máxima entre picos 

de 0.02 Da. Finalmente, los espectros son normalizados (por cada experimento) empleando un 

algoritmo de corriente total de iones (TIC).33 

3.5.2. Segmentación  

La segmentación de los píxeles se llevó a cabo utilizando el algoritmo HDC-RC previamente 

descrito. La identificación de los segmentos con los diversos tipos de tejido de las muestras se 

llevó a cabo con la ayuda de las observaciones anotadas por el doctor Jon Danel, patólogo del 

Hospital Universitario de Donosti. 

 3.5.3. Asignación lipídica 

La asignación de lípidos se llevó a cabo comparando los valores de m/z experimentales con las 

masas teóricas de las especies recogidas en el software desarrollado por el Grupo de 

Espectroscopía, que cuenta con una base de datos generado in sillico con más de 33000 especies 

lipídicas y correspondientes aductos. También se hizo una comparación con la base de datos de 

LIPIDS MAPS (www.lipidsmaps.org). 

Hay que tener en cuenta que los lípidos son biomoléculas que tienden a formar aductos. 

Además, son moléculas lábiles, propensas a fragmentarse con facilidad generando aductos 

menos evidentes que pueden interferir con las señales de los lípidos de interés. Por ello, es 

http://www.lipidsmaps.org/
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necesario realizar espectrometrías de masas en tándem (MS/MS o MS/MS2), fragmentando 

iones específicos en una sección del tejido para obtener información adicional sobre la 

estructura molecular. 

Aun así, no es posible diferenciar entre los enlaces éter y vinil-eter (O/P) que presentan los 

glicerofosfolipidos; ni distinguir las glicerofosfocolinas (PCs) de las gliceroetanolaminas (PEs), 

especies isobaras (sería necesario realizar un MS/MS3). Estudios previos realizados por el Grupo 

de Espectroscopía34 han concluido que, empleando el modo de ionización negativo, las PE se 

detectan con mayor intensidad. Así mismo, parece ser que las especies PE-P y PC-O tienen una 

mayor abundancia relativa en mamíferos, respecto a sus especies isobaras.35,36 

Independientemente de ello, no puede descartarse con total seguridad la presencia de las otras 

especies. 

3.5.4. Análisis estadístico 

A pesar de no haberse obtenido un número de muestras suficiente para realizar un análisis 

estadístico de los resultados, sigue siendo necesario realizar un filtrado de las especies que han 

sido asignadas. 

Para evitar en la medida de lo posible la variabilidad intermuestral, se trabaja únicamente con 

aquellas especies de lípidos reproducibles en los experimentos. Estas especies han sido 

seleccionadas atendiendo a la regla del 80%: sólo se tienen en cuenta aquellas especies que 

estén presentes en al menos un 80% de las muestras analizadas. Realizado el primer cribado, se 

eliminan del estudio los aductos de la matriz (DAN) y aquellas especies cuya asignación es 

dudosa. 

4. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

4.1. DESCRIPCIÓN DE LA PÉLVIS RENAL 

Se analizaron secciones de pelvis renal de tres pacientes, apreciándose un cambio considerable 

en la morfología de las muestras, poniendo de manifiesto la necesidad de contar con una 

cohorte amplia de muestras.  En la imagen histológica de la primera de las secciones (Figura 10), 

destaca un ribete de superficie correspondiente al urotelio, un epitelio transicional especial que 

recubre la pelvis renal, los uréteres, la vejiga y la uretra. Bajo esta capa se encuentra el estroma 

subepiterial o lámina propia (epitelial), que muestra una elevada laxitud edematosa. El espesor 

del tejido colagénico varía en función de la región de la muestra. La compactación de los haces 

de colágeno aumenta a medida que se adentra en el tejido.  Es decir, dentro de esta sección 

pueden diferenciarse dos regiones, una más compactada y otra más laxa.  
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Figura 10.- Detalle de la tinción de H&E. A.- Imagen histológica de la primera sección de pelvis 

renal; B.- Epitelio estratificado del urotelio (ET) y lámina propia (LP) a 10x; C.- Tejido colagénico 

(conjuntivo) laxo (TCL) y denso (TCD) a 2.5x, correspondiente a una zona de la lámina propia más 

compacta; D.- Epitelio transicional (urotelio) y lámina propia edematosa (LPE) (el tejido 

colagénico laxo evoluciona hacia el denso a medida que se avanza en profundidad) a 2.5x. 

Una vez interpretada la imagen histológica, se compararon con la segmentación generada en los 

experimentos de ILEM. Si bien es cierto que no se ha obtenido una región que correlacione con 

el urotelio, debido a la resolución espacial empleada, en la Figura 11 se aprecia cómo la 

segmentación concuerda con las anotaciones indicadas por el patólogo. No solo se han 

identificado huellas lipídicas diferentes entre la zona de la lámina propia más laxa y la zona de 

la lámina propia más compacta, sino que, además, existe una subdivisión dentro de ambas zonas 

que podría coincidir con las zonas más laxas (edematosas) y zonas de mayor compactación del 

colágeno (denso) dentro de dicho tejido conjuntivo. 
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Figura 11.- A.- Tinción H&E, distribución de algunos de los lípidos con mayor intensidad relativa 

a lo largo del tejido y segmentación obtenida a partir de ellas.  B.- Superposición de la 

segmentación y la imagen histológica. A pesar de no haber obtenido un segmento que 

correlacione con el epitelio de transición (ET), las demás regiones del tejido parecen estar bien 

definidas: la lámina propia edematosa (LPE), o zona de la lámina propia más laxa con menor 

compactación de las fibras de colágeno, ha sido segmentada en dos regiones, una violeta que 

coincide con la zona más edematosa y próxima al urotelio, y una turquesa más próxima al tejido 

colagénico más compacto.  Por su parte, la zona del tejido colagénico, o zona de la lámina propia 

más densa con mayor compactación de las fibras de colágeno, también ha sido segmentado en 

dos regiones: una de color rojo, donde los haces de colágenos están más compactados (TCD), y 

una de color verde, donde parece que el tejido es más laxo (TCL).  

La Figura 11 muestra que la segmentación obtenida mediante ILEM describe correctamente la 

morfología del tejido. En la Figura 12 puede observarse la alta resolución que se obtienen al 

emplear el algoritmo de segmentación, capaz de diferenciar las distintas regiones de la vejiga y 

la pelvis, debido a que cada área de los segmentos presenta una composición lipídica diferente. 

Aumentando la resolución de dicho experimento, sería posible estudiar y discernir mejor entre 

la morfología del tejido colagénico laxo y denso. Es más, se podría caracterizar la 

subestratificación en tres capas que presenta el epitelio de transición. 

De hecho, estudios realizados por el Grupo de Espectroscopía han demostrado, en numerosos 

tejidos, que la distribución de los lípidos define a la perfección no sólo la estructuración del 

tejido, sino las regiones afectadas por distintas patologías.3, 4, 12, 37, 38 
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Figura 12.-Tinción H&E, distribución de algunos lípidos a lo largo del tejido, segmentación 

obtenida mediante ILEM y su superposición con las tinciones en pelvis (A) y vejiga (B). Las 

distintas distribuciones de los lípidos a lo largo del tejido generan una huella lipídica específica, 

y el conjunto de estas huellas permite la segmentación del tejido. La primera escala cromática 

indica la intensidad relativa de las especies, donde el color azul evoluciona hacia el amarillo con 

el aumento de intensidad. Así, la presencia de PI 38:4 es mayor en el tejido colagénico más 

compactado en pelvis (A), y mayor en la muscularis mucosae en vejiga (B); por su parte, la SM 

34:1 es más abundante en el tejido colagénico más laxo (A) y en el músculo propio (B). La segunda 

escala cromática indica la correlación entre segmentos, cuanto más alejados los colores entre sí, 

menor correlación existe entre las huellas lipídicas de los mismos. En la imagen superpuesta se 

aprecia como la segmentación reproduce a la perfección la estructura del tejido. 

En la segunda sección analizada (Figura 13) vuelve a observarse el epitelio transicional y lámina 

propia con zonas más laxas (13B y 13C) y más densas (13D). Las zonas más compactadas 

corresponden a tejido colagénico conectivo, aunque cupiera la posibilidad de que se tratase de 

músculo propio. También se observa una vénula (estructura vascular), aunque lo más destacable 

son los dos pequeños folículos (agrupaciones) linfoides (13E). 

 

Figura 13.- Imagen histológica de la segunda sección de pelvis. A.- Tinción H&E de la segunda 

sección de pelvis renal B.- Tejido conectivo laxo (TCL) de la lámina propia a 2.5x. C.- Urotelio (U) 

y tejido colagénico laxo (TCL) a 10x. D.- Tejido colagénico denso (TCD) de la lámina propia. E.- 

folículos linfoides (FL) y vénula (V) a 5x; parecen tratarse de folículos secundarios, donde se 

aprecia una zona de crecimiento en el centro y un ribete que rodea la estructura. 
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El tejido linfoide es una organización especial del tejido conjuntivo, integrado por fibras 

reticulares, fibroblastos y linfocitos en su gran mayoría. Ante una agresión de cualquier tipo, los 

linfocitos se activan y se agrupan en una disposición esférica u ovoide denominada folículo 

linfoide. En individuos que no han recibido una estimulación antigénica elevada o no han 

desarrollado una repuesta inmunológica, los folículos se agrupan en forma de esferas uniformes 

denominados folículos linfoides primarios. Cuando la estimulación es elevada o se ha producido 

una respuesta inmunológica se forman folículos linfoides secundarios, una respuesta inmune 

adaptativa.39 

Al igual que en el caso anterior, la segmentación obtenida mediante ILEM describe 

correctamente la morfología tejido (Figura 14). 

 Una forma de determinar si las regiones más compactas corresponden a tejido colagénico de la 

lámina propia o a músculo liso sería aumentar el número de muestras analizadas. 

Adicionalmente, se podría comparar la huella lipídica extraída del segmento que correlaciona 

con ese tejido con la huella lipídica de segmentos, de otras muestras, correctamente 

identificados como tejido colagénico o músculo liso. De este modo podría discernirse, por 

similitud de huellas lipídicas, entre ambos tipos de tejido. 

 

Figura 14.- A.- Tinción H&E de la segunda sección de pelvis, distribución de algunos de los lípidos 

con mayor intensidad relativa a lo largo del tejido y segmentación obtenida a partir de ellas.  B.- 

Superposición de la segmentación y la imagen histológica. No ha podido identificarse el urotelio 

(U); y el segmento correspondiente al tejido colagénico laxo (TCL) de la lámina propia no 

correlaciona adecuadamente, pues la resolución espacial del experimento de ILEM no es 

suficiente. No obstante, los folículos linfoides (FL) y el tejido conectivo denso (TCD) están bien 

identificados. Aumentar la resolución del experimento de ILEM permitiría encontrar diferencias 

entre la zona central y exterior de los folículos. 
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En la tercera sección de pelvis (Figura 15) se aprecian las mismas estructuras que en el caso 

anterior: urotelio, lámina propia con tejido edematoso laxo y compacto, y algunas estructuras 

vasculares. 

Lo más relevante del tejido se observa tras la segmentación de ILEM, pues se han detectado 

unas estructuras circulares que no son visibles en la imagen de tinción H&E (Figura 16). 

 

Figura 15.- Imagen histológica de la tercera sección de pelvis. A.- Tinción de H&E. B.- Tejido 

colagénico (TC) y tejido edematoso (TE) a 2,5x, se observan dos vénulas (V). C.- Urotelio a 10x. 

Figura 16.- A.- Tinción H&E de la tercera sección de pelvis, distribución de algunos de los lípidos 

con mayor intensidad relativa a lo largo del tejido y segmentación obtenida a partir de ellas.  B.- 

Superposición de la segmentación y la imagen histológica. En esta ocasión sí ha sido posible 

obtener un segmento, de color marrón oscuro, que correlacione con el urotelio (U). La región del 

tejido edematoso tiene tan poco tejido que no ha sido posible distinguirlo, a esta resolución, de 

la matriz. Un segmento de color azul oscuro coincide con las áreas de tejido colagénico denso 

(TCD). En tonos turquesa y azul claro parecen existir unas estructuras que rodean las vénulas. 

En el uréter y, mayoritariamente, en la vejiga, la capa muscular propia que se encuentra entre 

la mucosa y la adventicia (o serosa) está organizada en tres estratos: las fibras musculares de 
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dos de los estratos longitudinales interno y externo se disponen de forma longitudinal, siguiendo 

el tracto del tubo excretor (uréter). Entre ellas, se encuentra el estrato circular medio, una capa 

de músculo liso dispuesta de forma circunferencial. En conjunto, estas capas forman el músculo 

detrusor, encargado de expulsar la orina cuando se contrae.5, 40  

Cuando el tejido se corta, esa disposición adopta la forma de esfera de haces musculares. En 

este sentido, es poco probable que en un corte de pelvis se esté observando músculo propio. 

No obstante, atendiendo a la superposición de las imágenes de la Figura 16, se aprecia una 

estructura vascular en el centro de estas esferas. Es posible que los segmentos de color azul 

estén correlacionando con el músculo de la pared venosa, aunque histológicamente esta 

suposición no es acertada, pues habría demasiado músculo para una vena de pequeño calibre. 

Sería más correcto pensar que se tratase de la adventicia de la vénula, con mayor compactación 

colagénica.  

Al igual que en los casos anteriores, analizar un número de muestras mayor puede ayudar a 

discernir entre el tipo de estructuras que se están detectando. 

4.2. DESCRIPCIÓN DEL URÉTER 

El uréter y la vejiga presentan pequeños cambios anatómicos respecto a la pelvis, siendo el 

cambio principal la disposición más estructurada del músculo propio5. En la imagen histológica 

se visualiza el ribete uroterial, una zona colagénica laxa que parece estar delimitada por una 

región que posiblemente sea músculo y un plexo vascular del que puede intuirse una leve pared 

celular (Figura 17). 

 

Figura 17.- Imagen histológica de sección de uréter. A.- Tinción de H&E. B.- plexo vascular a 5x. 

C. Músculo propio (MP) y tejido conjuntivo colagénico laxo (TCL) a 2,5x. D.- Urotelio (U) a 10x. 
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 Desafortunadamente, el experimento de ILEM no se ha captado correctamente, por lo que el 

software no ha sido capaz de segmentar la muestra adecuadamente. Además, no ha sido posible 

identificar la región correspondiente al urotelio, pues los lípidos se han dispersado y su señal 

estaba enmascarada por la señal de la matriz. 

 A pesar de ser necesario repetir el experimento, en la Figura 18 se aprecia una diferenciación 

de áreas por color. El color naranja parece correlacionar con la zona colagénica, mientras que el 

área coloreada por violeta, morado y marrón parece coincidir con lo que posiblemente sea 

musculo del uréter. No solo eso, a pesar de no diferenciarse ningún tipo de estructura, el área 

más amarillenta pudiera estar indicando la existencia del plexo vascular observado en la tinción 

de H&E.  

 

Figura 18.- A.- Tinción H&E de la sección de uréter, distribución de algunos de los lípidos con 

mayor intensidad relativa a lo largo del tejido y segmentación obtenida a partir de ellas.  B.- 

Superposición de la segmentación y la imagen histológica. A pesar de que la segmentación no se 

haya realizado correctamente, parece diferenciar entre el músculo propio (MP) de color morado, 

y el tejido colagénico laxo (TCL), de color naranja. El área más amarillenta también parece estar 

relaciona con el plexo vascular (PV) observado en H&E. 
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4.3. DESCRIPCIÓN DE LA VEJIGA 

La pared de la vejiga tiene una capa mucosa, con urotelio y lámina propia, una capa muscular 

propia (músculo detrusor) y una capa serosa que recubre el órgano. La lámina propia puede 

poseer, en su parte más superficial, fascículos de músculo liso que conforman una capa 

muscularis mucosae en algunas zonas. Esta capa de músculo liso de la mucosa no debe 

confundirse con la capa muscular propia.5 

La importancia de las imágenes descritas en este apartado reside en la posible diferenciación 

entre los haces de músculo liso de la capa muscular de la mucosa (muscularis mucosae) y los del 

estrato del músculo liso propio de la vejiga (músculo detrusor). El estadiaje del cáncer de vejiga 

se basa en observar cómo las células tumorales infiltran la mucosa y si alcanzan o no la capa 

muscular propia,41,42,43 tal y como puede verse en la Figura 19. Ello afecta a las decisiones 

terapéuticas que deben tomarse. La diferenciación entre las fibras de la capa muscular de la 

mucosa y de la muscular propia sigue estando necesitada de biomarcadores y mejoras en las 

técnicas de imagen.44 Por ello, es necesario que métodos como la ILEM ayuden a diferenciar 

mejor estas estructuras de a pared de la vejiga. 

 

Figura 19.- Descripción de la invasión local para los estadios a, 1 y 2 en el cáncer vesical. En la 

capa de tejido conjuntivo que se encuentra bajo la capa muscular propia de la vejiga, pueden 

encontrarse haces de fibras musculares de la mucosa formando pequeños estratos, 

denominados muscularis mucosae. Imagen adaptada de (43). 

Si bien es cierto que existen técnicas como la cistoscopía (estándar de oro en la detección de 

cáncer de vejiga) que permiten diagnosticar macroscópicamente un cáncer de vejiga con una 

sensibilidad superior al 90%45, hoy en día no existe un marcador específico que permita 

diferenciar con franqueza, y sin lugar a dudas, microscópicamente la invasión de muscularis 

mucosae y el músculo propio en las secciones del tejido biopsiado. Los patólogos se basan 

fundamentalmente en la morfología de las muestras: capas musculares dislaceradas suelen 

corresponderse con la estructura del músculo de la mucosa, y capas más compactadas, con las 

del músculo propio (Figura 20). 
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Figura 20.- Imagen histológica de la sección de vejiga. A.- Tinción H&E. B.- Urotelio (U) y lámina 

propia (LP) a 10x. C.- capa muscular propia (CMP) a 2,5x. D.- Capa muscularis mucosae (CMM) 

a 2,5x. 

En 2021, la Asociación Europea de Urología (EAU) mencionó un nuevo método para la detección 

y sistematización de lectura de cáncer de vejiga, la resonancia magnética multiparamétrica, 

introduciendo la clasificación VI-RADS (Vesical Imaging Reporting and Data System)44. Sin 

embargo, este método aún carece de estandarización y validación y sigue sin permitir diferenciar 

entre ambos músculos. 

Es aquí donde ILEM toma fuerza. La inspección preliminar de la imagen histológica parece indicar 

que, según la morfología de los músculos, la muscularis mucosae y el músculo propio se 

encuentran dispuestos tal y como se muestra en la Figura 21. Sin embargo, al superponer la 

tinción de H&E con la imagen obtenida por ILEM, las huellas lipídicas parecen indicar que la zona 

superior e inferior de la muestra podrían ser muscularis mucosae, mientras que la zona 

segmentada en amarillo podría corresponder a músculo propio. La aparición de estas dos zonas 

claramente diferenciadas apunta a que la técnica de ILEM puede ser capaz de diferenciar entre 

los dos tipos de músculo, con lo que podría convertirse en una herramienta de gran utilidad en 

el diagnóstico del cáncer vesical. 

La correcta clasificación de un cáncer de vejiga puede marcar la diferencia entre la extirpación 

de la vejiga o la aplicación de otro tipo de terapias, como por ejemplo la resección a nivel local. 

El ejemplo de la Figura 21 indica que ILEM puede ayudar a tomar la decisión correcta. 
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Figura 21.- A.- Imagen de H&E de una sección de vejiga. B.- Anotación histológica preliminar; el 

área verde corresponde a muscularis mucosae y la azul a músculo propio. C.- Segmentación 

correspondiente de ILEM. D.- Superposición de la anotación histológica y la segmentación de 

ILEM. El área azul delimitada por el patólogo presenta dos huellas lipídicas bien definidas, una 

de las cuales correlaciona con la encontrada en el área verde. 

La Figura 22 muestra la abundancia relativa de las principales especies lipídicas detectadas en el 

experimento de ILEM para muscularis mucosae y músculo propio. A pesar de haberse medido 

una única muestra y, por tanto, no ser posible obtener una estimación del grado de confianza 

de los datos, se observan importantes diferencias en la abundancia relativa de ciertas familias 

lipídicas entre los dos tipos de músculo. 

 

Figura 22.- Huella lipidómica de las principales especies lipídicas detectadas en los experimentos 

de ILEM para muscularis mucosae (azul) y músculo propio (naranja), obtenidas de la sección de 

vejiga. Al no haberse realizado un MS/MS de las muestras no ha sido posible concluir, en aquellos 

casos donde para una misma masa existen varias asignaciones posibles, de qué lípido se trata. 

Por ello, se han tenido en cuenta todas las asignaciones plausibles a la hora de calcular la 

intensidad promedio de las familias lipídicas.  

Llama especialmente la atención la gran variación existente en la familia de los 

fosfatidilinositoles (PI) y las glicerofosfoserinas (PS). Estas familias contienen especies con 

funciones biológicas altamente especializadas.13,14 
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 Por ejemplo, la PI 38:4 es un gran reservorio de ácido araquidónico. Se trata de un ácido graso 

poliinsaturado ubicuo de células de mamífero, y desempeña funciones bioquímicas de gran 

importancia, entre las que destaca ser el precursor principal de mediadores lipídicos bioactivos 

como la prostaglandina y los leucotrienos.46 Estas hormonas, productos de reacciones de 

peroxidación del ácido araquidónico denominadas eicosanoides, son responsables de la 

respuesta inflamatoria en multitud de organismos.47,48 Debido a que distintos tipos de cáncer 

emplean los eicosanoides para asegurar su supervivencia, crecimiento y propagación, se están 

estudiando estrategias que minimicen el contenido de ácido araquidónico de membrana para 

combatirlos.48 La diferencia en la abundancia relativa de las PI entre los músculos es algo a tener 

en cuenta a la hora de analizar tumores vesicales que infiltren una u otra capa.  

Por su parte, las glicerofosfoserinas están íntimamente relacionadas con las funciones 

mitocondriales. Son sintetizadas en los retículos endoplasmáticos y en las membranas asociadas 

a mitocondria, y una de sus principales funciones es la señalización en la muerte celular 

programada.49,50,51 Las diferencias en la abundancia relativa de las PS entre los dos tipos de 

músculo podrían estar indicando una diferencia significativa entre sus mitocondrias. 

5. CONCLUSIONES 

Se ha llevado a cabo el estudio, mediante ILEM, de muestras de pelvis, uréter y vejiga humanas. 

Pese a no ser tejidos muy heterogéneos, se han obtenido distintas huellas lipídicas, asociadas a 

distintas regiones del tejido, que han podido reproducir la estructuración biológica de la pelvis 

y la vejiga, obteniendo por ejemplo una huella lipídica preliminar de la muscularis mucosae y el 

músculo propio de la vejiga. 

A pesar de no tener un número suficiente de muestras para aportar datos estadísticamente 

significativos, estudios previos realizados en distintos órganos y tejidos han demostrado que la 

ILEM presenta una gran sensibilidad y especifidad.3, 4, 12, 37, 38 Por lo tanto, es más que probable 

que las diferencias observadas en el perfil lipidómico de la pelvis renal, uréter y vejiga se repitan 

una vez analizado un mayor número de muestras. 

 Actualmente, se van a realizar nuevos experimentos a mayor resolución con el fin de 

caracterizar con una mayor definición (hasta el nivel celular) las diferentes capas de estas 

estructuras urinarias. 

6. PERSPECTIVAS 

La búsqueda de una medicina más personalizada, más específica, con herramientas de imagen 

digital que permitan una mejor clasificación histopatológica de los tejidos está impulsando el 

desarrollo de nuevas tecnologías, capaces de aportar información relevante acerca del 

metabolismo celular. Los avances que se están produciendo alrededor de la Espectrometría de 

Masas ha propiciado el interés por describir el lipidoma completo de distintas enfermedades. 

La información espacial que aporta la Imagen por Espectrometría de Masas, la distribución de 

los metabolitos a lo largo de los tejidos, permite comprender mejor la complejidad de los 

sistemas biológicos. La ciencia puede estar ante una nueva histología molecular, digital y 

sistematizable que en un futuro podría complementar la histología tradicional. 

No obstante, y a pesar de que ILEM se presente como una técnica atractiva, con gran potencial 

y rendimiento para el ámbito bioquímico, la implantación de esta técnica en la investigación 
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clínica no está exenta de problemas. La sencilla preparación de muestra, que no requiere de 

marcaje previo, queda a la sombra de un pretratamiento de datos arduo y complejo. Por ello, es 

imprescindible el desarrollo de nuevos softwares que permitan automatizar el análisis y 

tratamiento de datos para allanar el camino de la ILEM hacia la rutina diaria de diagnóstico 

clínico. 

Afortunadamente, la continuación de este trabajo podría suponer un gran paso hacia este 

objetivo. Y es que los patólogos se han mostrado optimistas ante la posibilidad de poder 

discernir entre muscularis mucosae y el músculo propio de la vejiga, pues implicaría un método 

que permita hacer mejor el estadiaje del cáncer de vejiga, dando lugar a diagnósticos más fiables 

que permitan, a su vez, tomar decisiones terapeúticas más seguras. Es por ello que se emplearán 

estos datos como la base de una futura tesis doctoral, en la que se estudiará el potencial de la 

ILEM como herramienta de apoyo en el diagnóstico anatomopatológico del cáncer de vejiga en 

estudios multimodales. 
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8. ABREVIACTURAS 

Abreviatura Significado 

Cer Ceramida 

CerP Ceramida fosfato 

CMM Capa muscularis mucosae 

CMP Capa muscular propia 

DAN 1, 5-diaminonaftaleno 

ESI Ionización por electroespray 

ET Epitelio estratificado 

FA Ácidos grasos 

FL Folículo linfoide 

GL Glicerolípidos 

GP Glicerofosfolípidos 

H&E Hematoxilina y eosina 

HDC-RC Análisis divisivo jerárquico de rango completo 

HexCer Cerebrósido 

ILEM Imagen de lípidos por espectrometría de masas 

IMS Imagen por espectrometría de masas 

LDI Desorción/ionización por láser 

LP Lámina propia 

LPE Lámina propia edematosa 

MALDI Desorción/ionización mediante láser asistida por matriz 

MP Músculo propio 

MS Espectrometría de masas 

O/P éter/vinil éter 

PA Ácido fosfatídico 

PC Glicerofosfocolina 

PE Glicerofosfoetanolamina 

PE-Cer Ceramida fosfoetanolamina 

PI Glicerofosfoinositol 

PK Policétidos 

PR Prenoles 

PS Glicerofosfoserina 

PV Plexo vascular 
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Sft Sulfátidos 

SL Sacarolípidos 

SM Fosfocolina 

SP Esfingolípidos 

ST Esteroles 

TCD Tejido colagénico denso 

TCL Tejido colagénico laxo 

TE Tejido edematoso 

TIC corriente total de iones 

TOF Tiempo de vuelo 

U Urotelio 

V Vénula 

 

 

 

 


