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RESUMEN   

 La homeostasis energética implica, principalmente, el control de la ingesta de 

alimentos y el gasto calórico, regulados por interacciones bidireccionales entre el 

sistema nervioso central y órganos periféricos, donde el hipotálamo es una estructura 

clave del cerebro en esta interacción, regulando la homeostasis energética. Sin 

embargo, bajo un balance energético positivo, por ejemplo, durante el consumo 

descontrolado de carbohidratos y lípidos, el hipotálamo puede ser un blanco de 

toxicidad que lleve a la generación del estrés oxidativo y la disfunción mitocondrial 

neuronal, característicos de estados patológicos como la obesidad. No obstante, se 

desconoce el papel de la sobrecarga de nutrientes selectiva en la homeostasis de 

energía. En este proyecto se estudió el efecto del aumento de carbohidratos y ácidos 

grasos, como glucosa (GLU; 15, 35 y 55 mM), fructosa (FRU; 15, 35 y 55 mM), ácido 

palmítico (AP; 0.15, 0.20 y 0.25 mM) y ácido oleico (AO; 0.15, 0.35 y 0.55 mM), sobre 

el estrés oxidativo y la función mitocondrial en una línea celular hipotalámica (mHypoA-

CLU192). El estado oxidativo se evaluó mediante el análisis de marcadores de 

sistemas antioxidantes como el glutatión (GSH), donde se observó un aumento del 50-

80% a partir de las dos concentraciones más bajas de FRU y la más alta de GLU, AP 

y AO. De manera similar, la actividad de la enzima glutatión peroxidasa (GPX) aumentó 

entre 70-100% bajo la suplementación más alta de GLU, FRU y AP; mientras que, la 

liberación de peróxido de hidrógeno (H2O2) no mostró variaciones significativas. Se 

observó un efecto citotóxico a altas concentraciones de FRU y AP, en tanto que no se 

presentaron cambios en la viabilidad celular a ninguna concentración de GLU. Se 

observó que el AO ejerce un efecto citoprotector independiente de la concentración. 

Finalmente, la función mitocondrial se evaluó a través de la relación ADP/ATP y la tasa 

de consumo de oxígeno. Se encontró una disminución significativa de 60-70% y 30% 

de ATP después de la estimulación de carbohidratos y ácidos grasos, respectivamente. 

Además, se corroboró que bajo la estimulación con GLU y FRU se inhibe la respiración 

mitocondrial, para ambos complejos de alimentación evaluados (I y II) de la cadena 

transportadora de electrones. Mientras que el AP y AO muestran este efecto 

únicamente para la ruta alimentada al complejo I. Con base en estos resultados, la 

sobrecarga de GLU, FRU, AP y AO juega un papel significativo en la activación del 

estrés oxidativo en las células cerebrales; además se observó un efecto diferencial 

dependiente de nutrientes sobre la función mitocondrial. Se propone que el estrés 

oxidativo selectivo y las alteraciones de la función mitocondrial por parte de los 

nutrientes pueden ser moduladores potenciales de los entornos de homeostasis 

metabólica, como la ingesta de alimentos o el gasto de energía. 

 

Palabras clave: Hipotálamo, carbohidratos, ácidos grasos, estrés oxidativo, 

mitocondria. 
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SUMMARY 

 Energy homeostasis involves the control of food intake and caloric expenditure, 

bidirectional regulated by the central nervous system and peripheral organs 

interactions, where the hypothalamus is a key brain structure on this interaction. 

However, under positive energy balance such as during uncontrolled consumption of 

carbohydrates and lipids, the hypothalamus might be a target of toxicity leading to 

neuronal oxidative stress activation and mitochondria dysfunction. However, the role of 

selective nutrient overload during obesity is unknown. In this project the effect of 

increased carbohydrates and fatty acids, such as glucose (GLU; 15, 35 y 55 mM), 

fructose (FRU; 15, 35 y 55 mM), palmitic (PA; 0.15, 0.20 y 0.25 mM) and oleic (OA; 

0.15, 0.35 y 0.55 mM) acids, on oxidative stress and mitochondrial function was studied 

using the mHypoA-CLU192 hypothalamic cell line. Oxidative state was evaluated by 

analysis of antioxidant system activation markers such as glutathione (GSH), where a 

50-80 % increase was achieved at the two lowest concentrations of FRU and the highest 

of GLU and both fatty acids. Similarly, the activity of glutathione peroxidase (GPX) 

increased at the highest level of GLU, FRU and PA, while the release of hydrogen 

peroxide (H2O2) did not show significant variations. In addition, we observed a cytotoxic 

effect at high FRU and PA concentrations, and no changes in cellular viability at any 

GLU concentration, whereas OA exerts a dose-independent cytoprotective effect. 

Finally, mitochondrial function was evaluated through the ADP/ATP ratio and oxygen 

consumption rate. We found a significant 60-70 % and 30% ATP decrease after 

carbohydrates and fatty acids stimulation, respectively, when compare with control. In 

addition, it has been confirmed that stimulation with GLU and FRU inhibits mitochondrial 

respiration, for both feeding complexes evaluated (I and II) of the electron transport 

chain. While the AP and AO show this effect only in complex I pathway. Based on these 

results, GLU, FRU, PA and OA overload play a significant role on oxidative stress 

activation in brain cells; whereas a differential nutrient-depending effect on 

mitochondrial function was observed. We propose that selective oxidative stress and 

mitochondrial function alterations by nutrients might be potential modulators of 

metabolic homeostasis settings such as food intake or energy expenditure. 

 

Key words: Hypothalamus, carbohydrates, fatty acids, oxidative stress, 

mitochondria. 
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1.  INTRODUCCIÓN 

El mantenimiento del balance energético depende de la regulación de tres 

procesos principalmente: la ingesta de alimentos, el gasto de energía y el 

almacenamiento de grasa, que funciona como una reserva calórica y permite la 

adaptación a variaciones ambientales y nutricionales. Estos procesos están 

regulados por un sistema neuroendócrino a través de interacciones bidireccionales 

entre órganos periféricos y el sistema nervioso central (SNC), capaces de 

monitorear el estado metabólico del individuo, integrar la información obtenida y 

responder a las necesidades del organismo  (Korner et al., 2017). Las diferentes 

señales hormonales y nutricionales, ejercen su acción en gran parte, sobre el 

hipotálamo y el tronco del encéfalo (Williams & Fruhbeck, 2009). El hipotálamo es 

quizá la estructura predilecta en el control de la homeostasis de energía, ya que 

posee poblaciones de neuronas glucosensoras que permiten incrementar o 

disminuir las concentraciones de glucosa extracelular y la producción de glucosa 

hepática, además de monitorear cambios en la concentración de ácidos grasos y de 

aminoácidos (Song et al., 2001; Lam et al., 2005). Sin embargo, dicha asociación se 

compromete en un escenario de ganancia positiva de energía, tal como sucede 

durante la obesidad, donde se ven alteradas estas señalizaciones. Tomando en 

cuenta que ante estrategias de control de peso el porcentaje de individuos que logra 

llegar al “peso ideal” o normopeso no rebasa el 2% (Nicklas et al., 2012), es 

importante considerar la afectación y el posible blanco molecular que representa el 

hipotálamo en una estrategia de control integral, ante patologías relacionadas con 

el desbalance del metabolismo energético. En este contexto, se pretende demostrar 

que el incremento en el estrés oxidativo y/o disfunción mitocondrial son dos rutas 

de daño celular asociadas al desbalance molecular de la homeostasis elucidando 

cuál es el efecto específico de los diferentes nutrientes y a diferentes 

concentraciones en la función mitocondrial como blanco molecular de la sobrecarga 

energética y como consecuencia de esto evaluar el estrés oxidativo como 

mecanismo de daño a biomoléculas en las células neuronales que afecta su 

funcionalidad, para tomarlo en cuenta en las estrategias de control. 
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2. MARCO TEÓRICO 

2.1. EL HIPOTÁLAMO REGULA LA HOMEOSTASIS DE ENERGÍA  

El hipotálamo es una región del SNC localizado debajo del tálamo, a ambos 

lados del tercer ventrículo, en la parte inferior del encéfalo (Figura 1). Tiene gran 

importancia en la modulación de hormonas de la hipófisis, y regula la temperatura 

corporal, la alimentación, ingesta de líquidos, apareamiento y agresión. Es el 

principal regulador de las funciones viscerales autónomas y endocrinas (Heuvel et 

al., 2014). 

 

Figura 1. Anatomía del interior del cerebro. Se muestra el hipotálamo, las glándulas pineal 
y pituitaria, nervio óptico, ventrículos (con líquido cefalorraquídeo mostrado en azul) y otras 
partes del cerebro (Tomado y modificado de NCI, 2010). 

 

El hipotálamo está estructurado anatómica y funcionalmente en núcleos 

neuronales bien definidos que se conectan entre sí a través de proyecciones 

axonales, estableciendo una compleja red neuronal (Figura 2). Los núcleos reciben 

e integran multitud de señales periféricas anorexigénicas (inhibidoras del apetito) y 
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orexigénicas (activadoras del apetito), incluyendo las señales circulantes en sangre 

(como glucosa o ácidos grasos), hormonas (como leptina o grelina) y péptidos 

gastrointestinales, como neuropéptido Y (NPY), o colecistoquinina. De una manera 

descriptiva, los núcleos hipotalámicos pueden agruparse en un hipotálamo medial y 

un hipotálamo lateral. El hipotálamo medial lo constituyen los núcleos arcuato 

(ARC), paraventricular (PVH), núcleo ventromedial (VMH) y dorsomedial (DMH); 

aunque todos son componentes clave en el control homeostático del apetito y del 

metabolismo energético, cada uno cumple diferentes funciones (Olney, 1969). 

Se ha observado que las lesiones del hipotálamo ventromedial y en los 

núcleos ARC y PVH causaban aumento de la ingesta y el peso, mientras que las 

lesiones laterales se traducían en afagia y pérdida de peso, estableciéndose la 

existencia de un “centro de la saciedad” y un “centro del apetito” en el hipotálamo, 

donde gran variedad de neuropéptidos regulan la conducta alimentaria (Minor et al., 

2009).  

 

 

Figura 2. Núcleos hipotalámicos. El hipotálamo está formado por varios grupos de neuronas 
interconectadas entre sí que se localizan en varios núcleos, como el ARC (núcleo arcuato), 
DMH (núcleo dorsomedial), PVH (núcleo paraventricular), VMH (núcleo ventromedial) y 
LHA (área hipotalámica lateral) (Martinez et al., 2016).  
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El ARC integra las señales que proporcionan información acerca del 

balance energético, a través de dos grupos separados de neuronas que ejercen 

funciones opuestas. El primer grupo se localiza en la porción lateral del ARC, 

sintetiza péptidos derivados de la proopiomelanocortina (POMC), incluyendo las 

formas “a” y “b” de la hormona estimuladora de melanocitos (Farooqi et al., 2002). 

Estas neuronas son activadas por diferentes señales hormonales periféricas como 

la leptina, la insulina o la glucosa circulante, que ejercen efectos anorexigénicos tras 

su activación, ante un estímulo de alimentación, a través de receptores que se 

distribuyen y en las células hipotalámicas para reducir la ingesta de comida y 

aumentar el gasto energético (Figura 3). La comunicación del sistema periférico con 

el sistema nervioso se coordina mediante la integración de estas señales 

hormonales y metabólicas, como ya se había mencionado anteriormente. Dichas 

señales, junto con las señales sensoriales y las respuestas a factores ambientales, 

se integran a nivel SNC con el fin de modular la ingesta y el gasto energético 

(Williams & Fruhbeck, 2009). En específico, la leptina y la insulina modulan la 

homeostasis de energía y los niveles de glucosa en sangre a través de sus efectos 

a nivel del núcleo arcuato del hipotálamo. Se han identificado mutaciones en 

roedores y en seres humanos que afectan a la acción anoréxica de la leptina, las 

cuales implican defectos a nivel de su receptor, a los péptidos derivados de la 

POMC o al receptor MC4R. Animales o seres humanos que presentan estas 

mutaciones muestran incremento en la ingesta de alimento, por lo que todas estas 

moléculas constituyen dianas potencialmente terapéuticas (Brüning et al., 2000; 

Farooqi et al., 2003).  
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Figura 3. Señales metabólicas y neuronales en el núcleo arcuato. La leptina y la insulina 

estimulan una vía catabólica (neuronas POMC/CART) e inhiben una vía anabólica 

(neuronas NPY/AgRP) que se origina en ARC. Estas vías se proyectan al PVN y LHA, 

donde hacen conexiones con las vías autonómicas centrales que proyectan a los centros 

autónomos que procesan señales de saciedad. Las señales relacionadas con la saciedad 

mediadas por del hígado y del tracto gastrointestinal se transmiten a través del nervio vago 

y las fibras simpáticas al núcleo del tracto solitario (NTS), donde se integran con la señal 

hipotalámica (Michael et al., 2000). 

El segundo grupo de neuronas del ARC se encuentra en su porción medial 

y sintetiza NPY y la proteína relacionada con el Agouti (AgRP). El NPY es 

considerado en la actualidad como el más potente inductor del apetito. La inyección 

de este neuropéptido en los ventrículos cerebrales o en el hipotálamo de la rata 

estimula la ingesta, disminuye el gasto energético e incrementa la actividad de las 

enzimas lipogénicas del hígado y del tejido adiposo, produciendo obesidad. Por su 

parte, la AgRP es un potente antagonista de los receptores de melanocortina, 

potenciando la ingesta de alimento y el peso corporal. Los niveles en sangre de este 

neuropéptido están elevados en los sujetos obesos (Hoggard et al., 2004). Además, 
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se ha demostrado que la sobreexpresión del gen AgRP en roedores aumenta 

notablemente la ingesta y promueve obesidad. Las neuronas del ARC que expresan 

NPY y AgRP son mediadas positivamente por la grelina y se inhiben, a su vez, por 

las señales anorexigénicas de la leptina, la glucosa y la insulina. Se ha demostrado 

que los receptores de leptina (LepRs) en neuronas POMC aumentan el gasto 

energético, lo que resulta en una reducción del peso corporal independiente de los 

cambios en la ingesta de alimentos.  

Por otra parte, los LepRs en las neuronas POMC son necesarios para la 

regulación de la glucosa (Sohn & Williams, 2012). En un estudio reciente se 

identificó que tan sólo el 12% de las neuronas POMC expresan el receptor de 

leptina, mientras que el 58% corresponde a las neuronas AgRP. En contraste, el 

receptor a insulina se expresa de manera muy similar en las neuronas POMC y  

AgRP, representando el 64% y 55%, respectivamente (Yeo et al., 2017).  

La importancia de las hormonas y los mecanismos de detección de 

nutrientes en el SNC que controlan la homeostasis de la glucosa son un punto clave 

para entender la regulación energética. Las neuronas específicas que median el 

control de la homeostasis y su relevancia fisiológica siguen siendo estudiadas. No 

obstante los estudios en su conjunto hasta ahora sugieren que, en respuesta a un 

aumento agudo de nutrientes, el cerebro desencadena respuestas metabólicas 

periféricas para disminuir los niveles de glucosa en plasma y mantener el balance 

energético (Lam et al., 2009). 

La insulina y la leptina regulan la ingesta de alimento y gasto energético 

mediante la activación de sus receptores de manera diferencial. En primer lugar, la 

insulina accede al cerebro principalmente desde la periferia (células β pancreáticas), 

a la barrera hematoencefálica, puede difundirse también a través del torrente 

sanguíneo en las regiones circumventriculares, e incluso hay algunas pruebas 

limitadas que sugieren la posibilidad de síntesis de insulina de novo en el cerebro 

(Schechter et al., 1998; Akintola & Heemst, 2015). El mecanismo de señalización 

de insulina para regular la homeostasis periférica de la glucosa parece implicar la 

activación de los canales de potasio sensibles a ATP (K/ATP). Se sugiere que  la 
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fosforilación de PIP3 (fosfatidilinositol 3,4,5-trifosfato) inducida por la proteína 3-

fosfatidilinositol cinasa (PI3K), activa directamente los canales K/ATP en las 

neuronas POMC, aumentando la conductancia que hiperpolariza las neuronas y 

dando como resultado un fenotipo hiperfágico (Figura 4) (Lam et al., 2009). 

Por su parte, la leptina es sintetizada principalmente en el tejido adiposo; 

sin embargo, se ha demostrado la expresión del gen de la leptina en muchos otros 

tejidos, incluido el hipotálamo. La expresión del gen de la leptina en el hipotálamo y 

en el tejido adiposo debe regularse de forma coordinada. Algunos estudios sugieren 

que una restricción o sobrealimentación modifica la expresión de leptina en el 

hipotálamo que ejerce un efecto secundario sobre la concentración sérica de leptina 

(Sucajtys-Szulc et al., 2009). La leptina se une a los LepRs promoviendo la 

fosforilación de JAK2, que fosforila los residuos de tirosina intracelulares del 

receptor. Cada uno de estos residuos fosforilados recluta un conjunto exclusivo de 

moléculas de señalización río abajo, tales como factores de transducción de señales 

y activadores de la transcripción (STAT-3 y STAT-5), promoviendo la expresión de 

POMC (Figura 4). Sin embargo, el aumento de carbohidratos y lípidos durante el 

consumo descontrolado de alimento, como es el caso en la obesidad, conducen al 

almacenamiento de grasa que ya ha sido implicado en el desarrollo de la resistencia 

a la insulina y la leptina, potencialmente debido a la producción de moléculas de 

señalización derivadas o a la activación de vías intracelulares perjudiciales como 

estrés oxidativo, disfunción mitocondrial y estrés del retículo endoplásmico (ER), 

afectando principalmente a sus receptores y alterando así la señalización que se ha 

mencionado anteriormente (Unger y Orci 2000; López, 2016).  
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Figura 4. La acción de leptina e insulina en el núcleo arcuato hipotalámico. La leptina 
circulante se une a su receptor LepR, la tirosina cinasa asociada a la cinasa de Janus 2 
(JAK2) se autofosforila y fosforila residuos de tirosina específicos a lo largo de la cola 
intracelular del LepR. La fosforilación permite el reclutamiento de la fosfatasa con 
homología al dominio 2 de la proteína Src (SHP2) que media la señalización de la cinasa 
regulada por señales extracelulares (ERK1/2) río abajo y permite la activación del 
transductor de señal y activador de la transcripción 3 (STAT3) que regula la transcripción 
de neuropéptidos clave implicados en la homeostasis energética. A diferencia de la 
señalización de la leptina, la unión de insulina a su receptor da lugar a la autofosforilación 
del receptor en los residuos de tirosina lo que permite el reclutamiento del efector IRS, que 
tras la fosforilación puede reclutar moléculas adaptadoras y mediar la señalización PI3K y 
ERK1/2. La proteína tirosina fosfatasa 1B (PTP1B), Tub y proteína tirosina fosfatasa epsilon 
(RPTPe) inhiben la fosforilación de los receptores, la tirosina fosfatasa de células T (TCPTP) 
regula negativamente la señalización de leptina mediante la desfosforilación de STAT3. La 
fosfatidilinositol-3,4,5-trisfosfato 3-fosfatasa (PTEN) antagoniza la señalización de PI3K 
inducida por insulina neuronal mediante la desfosforilación del fosfolípido PIP3 en PIP2, 
dando como resultado una disminución de la conductancia del canal K/ATP (Modificado de 
Tsou & Bence, 2012). 
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2.2. METABOLISMO DE LOS CARBOHIDRATOS EN EL HIPOTÁLAMO Y 

SU EFECTO EN LA FUNCIÓN NEURONAL 

 

El cerebro utiliza preferentemente la glucosa como fuente de energía; sin 

embargo, algunas otras moléculas energéticas como la fructosa pueden ser 

utilizadas también, aunque el consumo de cantidades elevadas podría inducir 

alteraciones metabólicas semejantes a la resistencia a la insulina. La glucosa es 

internalizada en las células del SNC mediante transportadores, principalmente 

GLUT1, que no responde a la insulina y se expresa en la membrana celular, y 

GLUT4, sensible a la insulina (Heidenrich et al., 1989; Wu et al., 2014). Aunque la 

presencia de transportadores independientes de insulina es mayoritaria en células 

neuronales, se ha encontrado que el estrés oxidativo promovido por el exceso de 

glucosa está asociado con el mecanismo molecular de la disminución de la 

biosíntesis y la secreción de insulina, y contribuye al desarrollo de toxicidad de la 

glucosa (Kawahito et al., 2009). 

 La toxicidad de la glucosa se deriva de la interacción de reacciones 

metabólicas y sus secuelas. Se proponen mecanismos como la ruta de los poliloles, 

que altera la osmolalidad y la permeabilidad celular. Además, la glucosa se oxida 

para formar radicales libres y carbonilos reactivos, mientras que la cadena 

respiratoria en la mitocondria que, ante un exceso de nutrientes, desencadena la 

formación de especias reactivas, principalmente el radical superóxido (O2-) que 

finalmente desencadenan estrés oxidativo y nitrosativo. Finalmente, la modificación 

de rutas que alteran proteínas y su función como la ruta de las hexosaminas y la 

glicación, que provoca la formación de productos finales de glicación avanzada 

(AGE) (Figura 5) los cuales pueden inducir cambios celulares a través de los 

receptores RAGE, un receptor que propaga la disfunción celular en varios trastornos 

inflamatorios (Horal et al., 2004; Nowotnyet al., 2015). La acumulación de fructosa 

puede también estimular la actividad de la vía de las hexosaminas, ya que la 

formación de glucosamina-6-fosfato proviene exclusivamente de la fructosa-6-

fosfato y glutamina, esto a su vez conduce a la generación de más ERO y por tanto 

a acentuar aún más el desbalance redox (Tomlinson & Gardiner, 2008). Estudios 
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iniciales han demostrado que el aumento del consumo de glucosa y/o fructosa, por 

tiempo prolongado, promueve daño celular y modificaciones metabólicas con un 

efecto en el peso corporal, la resistencia a la insulina y una disminución cognitiva 

(Sharma & Gupta, 2001; Ryu & Cha, 2003). Los cambios subsecuentes dan lugar a 

la disminución del soporte neurotrófico, alteración de la excitabilidad y la integración 

adecuada de señales. A largo plazo se podría generar degeneración y muerte de 

células lo que conduce a otras fallas funcionales en el organismo, algunas de las 

cuales se relacionan con el metabolismo (Tomlinson & Gardiner, 2008). 

 

 

Figura 5.  Vías metabólicas favorecidas por los niveles elevados de glucosa. El destino 
normal de la glucosa intracelular es la entrada en la glucólisis. Sin embargo, si los niveles 
altos de glucosa saturan la enzima hexocinasa, la glucosa es desviada a la ruta de los 
polioles, aumentando el consumo de NADPH. Esto puede comprometer el reciclaje del 
glutatión oxidado (GSSG) a glutatión reducido (GSH), que afecta la conversión del peróxido 
de hidrógeno en agua. Las mitocondrias se ven afectadas también produciendo el radical 

superóxido (O2-) y aunado al desbalance en la conversión del peróxido de hidrógeno (H2O2) 

se promueve la producción del radical hidroxilo. La vía glicolítica de la fructosa-6-fosfato 
puede impulsar la síntesis de uridina difosfato-N-acetilhexosamina (UDP-GlcNAc), que 
puede combinarse con serina y treonina en las proteínas intracelulares y comprometer la 
función de las proteínas (Vía hexosamina). El gliceraldehído-3-fosfato puede convertirse en 
metilglioxal, un ácido altamente reactivo, y formar productos de glicación sobre proteínas y 
otras macromoléculas.*Producto final de glicación avanzada (AGE) (Tomlinson & Gardiner, 
2008).  
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2.3. EL INCREMENTO DE ÁCIDOS GRASOS DURANTE LA OBESIDAD 

PROMUEVE LIPOTOXICIDAD EN EL HIPOTÁLAMO 

A diferencia de los carbohidratos o aminoácidos, los ácidos grasos (AG) 

representan el mayor aporte calórico para el metabolismo celular. Aunque se ha 

reportado que la oxidación de AG en el cerebro contribuyen únicamente en un 20% 

de la energía requerida, su participación en procesos de reparación, 

neurotransmisión y el desarrollo neuronal es esencial para el funcionamiento 

cerebral (Ebert et al., 2003; Jones et al., 2010). A nivel del sistema nervioso, los AG 

se obtienen principalmente a partir de la dieta debido a su habilidad para cruzar la 

barrera hematoencefálica, o bien, a través de síntesis de novo; una vez dentro de 

las células gliales o las neuronas, los AG son esterificados y utilizados en diferentes 

procesos celulares (Le Foll et al., 2009). En este concepto, uno de los principales 

reguladores de la síntesis de AG es la proteína cinasa dependiente de AMP (AMPK). 

Su actividad es modulada por diferentes estímulos y, una vez activa, fosforila e 

inhibe la acetil CoA carboxilasa (ACC), deteniendo la síntesis de malonil-CoA, que 

es un inhibidor fisiológico de la carnitina palmitoiltransferasa 1 (CPT1), enzima que 

cataliza el paso de AG desde el citoplasma al interior de la mitocondria y principal 

regulador de la β-oxidación (Figura 6) (McGarry & Brown, 1997).  

El aporte de AG al SNC es relevante para un buen funcionamiento cerebral, 

principalmente debido a que el cerebro contiene un gran porcentaje de lípidos en 

sus membranas de mielina. Fisiológicamente, los AG de la dieta se almacenan en 

el tejido adiposo en forma de triglicéridos. Sin embargo, su acumulación en órganos 

no especializados incluidos, el hígado, el páncreas, el músculo esquelético y el 

SNC, genera toxicidad celular conocida como lipotoxicidad (Pellegrinelli et al., 

2016). En estudios realizados por Boden y colaboradores (1994) se demostró que 

algunos AG, como el ácido oleico, tenía efectos anorexigénicos; sin embargo, otros 

estudios muestran que este efecto anorexigénico se ve disminuido cuando se 

administran dietas hipercalóricas, lo que inducía el aumento de peso rápidamente 

(Pocai et al., 2005).  
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Figura 6. Metabolismo de los ácidos grasos en el hipotálamo y regulación de la ingesta. Los 
niveles de malonil-CoA dependen de la actividad de tres enzimas ACC, MCD (malonil-CoA 
descarboxilasa) y FAS (ácido graso sintasa). La primera cataliza la síntesis de malonil-CoA, 
la segunda su degradación y la tercera utiliza esta molécula como sustrato para la síntesis 
de ácidos grasos (palmitato). El palmitato, esterificado a palmitoil-CoA por acción de la acil-
CoA sintasa (ACS), puede ser internalizado en la mitocondria, donde es β-oxidado. Este 
paso es catalizado por CPT1. Esta enzima es inhibida por malonil-CoA, lo que permite 
mantener un equilibrio entre la síntesis y oxidación de grasas. Los metabolitos malonil-CoA 
y palmitoil-CoA se han propuesto como señalizadores de la regulación de síntesis de 
neuropéptidos implicados en el control de la ingesta (Dowell et al. 2005). 

Datos experimentales han reportado que la exposición sostenida al exceso 

de AG en la dieta promueve daño celular asociado al estrés celular e inflamación, 

contribuyendo al desequilibrio energético presente en la obesidad (McFadden et al., 

2014). Sin embargo, el tipo de lípidos difieren en el grado de toxicidad, siendo que 

ciertas especies como las ceramidas y diacilgliceroles promueven efectos más 

tóxicos que los triacilglicéridos (Liu et al., 2007; Virtue & Vidal-Puig, 2008).  Además, 

existen reportes que demuestran que los AG saturados, consumidos ampliamente 

en las dietas occidentales, compuestas de un 28% de ácido palmítico (PA) y 42% 

de ácido oleico (OA), comparado con la dieta mediterránea rica en grasa 

insaturadas por sólo 13% de PA más 72% de OA, promueven una mayor 

prevalencia de obesidad, enfermedades del corazón y diabetes (Poon et al., 2015).  
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2.4. ESTRÉS OXIDATIVO E INFLAMACIÓN EN MODELOS DE 

SOBREALIMENTACIÓN  

Se conoce que los AG inducen inflamación hipotalámica mediante la 

activación de la transducción de señales a través de receptor tipo “toll” (TLR4), lo 

que conduce a la activación del estrés del retículo endoplasmático (RE), la 

expresión de citocinas inflamatorias y eventualmente la apoptosis de las neuronas, 

contribuyendo en última instancia al desarrollo de la resistencia hormonal 

adipostática (Cintra et al., 2012). Sin embargo, otros estudios han demostrado que 

los AG saturados no son promotores de los procesos inflamatorios en células 

neuronales (Choi et al., 2010) y que incluso el estrés oxidativo promovido, ya sea 

por exceso de glucosa o AG, no tiene repercusiones importantes en el desarrollo de 

sobrepeso o  muerte celular. 

Por su parte, varios estudios sugieren que la inflamación hipotalámica se 

debe principalmente a las tensiones intracelulares locales causadas por nutrientes 

excesivos en el hipotálamo. Se ha demostrado en modelos animales que la 

administración intracerebral de glucosa o lípidos imitando la sobre nutrición, activa 

vías proinflamatorias relacionadas con la cascada del factor nuclear potenciador de 

las cadenas ligeras kappa de las células B activadas (NF-κB), que conduce a la 

expresión de ciertos genes inflamatorios en el hipotálamo (Figura 7) (Zhang et al., 

2008; Kleinridders et al., 2009; Cai & Liu, 2011). Sin embargo, en un escenario más 

fisiológico, la sobre nutrición crónica promueve la activación de inflamación que se 

relaciona con el exceso de las citocinas circulantes que, en su momento, son 

capaces de cruzar la barrera hematoencefálica cercana al hipotálamo y contribuir 

adicionalmente a la inflamación metabólica cerebral (Milanski et al., 2009). La 

inflamación en el hipotálamo estimulada por la inducción hipercalórica puede ocurrir 

antes de manifestarse la obesidad u otros trastornos metabólicos, indicando que la 

inflamación hipotalámica en la obesidad y enfermedades relacionadas puede ser 

una respuesta a este estado inflamatorio. 

Adicional al proceso inflamatorio generados durante la ingesta de dietas 

hipercalóricas se promueve también un incremento de la oxidación mitocondrial, con 
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la finalidad de procesar los nutrientes excesivos capturados por la célula. Tal 

aumento de la actividad mitocondrial requiere un aumento de la síntesis de 

proteínas citosólicas, lo que conduce a un estado de estrés en el RE que puede 

repercutir en la función mitocondrial y, por ende, en una mayor producción de 

especies reactivas de oxígeno (ERO), que concluirá en condiciones patológicas en 

la célula (Murphy, 2009; Cai & Liu, 2011). 

 

Figura 7. Cascadas de señalización de inflamación metabólica en el hipotálamo. Diversas 
alteraciones son inducidas bajo la condición crónica de la sobre nutrición. El estrés de 
organelos celulares promueve el aumento de especies reactivas de oxígeno (ERO) que 
desencadenan el estrés del retículo endoplásmico (RE), que conducen a la acumulación de 
daño mitocondrial, dando como resultado un aumento del estrés lisosómico y un defecto de 
autofagia. Todas estas tensiones pueden conducir a la activación de los reguladores 
proinflamatorios, como la cinasa IκB (IKK) y la cinasa N-terminal de la c-Jun (JNK), que 
activa los factores de transcripción nuclear NF-κB o AP1 (proteína activadora 1) para iniciar 
la expresión génica de las moléculas de respuesta inflamatoria (Cai & Liu, 2011).   
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Para equilibrar la concentración de ERO, las células están provistas con 

diversos sistemas antioxidantes enzimáticos y no enzimáticos. Varias enzimas 

degradan directamente ERO, como la superóxido dismutasa (SOD), la catalasa 

(CAT) y la glutatión peroxidasa (GPX). También existen diversos secuestradores no 

enzimáticos que intervienen en la desintoxicación de radicales libres entre los que 

se encuentran la vitamina E, ubiquinona o coenzima Q, Vitamina C y GSH (Clark, 

2002). Éstos son considerados como marcadores del estado redox de las células 

permitiendo así evidenciar alteraciones en el equilibrio de ERO y, por lo tanto, de la 

integridad celular (Ho et al., 2013). 

Dada la importancia que tiene la mitocondria en la generación de energía 

en las células y su relación con el metabolismo de glucosa y oxidación de AG en el 

contexto de sobre nutrición, la disfunción mitocondrial podría dar lugar a 

disfunciones celulares relacionadas con daño metabólico. En su conjunto, con base 

en la evidencia científica del efecto de daño celular y metabólico relacionado con el 

incremento de azúcares y AG, en este proyecto se proponen modelos hipercalóricos 

que permitan evaluar alteraciones celulares y esclarecer el papel del estrés 

oxidativo y de la mitocondrial como blanco molecular de la sobrecarga de 

carbohidratos y AG en la regulación metabólica en una línea celular hipotalámica.  
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3. JUSTIFICACIÓN 

 

La relevancia del sobrepeso y obesidad en el tema de salud pública y las 

enfermedades asociadas a este padecimiento, requiere de medidas de control que 

involucren a todo el sistema responsable de la regulación energética. Si bien existen 

ya estrategias que ayudan a modular la ingesta y el gasto de energía, como los son 

las dietas o programas de ejercicio constante, las estadísticas indican que los 

resultados son poco eficientes y en la mayoría de los casos no es persistente. Por 

lo que es necesario, además, tomar en cuenta el papel que desempeña el SNC, en 

específico el hipotálamo, para lograr una homeostasis energética completa y 

persistente. Por lo tanto, es necesario elucidar cuál es el papel específico que 

desempeña el sistema nervioso, y el efecto de los diferentes nutrientes y sus 

concentraciones en la función mitocondrial como blanco molecular de la sobrecarga 

de carbohidratos y ácidos grasos, y como consecuencia el estrés oxidativo como 

mecanismo de daño a biomoléculas en las células neuronales que afecta su 

funcionalidad, para tomarlo en cuenta en las estrategias de control. 

  



17 
 

4. OBJETIVOS 

 

4.1. OBJETIVO GENERAL  

Evaluar el daño oxidativo y mitocondrial bajo estímulos hipercalóricos 

(glucosa, fructosa, ácidos palmítico y oleico) en células del hipotálamo. 

 

4.2. OBJETIVOS ESPECÍFICOS 

 

 Elucidar el papel individual de la estimulación de glucosa, fructosa, 

ácidos palmítico y oleico sobre el desarrollo de estrés oxidativo en 

células del hipotálamo. 

 

 Determinar el efecto de estímulos hipercalóricos sobre la función 

de la cadena transportadora de electrones y la fosforilación 

oxidativa. 
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5. METODOLOGÍA 

5.1. CULTIVO CELULAR 

Los cultivos celulares se derivan de la línea celular hipotalámica de ratón 

mHypoA-CLU192 (CELLutions Biosystems); se mantuvieron en medio Eagle 

modificado de Dulbecco (DMEM; Sigma D5796) con alto conteniendo de glucosa 

(4.5 g/L), suplementado con suero fetal bovino (FBS; biowest S1600) al 10 % (v/v) 

y 1 % de penicilina/ estreptomicina (10, 000 U/mL/10, 000 µg/mL) (Sigma P4333). 

La línea celular se cultivó en medio esterilizado por filtración (filtro con 

diámetro de poro de 0.22 μm). Se incubaron a 37 ºC en atmósfera controlada al 5 

% de CO2 en frascos de cultivo de 75 cm2.  Para cosechar las células se agregó una 

solución de Tripsina-EDTA 1X estéril (Sigma 59428C) en cantidad suficiente para 

cubrir la monocapa celular (aproximadamente 2 mL). El desprendimiento de las 

células se monitoreó al microscopio, y se procedió a agregar medio de cultivo 

(DMEM 10 % SFB) para neutralizar la tripsina. La suspensión celular se centrifugó 

5 min a 2,500 rpm y se descartó el sobrenadante, posteriormente se agregaron 10 

mL de medio DMEM a la pastilla celular y se incubaron en la cantidad requerida 

para cada protocolo a 37 °C y 5 % CO2. 

5.2. ESTÍMULOS HIPERCALÓRICOS 

Las soluciones de GLU y FRU se diluyeron en agua bidestilada estéril para 

obtener soluciones madre de 100 mM. Los AO y AP se disolvieron en etanol para 

obtener una solución madre hasta una concentración de 50 mM. Las soluciones 

madre se esterilizaron por filtración mediante un filtro con un diámetro de poro de 

0.45 µm y posteriormente se diluyeron en medio DMEM hasta las concentraciones 

definidas en la Tabla 1. Para la estimulación con AG se adicionó la cantidad 

adecuada del lípido en una solución al 10% de albúmina de suero bovino (BSA), 

para una concentración final de BSA en pozo del 1%, para favorecer el trasporte de 

los lípidos. Las células se suplementaron con los estímulos respectivos (Tabla 1) y 

se incubaron durante 24 h a 37 °C. (Macongonde et al., 2015). Para todos los 

estímulos se realizaron triplicados técnico y experimentales. 
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5.3. VIABILIDAD CELULAR 

 

5.3.1. ENSAYO MTT 

 La evaluación de la toxicidad, para determinar el rango de concentraciones 

viables para los ensayos, se llevó a cabo mediante la prueba de MTT [Bromuro de 

3-(4,5-dimetiltiazol-2-ilo)-2,5-difeniltetrazol]. Este ensayo se basa en la reducción 

metabólica del MTT a formazán (compuesto de color azul) por la enzima 

mitocondrial succinato-deshidrogenasa, permitiendo determinar la funcionalidad de 

las células tratadas. La cantidad de células vivas es proporcional a la cantidad de 

formazán producido, lo que además se corroboró con una prueba de cuantificación 

de proteína. Se colocaron cultivos con una concentración de 5 X 104 células que se 

expusieron a un gradiente de concentraciones (Tabla 1) de los compuestos 

previamente definidos (GLU, FRU, AO y AP) y el control ter-butilhidroperóxido 

(TBHP) durante 24 h (Silver y Erecińska, 1994; Gruetter et al., 1998; Benoit et al., 

2009; Kaja et al. 2011; Park et al., 2011; Duffy et al., 2015 Macongonde et al., 2015). 

Posteriormente, de preparó una solución de MTT (1 mg/mL) en medio DMEM (sin 

GLU, suero fetal bovino ni L-glutamina), se añadieron 100 µL a cada pozo en la 

placa y 100 µL de medio DMEM sin GLU y la placa se incubó protegida de la luz 

durante 2 h a 37 °C, 5 % de CO2. Finalmente, la placa se retiró el medio y se 

disolvieron los cristales de formazán en dimetil sulfóxido (DMSO: Sigma D4540) y 

se leyó la absorbancia a 570 nm para su detección mediante VarioSkan LUX 

(Thermo Fisher).  

 El porcentaje de viabilidad se determinó en comparación al control: 

 

% de Viabilidad =  
Muestra

Control
∗ 100 
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Tabla 1. Concentraciones de GLU, FRU, AP, AO y TBHP a suplementar en 
cultivos celulares de hipotálamo. 

Compuesto Concentraciones (mM) 

GLU 15 35 55 

FRU 15 35 55 

AP 0.15 0.25 0.35 

AO 0.15 0.35 0.55 

TBHP 0.01 0.015 0.02 0.025 0.05 

Control 25 mM GLU 

 

5.3.2. CUANTIFICACIÓN DE PROTEÍNA TOTAL POR EL MÉTODO DE BCA 

La cuantificación de proteína se realizó mediante un kit comercial (Thermo 

Fisher; 23225), basado en el método establecido por Smith (1985), donde el Cu+2 

adicionado en solución de trabajo es reducido a Cu+1 por algunos aminoácidos 

presentes en las proteínas y posteriormente éste interactúa con el ácido 

bicinconínico formando un compuesto púrpura detectable a una longitud de onda de 

562 nm. La concentración de proteína correlaciona con el contenido celular y este 

parámetro funciona como normalizador de la viabilidad e indicador de la densidad 

celular. Para lo anterior, se colocaron cultivos con una concentración de 5 X 104 

células que se expusieron a un gradiente de concentraciones (Tabla 1) de los 

compuestos previamente definidos y el control (TBHP) durante 24 h; se adicionó la 

solución de trabajo, se incubó durante 30 min y se procedió a realizar la lectura 

espectrofotométrica. El porcentaje de proteína se expresó en base al control de 

acuerdo a la siguiente fórmula:  

% Proteína =
[ ]proteína µg/mL muestra

[ ]proteína µg/mL control
∗ 100 
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5.4. EVALUACIÓN DEL ESTRÉS OXIDATIVO 

En la evaluación del estrés oxidativo se determinaron diferentes 

marcadores antioxidantes, tales como la concentración de glutatión reducido (GSH) 

a dos tiempos (24 y 48 h) y la liberación de peróxido de hidrógeno (H2O2), además 

se determinó la actividad de la enzima glutatión peroxidasa (GPX). Se incluyó como 

control positivo al inductor de estrés oxidativo TBHP en tres concentraciones (0.01. 

0.02 y 0.025 mM). 

5.4.1. CONCENTRACIÓN DE GLUTATIÓN REDUCIDO (GSH) 

La concentración de GSH se determinó de acuerdo al método establecido 

por Ellman (1959), con modificaciones para la preparación del homogenado 

citosólico por Rahman y colaboradores (2007). El método se basa en la reducción 

del ácido 5,5´-ditiobis-2-nitrobenzoico (DTNB) a ácido 5-tio-2-nitrobenzoico (TNB) 

por el grupo SH del glutatión. La concentración de GSH en las muestras se expresó 

en µM/mg de proteína. Para la prueba se tomaron 150 µL del homogenado, se 

adicionaron 30 µL de ácido tricloroacetico (TCA) al 20 % y 120 µL de H2O bidestilada 

estéril, se procedió a incubar durante 30 min en hielo y finalmente se realizó una 

centrifugación a 8,000 g por 5 min. Se recolectó el sobrenadante y se colocaron 50 

µL en una placa de 96 pozos, se adicionaron 80 µL de metanol puro, 150 µL de una 

solución amortiguadora Tris-EDTA (0.2 M-0.002 M; pH 8.2) y 20 µL de DTNB 2.45 

mM para iniciar la reacción, se incubó durante 5 min y se realizó la lectura por 

espectrometería a una longitud de onda de 412 nm mediante VarioSkan LUX 

(Thermo Fishser). Las concentraciones se obtuvieron extrapolando a una curva de 

calibración realizada previamente. Los resultados finales se expresaron 

normalizando con el contenido de proteína en mg/mL de cada muestra (mM 

GSH/mg de proteína).  
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5.4.2. ACTIVIDAD DE LA ENZIMA GLUTATIÓN PEROXIDASA (GPX) 

La medición de la actividad GPX se realizó en base a la metodología 

empleada por Paglia & Valentine (1967), la cual se basa en la oxidación de GSH a 

glutatión oxidado (GSSG) catalizado por GPX, completando el ciclo convirtiendo 

GSSG a GSH utilizando glutatión reductasa (GR) y NADPH (β-nicotinamida adenina 

dinucleótido fosfato reducido). Se evaluó la disminución de la absorbancia de 

NADPH medida a 340 nm durante la oxidación de NADPH a NADP, lo cual es un 

indicativo de la actividad GPX, debido a que es el factor limitante de la velocidad de 

la reacción acoplada. Para la determinación, las soluciones se adicionaron en el 

siguiente orden: se colocaron en placas de 96 pozos 100 µL de solución 

amortiguadora de reacción Tris-EDTA (50 mM/0.5 mM, pH 8), 50 µL de la mezcla 

de GSH/GR (42 mM/10 U/mL), 50 µL de muestra y 50 µL de NADPH (5 mM). Justo 

antes de realizar la lectura, se adicionaron 50 µL de hidroperóxido de cumeno (50 

mM). Se realizaron 20 lecturas cada 6 s a 340 nm La lectura se realizó antes de 10 

s transcurridos a partir de la adición de hidroperóxido de cumeno. La actividad de 

GPX se calculó usando la siguiente fórmula:  

 

Actividad=
∆A340 X DF

6.22 X V
 

 

 

La actividad de GPX se expresa en nmol/min/mL ó Unidades/mL. Los 

resultados finales se expresaron normalizando la actividad con el contenido de 

proteína en mg/mL de cada muestra (Unidades/mg de proteína).   

 

 

 

 

Notas: 
ΔA340= |A340/min, blanco|- |A340/min, muestra| 

6.22= ԑmM para NADPH 

DF= Factor de dilución 
V=Volumen de la muestra 
 



23 
 

5.4.3. LIBERACIÓN DE PERÓXIDO DE HIDRÓGENO (H2O2) 

Se utilizó Amplex Red (10-acetil-3,7-dihidro- fenoxazina; Ultra Invitrogen) 

como una sonda fluorescente para la detección de H2O2 liberado en el medio 

(Drougard et al., 2014). Primeramente, se prepararon las soluciones patrón de 

acuerdo a lo establecido por el fabricante y se comenzó el ensayo adicionando una 

mezcla de reacción a la suspensión celular [solución amortiguadora, DMSO, Amplex 

Red 1 mM y 20 U/mL de peroxidasa de rábano picante (HRP)], promoviendo la 

reacción con el H2O2, generando así un producto de oxidación rojo fluorescente: la 

resorufina. La intensidad de fluorescencia se detectó mediante VarioSkan a 590 nm. 

Los resultados se expresaron como la concentración en µM de H2O2 obtenidos 

mediante una curva previamente realizada con concentraciones conocidas. 

5.5. DISFUNCIÓN MITOCONDRIAL 

Para determinar las alteraciones en la funcionalidad mitocondrial se 

plantearon dos pruebas; la relación ADP/ATP, la cual nos proporciona información 

acerca del estado energético de la célula; además, se midió el consumo de oxígeno 

a través de la aplicación de distintos sustratos e inhibidores de la cadena 

transportadora de electrones para localizar la afectación puntual.  

5.5.1. RELACIÓN ADP/ATP 

La relación ADP/ATP se determinó mediante el kit ADP/ATP Ratio Assay Kit 

(abcam®). Primeramente, se incubaron las células con un amortiguador de 

liberación de nucleótidos durante 5 min, mientras se adicionaron 100 µL del reactivo 

para en la detección de ATP, y se leyó luminiscencia en unidades relativas de 

luminiscencia, RULA (A). Posteriormente, se adicionaron 50 µL de las células 

previamente tratadas y se incubaron durante 2 min a temperatura ambiente, y se 

realizó la segunda lectura (B), se realizó otra lectura 2 minutos previos a la adición 

de la enzima convertidora de ADP (C), inmediatamente se añadieron 10 µL del 

reactivo del ensayo de ADP se incubó durante 2 min y se tomó una cuarta lectura 

(D). Para calcular la relación se utilizó la siguiente fórmula:  

ADP/ATP ratio = 
(D−C)

(B−A)
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4.5.2. VELOCIDAD DE CONSUMO DE OXÍGENO 

 Las mediciones de consumo de oxígeno se realizaron utilizando un sensor 

de oxígeno. Todos los experimentos se llevaron a cabo en mitocondrias aisladas 

con niveles hiperoxigenados para evitar las limitaciones de difusión de oxígeno. Se 

llevó a cabo un protocolo de adición de sustrato secuencial para permitir la disección 

funcional del sistema de transporte de electrones: estado 4 de la respiración 

(respiración basal) se evaluó mediante la adición de glutamato (10 mM) y malato 

(2.5 mM); posteriormente, agregando ADP (100 µM), se alcanzó la respiración del 

estado 3 (respiración máxima) para el Complejo I. Esto fue seguido por la adición 

de succinato (10 mM) logrando la máxima respiración acoplada del estado 3 con 

entrada de electrones paralela al complejo I y II. Se añadió CCCP (10μM) como 

desacoplante y obtener la respiración no mitocondrial. La velocidad de consumo de 

O2 se obtuvo tomando en cuenta la pendiente (la cual representa la velocidad de 

consumo de O2) de los parámetros obtenidos en el estado 3 o respiración activa, en 

presencia de exceso de sustrato y ADP, con velocidades máximas de consumo de 

O2 y producción de ATP y la velocidad de consumo de O2 en el estado 4 o 

respiración controlada, en presencia de exceso de sustrato y O2, con velocidades 

bajas de consumo de O2, donde las reacciones de transferencia de electrones son 

controladas vectorialmente por el potencial electroquímico de protones. Finalmente, 

se calcula el cociente entre el consumo de O2 del estado 3/estado 4, restando la 

velocidad de consumo de oxígeno no mitocondrial. Este valor adimensional indica 

claramente el papel del ADP en la regulación del consumo de O2 mitocondrial y 

provee un índice sensible para medir el grado de acoplamiento y la integridad de la 

membrana interna de las mitocondrias aisladas, con lo que se puede calcular la 

actividad específica; el número de nanoátomos consumidos por minuto por mg de 

proteína mitocondrial (nat O/min * mg prot). 

 

 

 

 



25 
 

4.6. ANÁLISIS ESTADÍSTICO 

Se utilizó un diseño unifactorial, completamente aleatorizado, de cada uno 

de los compuestos; GLU, FRU, AP y AO con 3 concentraciones. Los datos se 

presentan como la media ± desviación estándar (DE). Para el análisis de datos se 

aplicó una ANOVA, seguida de una comparación de medias (bajo el mismo 

estímulo), mediante la prueba de Dunnett para los datos paramétricos y la prueba 

de Dunn para los datos no paramétricos, donde el control representó condiciones 

fisiológicas. Los resultados se tomaron como estadísticamente significativos con 

una α = 0.05. Los análisis estadísticos se realizaron utilizando el sistema estadístico 

JMP versión 11.0 (Copyright © 2013, SAS Institute Inc., Cary, NC, EE. UU.) 
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5. RESULTADOS Y DISCUSIÓN  

 

Esta investigación tuvo como propósito evaluar el efecto diferencial de 

nutrientes como lo son GLU, FRU, AP y AO sobre el estrés oxidativo y función 

mitocondrial en una línea celular de hipotálamo. En específico, se pretendió elucidar 

el efecto tanto del tipo de nutriente como de su concentración en la activación de 

sistemas antioxidantes y alteraciones mitocondriales como indicadores de la 

integridad celular y la posible afectación de la señalización metabólica de las células 

neuronales inducidos por el estrés oxidativo. 

5.5. VIABILIDAD CELULAR 

Los resultados para los carbohidratos se muestran en la Figura 8, donde se 

puede observar que no existe una pérdida de viabilidad celular significativa para 

ninguna de las concentraciones de GLU suplementadas, y únicamente vemos 

disminuciones significativas de la viabilidad en la prueba de MTT en las 

concentraciones 35 y 55 mM de FRU (Figura 8. A); sin embargo, la viabilidad celular 

evaluada a través del contenido de proteína (BCA) a las diferentes concentraciones 

no tuvo variaciones significativas (Figura 8. B). De acuerdo a lo reportado por 

Namavar y colaboradores (2012), una dieta hipercalórica compromete 

principalmente la funcionalidad de las células neuronales, lo que vemos reflejado en 

la prueba de MTT, pero no así la cantidad neuronal, lo que se corrobora con la 

cuantificación de proteína. 
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Figura 8. Efecto en viabilidad celular después de la estimulación con diferentes 

concentraciones de GLU (15, 35 y 55 mM) y FRU (15, 35 y 55 mM) durante 24 h. A) Prueba 

de MTT representando la funcionalidad celular y B) Prueba de BCA como indicador de la 

densidad celular. Los datos se presentan como la media de 3 experimentos independientes 

± DE. Todos los valores están normalizados respecto al control (25 mM de glucosa). El 

asterisco indica diferencias significativas en comparación con el control mediante la prueba 

de Dunnett (* α = 0.05).  
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 En el caso de los AG se observan efectos muy diferentes, incluso entre 

ambos AG (Figura 9). Por un lado, las células suplementadas con el AP presentan 

una disminución de la viabilidad bajo las dosis más altas (0.20 y 0.25 mM), en la 

prueba de MTT (Figura 9. A), lo que concuerda con lo reportado anteriormente en 

otras líneas celulares, donde AP activa rutas apoptóticas en las células, mediadas 

por un proceso inflamatorio (Hsiao et al., 2014). Si bien, la suplementación el AO 

promueve aparentemente la viabilidad celular (Figura 9. A), otros estudios plantean 

que estos resultados se deben a la inducción de biogénesis mitocondrial más que a 

un aumento en la viabilidad o proliferación celular. Este efecto ya ha sido evaluado 

para algunos AG y se asocia al aumento de β-oxidación, ATP y la fosforilación de 

AMPK que promueve la activación de reguladores clave en el metabolismo 

energético como PGC-1α (coactivador de receptor gamma activado por proliferación 

de peroxisoma), activando así rutas de biogénesis mitocondrial (Cha et al., 2006; Jo 

et al., 2009). 

 

 En el contenido de proteína, en la prueba de BCA, no se observan 

disminuciones significativas respecto al control (Figura 9. B). De acuerdo a Moraes 

y colaboradores (2009), en un estudio realizado en un modelo animal de dieta alta 

en grasa no se presenta pérdidas de viabilidad mayores al 20 %, incluso a dosis 

límite de AG. Por lo anterior, se decidió incluir todas las concentraciones que 

mantengan al menos el 80 % de viabilidad.  
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Figura 9. Efecto en la viabilidad celular después de la estimulación con diferentes 

concentraciones de AP (0.15, 0.20 y 0.25 mM) y AO (0.15, 0.35 y 0.55 mM) durante 24 h. 

A) Prueba de MTT, representando la funcionalidad celular y B) Prueba de BCA, como 

indicador de la densidad celular. Los datos se presentan como la media de 3 experimentos 

independientes ± DE. Todos los valores están normalizados respecto al control (25 mM de 

glucosa). El asterisco indica diferencias significativas en comparación con el control 

mediante la prueba de Dunnett (*α = 0.05).  
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 Las concentraciones para el control positivo de estrés oxidativo (TBHP) se 

obtuvieron a partir de lo reportado en células epiteliales y de médula espinal 

(Maiwulanjiang et al., 2013; Zhao et al., 2017) ajustando las concentraciones a 

suplementar. Obteniéndose un comportamiento similar al reportado por 

Maiwulanjiang y colaboradores (2013), donde se observa perdida de la viabilidad a 

partir de 0.02 mM de TBHP (Figura 10. A), aunque, el contenido celular no se ve 

afectado hasta la concentración de 0,05 mM (Figura 10. B), por lo cual se puede 

concluir que se tiene principalmente una pérdida de la funcionalidad celular.  

 

Figura 10. Efecto en la viabilidad celular, después de la estimulación con TBHP (0.01, 0.015, 

0.02, 0.025 y 0.05 mM) durante 24 h. A) Prueba de MTT, representando la funcionalidad 

celular y B) Prueba de BCA, como indicador de la densidad celular. Los datos se presentan 

como la media de 3 experimentos independientes ± DE. Todos los valores están 

normalizados respecto al control (25 mM de glucosa). El asterisco indica diferencias 

significativas en comparación con el control mediante la prueba de Dunnett (*α = 0.05). 



31 
 

5.6. ACTIVACIÓN DE SISTEMAS ANTIOXIDANTES 

Como indicador de estrés oxidativo se midieron los niveles de GSH, el cual 

es uno de los principales antioxidantes que neutraliza las ERO generadas por 

diversas fuentes intracelulares. En general, se observan niveles elevados de este 

marcador en las células estimuladas con la concentración más alta de todos los 

compuestos suplementados, lo que sugiere la inducción coordinada de los sistemas 

antioxidantes como un mecanismo de defensa ante un estrés oxidativo; aunque bajo 

condiciones de estrés oxidativo muy elevado o crónico se observan respuestas 

contrarias debido principalmente al agotamiento del sistema antioxidante. Kang y 

colaboradores (2002) evaluaron el efecto del TBHP en una línea celular de 

hepatocitos de ratón a diferentes tiempos y observaron una disminución de los 

niveles de GSH en las primeras 2 h del tratamiento, la cual se mantuvo por 

aproximadamente 2-3 h y, a partir de la 6 h, los niveles de GSH se elevaron 

nuevamente por encima del nivel basal hasta las 18 h, que es correspondiente al 

comportamiento o mecanismo de los compuestos suplementados. 

5.6.1. CARBOHIDRATOS  

 

5.6.1.1. AUMENTO EN LOS NIVELES DE GLUTATIÓN REDUCIDO 

 En específico para las células estimuladas con los carbohidratos tenemos 

respuestas distintas entre los dos compuestos planteados (GLU y FRU). En el caso 

de las células suplementadas con GLU únicamente se observa un aumento 

significativo de aproximadamente 50 % en el nivel de GSH a la concentración más 

alta (55 mM). Por el contrario, para las células estimuladas con FRU se observan 

niveles elevados del 50-80 %, a las dos concentraciones más bajas suplementadas 

(15 y 35 mM) (Figura 11). Es probable que, a estas concentraciones, las células se 

encuentran en la etapa inicial de respuesta ante el estrés oxidativo promovido; 

mientras que, a la concentración más alta de GLU, las reservas celulares del 

sistema antioxidante ya se encuentran en la etapa de agotamiento (Kang et al., 

2002).  
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Figura 11. Nivel de glutatión reducido (GSH), después de la estimulación con GLU (15, 35 

y 55 mM) y FRU (15, 35 y 55 mM), y TBHP (0.01, 0.02 y 0.025 mM) como control positivo 

de inducción de estrés oxidativo. las diferentes concentraciones los compuestos durante 24 

h. Los datos se presentan como la media de 3 experimentos independientes ± DE. El 

asterisco indica diferencias significativas en comparación con el control mediante la prueba 

de Dunnett (*α = 0.05). 

 

5.6.1.2. AUMENTO EN LA ACTIVIDAD DE LA ENZIMA GLUTATIÓN 

PEROXIDASA 

En cuanto a la actividad de la enzima GPX se observa un aumento en las 

células suplementadas con las concentraciones altas tanto de GLU y FRU, así como 

a la concentración más baja de FRU (Figura 12). De acuerdo a lo reportado por 

Mourmoura y colaboradores (2013), la actividad de la enzima en plasma aumenta 

hasta en un 21.5% en un modelo diabético inducido por dieta alta en grasas. 

Igualmente, Giordano y colaboradores (2015) reportan la misma tendencia en 

cardiomiocitos para la expresión del gen relacionado con la enzima en un modelo 

de hipoxia intermitente a corto plazo. 

* 
* 

* 
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Figura 12. Inducción de la actividad de la enzima glutatión peroxidasa (GPX), después de 

la estimulación con GLU (15, 35 y 55 mM), FRU (15, 35 y 55 mM) y TBHP (0.01, 0.02 y 

0.025 mM) como control positivo de inducción de estrés oxidativo durante 24 h.  Los datos 

se presentan como la media de 3 experimentos independientes ± DE. Todos los valores 

están normalizados respecto al control. El asterisco indica diferencias significativas en 

comparación con el control mediante la prueba de Dunnett (*α = 0.05). 

 

5.6.1.3. LIBERACIÓN DE PERÓXIDO DE HIDRÓGENO  

En la liberación de H2O2, no se observan variaciones significativas en ninguna de 

las concentraciones suplementadas, ni siquiera en los controles (Figura 13); esto 

probablemente se deba al tiempo de exposición y de medición del parámetro. Lim y 

colaboradores (2015) reportan que el tiempo de vida del peróxido ante la presencia 

de sistemas antioxidantes activos no rebasa las 6 horas, en este caso dada la 

actividad de la enzima GPX este compuesto podría no ser la vía principal de 

formación de especies reactivas. Además, existen sistemas específicos que se 

activan y se encargan de controlar el H2O2 intracelular; el sistema de las 

peroxirredoxina-sulfirredoxina (Laer et al., 2016). La medición de estos sistemas se 

propone como parte de la continuación de este proyecto para tener más evidencias 

de las rutas que se activan y esclarecer el papel del estrés oxidativo. 
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Figura 13. Concentración de peróxido de hidrogeno(H2O2), después de la estimulación con 

GLU (15, 35 y 55 mM), FRU (15, 35 y 55 mM) y TBHP (0.01, 0.02 y 0.025 mM) como control 

positivo de inducción de estrés oxidativo durante 24 h.  Los datos se presentan como la 

media de 3 experimentos independientes ± DE. Todos los valores están normalizados 

respecto al control. El asterisco indica diferencias significativas en comparación con el 

control mediante la prueba de Dunn (*α = 0.05). 

 

El método de detección utilizado es altamente sensible; sin embargo, tienen 

desventajas dado que la enzima peroxidasa de rábano (HRP, por sus siglas en 

inglés) puede reaccionar con muchos sustratos celulares. También las sondas 

fluorescentes utilizadas tienen algunas limitaciones; por ejemplo, algunas sondas 

requieren tiempos de respuesta largos (30-60 min) o también se observa un 

aumento en la luminiscencia en presencia de citrato (Jacewicz et al., 2017). Por lo 

anterior, se sugiere realizar las mediciones en una escala de tiempos más corta y 

controlar estos factores de interferencia. 
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5.6.2. ÁCIDOS GRASOS 

5.6.2.1. ALTERACIÓN EN LOS NIVELES DE GLUTATIÓN REDUCIDO 

Los niveles de GSH en las células aumentaron significativamente, alrededor 

de un 60%, ante la estimulación con las concentraciones más altas de AP y AO 

(0.25 y 0.55 mM, respectivamente), lo que da evidencia de una alteración en el 

estado oxidativo de la célula (Figura 14), probablemente debido al exceso de 

compuestos oxidables lo que promueve un desbalance en las ERO. Este 

comportamiento ya ha sido reportado por Ng y Say (2018), en una línea celular de 

neuroblastoma y glioblastoma, donde se observa un aumento en la generación de 

ERO dosis dependiente en rangos de concentración entre 0.1-0.5 mM de ambos 

AG (AP y AO). 
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Figura 14. Nivel de glutatión reducido (GSH), después de la estimulación con AP (0.15, 0.20 

y 0.25 mM), AO (0.15, 0.35 y 0.55 mM) y TBHP (0.01, 0.02 y 0.025 mM) como control 

positivo de inducción de estrés oxidativo durante 24 h.  Los datos se presentan como la 

media de 3 experimentos independientes ± DE. El asterisco indica diferencias significativas 

en comparación con el control mediante la prueba de Dunnett (*α = 0.05). 
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5.6.1.2. AUMENTO EN LA ACTIVIDAD DE LA ENZIMA GLUTATIÓN PEROXIDASA 

La actividad de la enzima GPX en las células se incrementa alrededor de un 

80 % bajo la concentración más alta de AP, en comparación con el control. No 

obstante, no se observan variaciones significativas bajo ninguna de las 

concentraciones de AO (Figura 15). Si bien, Duval y colaboradores (2002) reportan 

la activación de sistemas antioxidantes como uno de los principales mecanismos de 

defensa ante la presencia de concentraciones elevadas de los AG insaturados, 

entre los que se encuentran AO, puede ser que no se hayan observado esas 

variaciones debido al tiempo de exposición. En el caso del AP, además del aumento 

de sustratos oxidables, se activan vías de señalización inflamatorias que exacerban 

la producción de ERO (Cai & Liu, 2011), por lo que es más notorio el aumento de 

estos indicadores, como el GSH y la actividad la enzima GPX, en las células 

suplementadas con AP. 
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Figura 15. Inducción de la actividad de la enzima glutatión peroxidasa (GPX), después de 

la estimulación con AP (0.15, 0.20 y 0.25 mM), AO (0.15, 0.35 y 0.55 mM) y TBHP (0.01, 

0.02 y 0.025 mM) como control positivo de inducción de estrés oxidativo durante 24 h.  Los 

datos se presentan como la media de 3 experimentos independientes ± DE. Todos los 

valores están normalizados respecto al control. El asterisco indica diferencias significativas 

en comparación con el control mediante la prueba de Dunnett (*α = 0.05). 
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5.6.1.3. LIBERACIÓN DE PERÓXIDO DE HIDRÓGENO (H2O2) 

En la liberación de H2O2, al igual que en las células suplementadas con los 

carbohidratos, no se observan variaciones significativas en ninguna de las 

concentraciones (Figura 16). Esto se atribuye igualmente al tiempo de exposición y 

de medición del parámetro, tomando en cuenta lo reportado por Lim y colaboradores 

(2015) acerca del tiempo de vida media del H2O2 ante la presencia de sistemas 

antioxidantes activos, lo cual se ve evidenciado en el aumento de la actividad de la 

enzima GPX. 
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Figura 16. Nivel de peróxido de hidrogeno(H2O2), después de la estimulación con AP (0.15, 

0.20 y 0.25 mM), AO (0.15, 0.35 y 0.55 mM) y TBHP (0.01, 0.02 y 0.025 mM) como control 

positivo de inducción de estrés oxidativo durante 24 h. Los datos se presentan como la 

media de 3 experimentos independientes ± DE. Todos los valores están normalizados 

respecto al control. El asterisco indica diferencias significativas en comparación con el 

control mediante la prueba de Dunn (*α = 0.05). 
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5.7. EFECTO EN LA FUNCIÓN MITOCONDRIAL 

 Las mitocondrias juegan un papel central en el metabolismo energético. 

Además de la producción de ATP, las mitocondrias representan una de las 

principales fuentes de producción de ERO (De Mello et al., 2018), como ya se había 

mencionado anteriormente. En este contexto se toman como parámetros 

indicadores de la funcionalidad mitocondrial, los niveles de ATP y ADP, así como el 

consumo de oxígeno, para evidenciar el efecto que tienen los diferentes nutrientes 

en esta vía y como afecta la actividad celular, específicamente en la función de la 

cadena transportadora de electrones (CTE). 

 

5.7.1. CARBOHIDRATOS 

5.7.1.1. AUMENTO EN LA RELACIÓN ADP/ATP 

 Considerando los resultados de esta relación (ADP/ATP), confirmamos que 

los compuestos ejercen un efecto directo en la concentración de ATP y ADP en las 

células, dependientes de la concentración, aunque de manera diferente para cada 

tipo (Figura 17). En el caso de las células estimuladas con GLU se observa un 

aumento en la relación de un 300-800 %. Este efecto ya ha sido reportado en 

linfocitos con altas concentraciones de glucosa (25 mM), donde se observó una 

reducción de un 60 % en la producción de ATP (Sakowicz-Burkiewicz et al., 2013), 

similar a la disminución observada para las células suplementadas con el nivel más 

alto de GLU. Lo anterior se atribuye a diferentes vías, por ejemplo, la saturación de 

enzimas como la hexoquinasa o la piruvato deshidrogenasa, disminuyendo así el 

metabolismo oxidativo y desviando la vía probablemente a la producción de lactato, 

que es también una de las principales fuentes de energía de las células neuronales 

(Magistretti & Allaman, 2015). Es importante resaltar que esta disminución de 

energía tan marcada no parece tener un efecto directo en la viabilidad en las células 

estimuladas con GLU, pero podría afectar la funcionalidad celular.  
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 Las células estimuladas con FRU presentan igualmente un aumento 

significativo de alrededor de un 300 % de la relación ADP/ATP en las 

concentraciones más altas (35 y 55 mM) y una disminución aproximada de 30 % de 

ATP. Evidencia en estudios realizados en hígado muestran que la FRU induce una 

depleción del fosfato libre y por ende una disminución en la formación de ATP. 

Además, los trasportadores de FRU en las células neuronales se encuentran en 

menor proporción y su eficiencia de transporte es menor al de la GLU (Tappy & Le, 

2010).   
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Figura 17. Relación ADP/ATP relativo al control después de la estimulación GLU (15, 35 y 

55 mM), FRU (15, 35 y 55 mM) y TBHP (0.01, 0.02 y 0.025 mM) como control positivo de 

inducción de estrés oxidativo durante 24 h. Los datos se presentan como la media de 3 

experimentos independientes ± DE. Todos los valores están normalizados respecto al 

control. El asterisco indica diferencias significativas en comparación con el control mediante 

la prueba de Dunnett (* α = 0.05). 
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5.7.1.2. VELOCIDAD DE CONSUMO DE OXÍGENO 

Se realizó un análisis del consumo de oxígeno en mitocondrias aisladas de 

cultivos de células suplementadas con las concentraciones de GLU y FRU 

previamente mencionadas. Se evaluaron dos combinaciones de sustratos 

glutamato-malato y succinato para valorar el funcionamiento de los principales 

complejos encargados de la alimentación de electrones de la CTE (Complejo I; 

NADH deshidrogenasa y complejo II; succinato deshidrogenasa).  

Se puede observar que las células suplementadas con las concentraciones 

más altas de GLU (35 y 55 mM) muestran una disminución significativa en la 

respiración mitocondrial, tanto basal (Figura 18. A y B) como máxima (Figura 18. C 

y D). Esta disminución de la respiración suele asociarse a una disminución en la 

viabilidad; sin embargo, células suplementadas con altas concentraciones de GLU 

muestran viabilidad similar al control (25 mM), probablemente debido a la desviación 

del nutriente a vías anaerobias como la producción de lactato, sustrato que es 

utilizado ampliamente por células neuronales para su mantenimiento (Panov et al., 

2014). 

 La evaluación de las mitocondrias aisladas de las células suplementadas con 

FRU muestran disminuciones significativas (50-100 %) tanto para la respiración 

basal como máxima, incluso para el nivel más bajo suplementado (15 mM), en el 

caso de la respiración basal (Figura 18. A y B). 
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Figura 18. Efecto en el consumo de oxígeno de mitocondrias aisladas de cultivos celulares 

suplementados con GLU (15, 35 y 55 mM), FRU (15, 35 y 55 mM) y TBHP (0.01, 0.02 y 

0.025 mM) como control positivo de inducción de estrés oxidativo durante 24 h. A) 

Respiración basal, sustrato; glutamato-malato (10 mM:2.5 mM). B) Respiración basal, 

sustrato; succinato (10 mM). C) Respiración máxima glutamato-malato (10 mM:2.5 mM) + 

ADP (100 µM).  D) Respiración máxima, succinato (10 mM) + ADP (100 µM). 
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5.7.2. ÁCIDOS GRASOS 

5.7.2.1. AUMENTO EN LA RELACIÓN ADP/ATP  

 En las células estimuladas con los AG la relación ADP/ATP aumenta 

directamente con la concentración de ambos AG (Figura 19). En el caso de la 

suplementación con AP, el aumento en la relación ADP/ATP también correlaciona 

con la viabilidad celular, que es uno de los parámetros que se determina en base a 

los niveles de ATP en la célula. Sin embargo, para aquellas células tratadas con AO 

esta alteración no afecta la viabilidad celular, efecto similar al que observamos bajo 

los estímulos con GLU. Se ha reportado que los AG aumentan el consumo de 

oxígeno y reducen drásticamente el contenido de ATP cuando se agregan a los 

medios de incubación con piruvato o lactato, que correlaciona con un exceso de 

nutrientes, respaldando un deterioro de la generación de energía a concentraciones 

elevadas (Schönfeld & Wojtczak, 2016). 
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Figura 19. Relación ADP/ATP relativo al control después de la estimulación con AP (0.15, 

0.20 y 0.25 mM), AO (0.15, 0.35 y 0.55 mM) y TBHP (0.01, 0.02 y 0.025 mM) como control 

positivo de inducción de estrés oxidativo durante 24 h. Los datos se presentan como la 

media de 3 experimentos independientes ± DE. Todos los valores están normalizados 

respecto al control. El asterisco indica diferencias significativas en comparación con el 

control mediante la prueba de Dunnett (*α = 0.05). 
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5.7.2.2. VELOCIDAD DE CONSUMO DE OXÍGENO 

Se realizó un análisis del consumo de oxígeno en mitocondrias aisladas de 

cultivos de células suplementadas con AP y AO. Se evaluaron dos combinaciones 

de sustratos glutamato-malato y succinato para valorar el funcionamiento de los 

complejos I y II de la CTE. 

Se puede observar que las células suplementadas con las concentraciones 

más altas de AP y AO (0.20, 0.25 y 0.35, 0.55 mM, respectivamente) muestran una 

disminución significativa en la respiración mitocondrial (Figura 20. A y C), afectando 

principalmente al complejo I (Deshpande & Heinzle, 2004; Vazquez et al., 2015). 

Esta disminución se asocia a una pérdida de viabilidad para el caso de AP, sin 

embargo, este comportamiento es distinto en las células suplementadas con AO, 

las cuales a pesar de esta disminución en el consumo de oxígeno y de la relación 

ADP/ATP muestran un aumento en la viabilidad celular en la prueba de MTT 

(funcionalidad). Esto probablemente se debe a la activación de vías que como la de 

AMPK que promueven biogénesis mitocondrial y proliferación celular, teniendo 

como principal fuente de energía el AMP (Watt et al., 2006; Lim et al., 2013). 

La respiración mitocondrial no se ve afectada al alimentar la CTE mediante 

el complejo II (succinato) con ninguno de los AG evaluados (Figura 20. B y D). De 

acuerdo a lo reportado por Nsiah-Sefaa & McKenzie (2016) la oxidación de AG es 

la principal fuente de FADH2, por lo cual se tiende a eficiente el transporte de 

electrones a través de esta vía para desfogar el exceso. 
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Figura 20. Efecto en el consumo de oxígeno de mitocondrias aisladas de cultivos celulares 

suplementados con AP (0.15, 0.20 y 0.25 mM), AO (0.15, 0.35 y 0.55 mM) y TBHP (0.01, 

0.02 y 0.025 mM) como control positivo de inducción de estrés oxidativo durante 24 h. A) 

Respiración basal, sustrato; glutamato-malato (10 mM:2.5 mM). B) Respiración basal, 

sustrato; succinato (10 mM). C) Respiración máxima glutamato-malato (10 mM:2.5 mM) + 

ADP (100 µM).  D) Respiración máxima, succinato (10 mM) + ADP (100 µM). 
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6. CONCLUSIONES 

 

Cada nutriente tiene un efecto distinto a nivel celular, siendo los carbohidratos 

lo que afectan principalmente la función mitocondrial, lo cual se ve reflejado en el 

aumento de la relación ADP/ATP y la disminución en el consumo de oxígeno. Como 

resultado de estas alteraciones se observa el incremento en los sistemas 

antioxidantes, como la concentración de GSH y la actividad de la enzima GPX, 

principalmente a concentraciones altas tanto de GLU como de FRU. Sin embargo, 

existen diferencias entre ambos compuestos, lo que indica desviaciones de las rutas 

metabólicas distintas y, por lo tanto, alteraciones en el funcionamiento celular. Para 

el caso de los AG se observa una alteración a nivel mitocondrial, principalmente a 

nivel del complejo I, en las células bajo el estímulo de las concentraciones más altas 

tanto de AP como de AO. No obstante, únicamente aquellas células suplementadas 

con concentraciones altas de AP muestran un incremento significativo en la 

activación de sistemas antioxidantes y pérdida de la viabilidad. Mientras que, la 

suplementación con AO particularmente activa los sistemas antioxidantes a la 

concentración más alta planteada. Además, se observa un aumento en la 

funcionalidad celular independiente de la concentración del compuesto AO, lo que 

se ha relacionado en otros estudios con la activación de vías de biogénesis 

mitocondrial y proliferación celular. 

La mitocondria representa un blanco molecular importante del exceso de 

carbohidratos y AG, donde la concentración de los mismos puede o no ser 

determinante dependiendo del tipo de compuesto. Particularmente, carbohidratos 

como la fructosa promueven alteraciones a nivel mitocondrial importantes 

originando un proceso oxidativo que podría ser la causa de un mal funcionamiento 

celular que desencadenaría en alteraciones metabólicas. 
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Figura 21. Resumen del efecto de estimulos hipercalóricos en viabilidad, estado oxidativo y 

función mitocondrial en células hipotalámicas.  
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La concentración no tiene 
efectos significativos en la 
viabilidad celular, pero sí en 
la inducción de sistemas 
antioxidantes. 

Los efectos del AP se dan 
a dosis altas, 
disminuyendo viabilidad 
celular e induciendo 
sistemas antioxidantes. 

Concentraciones bajas 
estimulan la respuesta 
antioxidante sin comprometer 
la viabilidad; mientras que, 
concentraciones altas inducen 
sistemas antioxidantes, pero 
disminuye la viabilidad celular. 

El AO presenta un efecto 
favorable a la funcionalidad 
celular independiente de la 
concentración. 
Concentraciones altas se 
relacionan con la activación 
de sistemas antioxidantes. 

Se observa la inhibición total 
de la respiración a altas 
concentraciones de GLU. Inhibición de la respiración en 

altas concentraciones de 
FRU, mayor efecto que GLU. 

La disfunción mitocondrial 
se observa en todas las 
concentraciones 
afectando principalmente 
el complejo I. 

Se observan alteraciones 
mitocondriales a nivel del 
complejo I; sin embargo, no se 
ve afectada la viabilidad. 
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