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 ESTRUCTURA DE LA TESIS 
 

 

La presente tesis está organizada de la siguiente manera:  

 Introducción: en esta sección se describen las características fenotípicas y neuropatológicas de 

la enfermedad de Huntington (EH). Se describe la mutación que origina la enfermedad y los 

modelos transgénicos que se han desarrollado a partir de la descripción de ésta, incluyendo el 

modelo R6/2, en el cual se desarrolló el presente trabajo de investigación. En la segunda parte 

de la introducción se describen los componentes de la neurotransmisión glutamatérgica, así 

como las alteraciones en los receptores y los transportadores de glutamato que pueden derivar 

en un proceso excitotóxico. En esta misma sección se aborda el papel del metabolismo 

energético en la toxicidad del glutamato, y finalmente se describen las alteraciones en la 

transmisión glutamatérgica y en el metabolismo energético que se han asociado a la EH. Al 

final de la tesis, en la sección de apéndices, se incluyen un artículo de revisión y un capítulo de 

un libro en dónde se aborda a mayor profundidad el papel de la muerte neuronal excitotóxica y 

del estrés oxidativo en la patogénesis de la EH. 

 

  Planteamiento del problema, Hipótesis y Objetivos.  

 

 Métodos. En esta sección se describen brevemente las técnicas experimentales utilizadas. Éstas 

pueden también consultarse en los artículos y manuscritos incluídos al final de la tesis en la 

sección de apéndices. 

 

 Resultados. Esta sección se divide en dos partes. En la primera se describen resultados que 

sugieren una correlación entre los cambios en el contenido de los transportadores de glutamato 

y la vulnerabilidad del estriado del ratón R6/2 a la toxicidad de este neurotransmisor. 

Inmediatamente después se presenta la discusión de estos resultados. El artículo de 

investigación en donde se publicaron estos resultados se incluye en la sección de apéndices: 

Glutamate toxicity in the striatum of the R6/2 Huntington´s disease transgenic mice is 

age-dependent and correlates with decreased levels of glutamate transporters. Estrada-

Sánchez AM, Montiel T, Segovia J y Massieu L.  Neurobiol Dis 34:78-86.  
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En la segunda parte de esta sección se presentan resultados sobre los cambios en el contenido 

de los transportadores de glutamato por efecto de la inhibición glucolítica, y su relación con la 

vulnerabilidad del estriado del ratón R6/2 a la toxicidad de este aminoácido. Inmediatamente 

después se presenta una discusión de estos resultados. Los resultados presentados en esta 

sección se incluyeron en el siguiente manuscrito: Glycolysis inhibition decreases glutamate 

transporters levels and enhances glutamate neurotoxicity in the R6/2 Huntington´s 

disease mice. Estrada-Sánchez AM, Montiel T y Massieu L, que ha sido sometido a 

publicación y se incluye en la sección de apéndices. 

 

 Conclusión general 

 

 Bibliografía          

 

 Apéndices: esta sección contiene un artículo de revisión y un capítulo de un libro en dónde se 

aborda el papel de la muerte neuronal excitotóxica y del estrés oxidativo en la patogénesis de la 

EH: 

 “Excitotoxic neuronal death in the pathogenesis of Huntington´s disease” Estrada-

Sánchez AM, Mejía-Toiber J y Massieu L. Arch Med Res 2008;39:265-276. 

 

 “Role of oxidative stress in the pathogenesis of Huntington´s disease” Estrada-Sánchez 

AM y Massieu L. pp: 21-36 en: New perspectives on brain cell damage, 

neurodegeneration and neuroprotective strategies 2007. Santamaría A y Jimenez-

Capdeville ME. 

 

También se incluyen los artículos de investigación, que contienen los resultados de esta tesis 

doctoral:  
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“Glutamate toxicity in the striatum of the R6/2 Huntington´s disease transgenic mice is 

age-dependent and correlates with decreased levels of glutamate transporters”. Estrada-

Sánchez AM, Montiel T, Segovia J y Massieu L.  Neurobiol Dis 34:78-86.  

 

“Glycolysis inhibition decreases the levels of glutamate transporters and enhances 

glutamate neurotoxicity in the R6/2 Huntington´s disease mice” Estrada-Sánchez AM, 

Montiel T, y Massieu L. Aceptado para su publicación en la revista Neurochemical 

Research.  
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 RESUMEN 
 
 

La enfermedad de Huntington (EH) es un padecimiento neurodegenerativo que 

se caracteriza por la pérdida de las neuronas espinosas medianas (NEM) del caudado-

putamen, las cuales posiblemente mueren por un mecanismo excitotóxico mediado por 

la activación de los receptores a glutamato. La participación de este mecanismo se 

sugirió a partir de la observación de que la administración de agonistas de los 

receptores a glutamato genera una lesión semejante a la descrita en pacientes con EH. 

En este sentido, se ha reportado que la expresión de la huntingtina mutada (mhtt), 

característica de la EH, conduce a la alteración de algunos componentes de la 

neurotransmisión glutamatérgica, que eventualmente pueden promover el daño 

excitotóxico. Se han descrito tanto en pacientes con EH como en modelos transgénicos 

murinos de la enfermedad, una disminución en el contenido de proteína de los 

transportadores de glutamato, así como en la captura del neurotransmisor. Sin 

embargo, la contribución de los transportadores de glutamato a la vulnerabilidad de las 

NEM a la excitotoxicidad, en la EH no se ha estudiado. Una falla en la función de estos 

transportadores da lugar a que el neurotransmisor permanezca por un tiempo más 

prolongado en el espacio sináptico, activando continuamente sus receptores y 

desencadenando la muerte excitotóxica. Con base en estos antecedentes el primer 

objetivo de este trabajo fue evaluar la toxicidad del glutamato en el estriado del ratón 

transgénico R6/2 de la EH, y su posible correlación con cambios en los niveles de los 

transportadores de glutamato, GLAST y GLT-1. Los resultados indican una 

correlación entre la disminución en los niveles de GLT-1 y GLAST y la toxicidad del 

glutamato en el estriado del ratón R6/2, la cual se manifiesta a las 14 semanas de edad. 

A las 10 semanas de edad, cuando los niveles de GLAST y GLT-1 son semejantes 

entre el grupo silvestre y el transgénico, ambos grupos son igualmente vulnerables al 

daño inducido por glutamato. Además, la administración de glutamato produce crisis 

epilépticas en los ratones R6/2, mismas que se identificaron a través del monitoreo de 

la actividad eléctrica cerebral. Estos resultados sugieren que la falla en la captura del 

glutamato está asociada con una mayor vulnerabilidad del estriado a la toxicidad de 

este aminoácido en la EH.  

Por otra parte, no se ha estudiado el papel del metabolismo glucolítico sobre la 

vulnerabilidad de las NEM a la toxicidad del glutamato, pero existe evidencia de que la 

captura y metabolismo de glucosa están disminuídos en algunos pacientes con la EH. 
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De acuerdo con estudios  previos de nuestro laboratorio, y de otros grupos, sabemos 

que la producción de energía a través de la glucólisis es importante para mantener el 

funcionamiento de los transportadores de glutamato. Hemos demostrado que la 

inhibición glucolítica disminuye la captura de glutamato y los niveles de GLT-1, 

facilitando la toxicidad del ácido glutámico en el hipocampo y el estriado de la rata in 

vivo. Por lo tanto el segundo objetivo de esta tesis fue evaluar si la disminución del 

transportador GLT-1 inducida por la inhibición glucolítica, facilita el daño 

excitotóxico en el estriado de los ratones silvestres y de los ratones R6/2, a las 10 

semanas de edad. Los resultados demuestran que el tratamiento con el inhibidor de la 

enzima glucolítica, gliceraldehído-3-fosfato deshidrogenasa (GAPDH), yodoacetato 

(IOA), induce una disminución significativa de los niveles de GLT-1 y GLAST en el 

estriado y la corteza cerebral, y facilita la lesión excitotóxica. Los cambios observados 

son muy similares entre los ratones silvestres y transgénicos. 

En su conjunto, los resultados presentados en esta tesis doctoral apoyan la 

participación de la muerte neuronal excitotóxica en una etapa tardía de la EH, y 

sugieren que la alteración en la recaptura de glutamato es un factor desencadenante de 

este proceso. Por otra parte una disminución sostenida del metabolismo glucolítico 

puede ser un factor asociado a la precipitación del daño excitotóxico en la enfermedad. 
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 ABSTRACT 
 
 

Excitotoxic neuronal death has been related to the loss of medium spiny 

neurons (MSN) in the caudate-putamen in Huntington´s disease (HD), a 

neurodegenerative disorder caused by the mutation in the huntingtin protein (mhtt). 

This hypothesis was suggested based on the observation that over-activation of 

glutamate receptors leads to neuropathologic changes similar to those observed in HD 

patients. Moreover, the expression of mhtt leads to altered glutamatergic 

neurotransmission, which eventually might trigger an excitotoxic death cascade. 

Among them, alterations in glutamate transporters have been consistently reported, 

both in HD patients and transgenic models. However, a relationship between failure of 

glutamate transport and the vulnerability of MSN to excitotoxic neuronal death has 

not been studied in HD. Therefore, in the present study we have evaluated the 

vulnerability of the R6/2 transgenic mice to glutamate toxicity, and whether 

glutamate-mediated damage correlates with changes in the content of GLAST and 

GLT-1 glutamate transporters. Our results show that increased glutamate 

neurotoxicity is observed in R6/2 mice at 14 weeks of age when a significant reduction 

in the levels of glutamate transporters is observed in the cortex and the striatum, as a 

consequence of the disease progression. In contrast, at 10 weeks of age R6/2 and wild-

type mice show the same vulnerability to glutamate neurotoxicity, and no change in 

glutamate transporters. 

On the other hand, the role of glycolytic metabolism in MSN vulnerability to 

the excitotoxic lesion has not been studied, but evidence show that glucose uptake and 

oxidation is diminished in HD patients. Previous studies by others and our group have 

shown a role of glycolysis as an energy source for the control of glutamate uptake. We 

have shown previously that inhibition of the glycolitic enzyme, glyceraldehyde-3-

phosphate dehydrogenase (GAPDH) by iodoacetate (IOA) induces a decrease in 

glutamate uptake and in the content of GLT-1, which is related to the enhancement of 

glutamate toxicity in the striatum and hippocampus in vivo. Based on these 

observations, the second aim of this work was to evaluate whether a decrease in GLT-

1 transporter induced by glycolysis inhibition exacerbates glutamate excitotoxicity in 

the striatum of wild-type and R6/2 mice, at 10 weeks of age. Results show that IOA 

treatment induces a significant reduction in GLT-1 and GLAST content in the 
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striatum and cerebral cortex, which is related to the facilitation of the excitotoxic 

lesion. The changes observed are similar in both groups of animals. 

Altogether the present results support the role of glutamate-mediated damage 

on the loss of striatal neurons at late stages of HD, and suggest that altered glutamate 

removal might trigger this process. These results also suggest that a sustained 

impairment of the glycolytic pathway might be associated with altered glutamate 

removal and the induction of excitotoxic damage.         
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 INTRODUCCIÓN 

 

 Enfermedad de Huntington 

 

La enfermedad de Huntington (EH) es un padecimiento neurodegenerativo, 

hereditario, originado por la mutación de la huntingtina (htt), una proteína que en su 

extremo N-terminal presenta un número variable de repetidos del aminoácido 

glutamina (gln) (Gusella et al., 1983; The Huntington´s Disease Collaborative 

Research Group, 1993). Normalmente la htt contiene de 3 a 30 repeticiones de este 

aminoácido y se considera mutada cuando presenta un número igual o mayor a 35 

residuos. La incidencia de la EH en la población es de 5-10 casos por 100,000 

habitantes y en México, de acuerdo con estadísticas del Instituto Nacional de 

Neurología y Neurocirugía, se han reportado 8,000 casos (www.innn.edu.mx).  

La EH se transmite de manera autosómica dominante, es decir es suficiente un 

alelo mutado para que se presente el padecimiento. También se han reportado casos 

homocigotos en la región del Maracaibo en Venezuela, un lugar en el que la incidencia 

de la enfermedad es muy alta. La progresión de la enfermedad es la misma tanto en 

heterocigotos como en homocigotos (Harper, 1991). Sin embargo, dependiendo del 

número de repeticiones de gln que presente la htt, la edad de inicio de la enfermedad 

varía: la forma que se presenta en los adultos se relaciona con un número de repetidos 

de 35 en adelante, mientras que la forma juvenil se manifiesta cuando la htt tiene más 

de 60 repeticiones de gln. La manifestación juvenil está asociada a la transmisión por 

vía paterna y se caracteriza por un severo deterioro mental, rigidez corporal y por la 

presencia de crisis epilépticas; la muerte de los pacientes generalmente ocurre antes de 

los 20 años de edad (Rasmussen, 2000; Nance y Miers, 2001). Por otra parte, la forma 

adulta de la enfermedad presenta un fenotipo característico que se divide en tres 

etapas; cada una de ellas tiene una duración aproximada de 5 años. En la etapa 1, los 

pacientes presentan alteraciones psiquiátricas como depresión, irritabilidad, 

alteraciones de la personalidad y psicosis, entre otras. Alrededor de los 35-45 años de 

edad inician las alteraciones motoras, que se evidencian por la presencia de tics y 

temblores que pueden comprometer movimientos finos, sin embargo la actividad física 

del individuo no se ve limitada. Progresivamente las alteraciones motoras se acentúan 

y es en la segunda etapa, que la presencia de movimientos involuntarios generalizados 

impide que el paciente realice actividades por sí mismo. En esta fase además de la 

hipercinesia, hay pérdida acentuada del peso corporal y de las capacidades mentales. En 
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la tercera etapa o acinética, la rigidez corporal substituye a los movimientos corporales 

abruptos. En esta etapa (15 a 20 años después de las alteraciones iniciales) el estado 

físico del paciente se encuentra muy deteriorado, facilitando la presencia de infecciones 

u otros estados patológicos que culminan con la muerte del individuo (Harper, 1991). 

De acuerdo con estudios neuropatológicos, los cerebros post mortem de pacientes 

con la EH presentan una disminución de 200 a 300 g en el peso total. La región más 

atrofiada es la del neoestriado, que incluye el caudado, el putamen y el globo pálido; sin 

embargo también se ha descrito atrofia en las capas 3 y 5 de la corteza cerebral 

(Graveland et al., 1985). La composición celular del caudado-putamen es heterogénea y 

está formado por las neuronas espinosas medianas (NEM) que constituyen el 90-95% 

de la población celular, y por tres tipos de interneuronas: las colinérgicas grandes no 

espinosas, que utilizan a la acetilcolina como principal neurotransmisor y las medianas 

no espinosas que son de dos tipos, las que contienen somatostatina y neuropéptido Y y 

las que contienen GABA. Las NEM son neuronas gabaérgicas que reciben 

proyecciones glutamatérgicas provenientes de la corteza motora y proyecciones 

dopaminérgicas de la sustancia nigra reticulata. Las NEM constituyen la vía de salida 

del caudado-putamen hacia el globo pálido. Debido a que el globo pálido se divide en la 

región externa e interna, las NEM se dividen en dos grupos principales: NEM que 

constituyen la vía indirecta que envían sus proyecciones hacia el globo pálido externo, 

que además de GABA liberan neuropéptidos como la encefalina y la neurotensina. El 

otro grupo constituye la vía directa que proyectan hacia el globo pálido interno, cuya 

señalización involucra al GABA, sustancia P y dinorfina. Las primeras neuronas que se 

mueren son las de la vía indirecta que contienen GABA y encefalina, lo cual resulta en 

una desinhibición de las neuronas talámicas y del globo pálido y por lo tanto una 

hiperactividad de la vía tálamo cortical dando lugar a la aparición de los movimientos 

coréicos. En etapas más tardías desaparecen las neuronas que contienen GABA y 

substancia P coincidiendo con la aparición de la fase acinética. 

De acuerdo con la evaluación de cerebros post mortem, en la fase inicial de la EH 

no se aprecia pérdida neuronal en el neoestriado. En la fase cinética hay una 

disminución del 50% de las NEM y para la fase acinética el 95% de las NEM ha 

muerto. A consecuencia de la pérdida de las NEM hay dilatación de los ventrículos 

laterales (Figura 1). Basado en estos estudios neuropatológicos, se establecieron 4 

grados que describen la severidad de la pérdida neuronal del estriado: grado 0-1 que 

involucra a la etapa inicial cuando la pérdida neuronal es mínima; grado 2 hay una 

reducción del 50 % de las NEM que corresponde a la etapa de hipercinesia y grado 3-4 
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que describe la pérdida masiva de las NEM que caracteriza a la fase final de la 

enfermedad (Vonsattel et al., 1985). Aún cuando la degeneración del caudado-putamen 

es muy severa, la pérdida de las NEM es progresiva y ocurre con una orientación 

caudado-rostral.  

A pesar de que la htt mutada (mhtt) se expresa en todo el cerebro, la 

neurodegeneración más severa ocurre en el caudado-putamen, sin embargo la relación 

que existe entre la mutación de la htt y la vulnerabilidad selectiva de las NEM a la EH, 

no es clara. Se ha sugerido que la deficiencia en el metabolismo energético y la 

toxicidad por glutamato son dos factores relacionados con la muerte de las NEM, ya 

que la administración de análogos del glutamato o de toxinas metabólicas como el 

ácido 3-nitriopropiónico (3-NP) en roedores, reproduce algunas características 

histopatológicas y bioquímicas de la EH (Schwarcz y Coyle, 1977; McGeer y McGeer, 

1976; Palfi et al., 1996; Beal et al., 1993).   

 

 

Figura 1. Alteraciones morfológicas cerebrales en la EH. Se observa una reducción en el tamaño total 

cerebral así como una atrofia general en un cerebro de un paciente post mortem con EH en relación al de 

un individuo que no padecía EH. La región más afectada es el caudado-putamen, que se evidencia por el 

ensanchamiento de los ventrículos laterales como consecuencia de la pérdida de la población neuronal de 

esta región (Harper, 1991).   

 

  

 

 



                                                          Transportadores de glutamato y excitotoxicidad en la enfermedad de Huntington   

 

Mutación de la htt  

El gen de la htt se localiza en la región 16.3 del brazo corto del cromosoma 

número 4 y está constituido por 67 exones, el primero contiene una región polimórfica 

rica en repetidos de CAG; codón para la gln (Ambrose et al., 1994). La transcripción de 

este gen produce una proteína de 350 kDa, que se caracteriza por presentar en el 

extremo terminal una región que contiene un número variable de repetidos del gln. La 

htt se expresa ubicuamente en todo el organismo; debido a que no existe una proteína 

homóloga en secuencia, el papel fisiológico de la htt se desconoce. Sin embargo, se le 

ha asociado con procesos de transcripción, transporte vesicular, síntesis y liberación 

del factor neurotrófico derivado del cerebro (BDNF), entre otros (Cattaneo et al., 

2005). En 1995 se identificó que el aumento del contenido de CAG en el primer exón 

de la htt es el responsable de la EH. Sin embargo los procesos celulares afectados por 

la mutación en la htt no se han dilucidado completamente. En este sentido, el 

desarrollo de animales transgénicos ha permitido conocer más sobre las alteraciones 

subyacentes a la expresión de la mhtt y su posible relación con la patogénesis de la EH.  

 

Modelos transgénicos de la EH 

A partir de la descripción de la mutación que da lugar a la EH se han 

desarrollado diversos modelos transgénicos, algunos de ellos expresan un fragmento 

de la mhtt mientras que otros expresan la proteína completa. Estos ratones además del 

transgen, expresan los dos alelos endógenos de la htt. Para evitar cambios originados 

por la carga genética causada por la expresión de ambos alelos más el fragmento 

insertado, se han desarrollado modelos knock-in a los que se les ha insertado repetidos 

de CAG en el gen endógeno de la htt. Los modelos que contienen el fragmento N-

terminal de la mhtt humana son: R6/1, R6/2, N171-82Q y la rata transgénica (Von 

Hörsten et al., 2003). La línea R6 en ratón fue la primera en desarrollarse, estos 

animales contienen el promotor y el primer exón de la mhtt humana y dependiendo del 

número de repetidos de CAG que presenten se desarrollaron la línea R6/1 que 

contiene ~116 repeticiones y la línea R6/2 que contiene ~156 repetidos del 

trinucleótido (Mangiarini et al., 1996). El periodo de vida del ratón R6/1 es de 14 

meses (Mangiarini et al., 1996; Carter et al., 1999). Este ratón presenta una 

disminución en el peso corporal a las 22 semanas y alteraciones motoras a los 4-5 

meses de edad. Aún cuando este modelo no desarrolla muerte neuronal, presenta 

alteraciones morfológicas celulares y también agregados intracelulares que contienen a 

la mhtt (Ferrante, 2009).  
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El modelo R6/2 desarrolla un fenotipo progresivo semejante al descrito en los 

pacientes en un periodo de 16 semanas; las alteraciones fenotípicas son evidentes a las 

9 semanas de edad. Este modelo desarrolla alteraciones morfológicas, bioquímicas y 

funcionales, incluso a edades tempranas. Por ejemplo, la presencia de agregados 

proteicos intracelulares se observa desde la tercera semana en el estriado, el hipocampo 

y la corteza cerebral (Weiss et al., 2008). En la octava semana de edad el peso cerebral 

disminuye 19%, asimismo hay dilatación ventricular generada por la reducción del 

volumen celular de las NEM, y es hasta las 14-16 semanas cuando se ha reportado 

degeneración neuronal (Stack et al., 2005). El modelo N171-82Q expresa 82 

repeticiones de CAG y presenta disminución en el peso corporal, atrofia cerebral, 

ensanchamiento de los ventrículos laterales originado por la pérdida neuronal 

(Schilling et al., 1999). El modelo transgénico desarrollado en la rata expresa 51 

repeticiones de CAG, en este caso la expresión del fragmento está dada por el 

promotor de la htt de la rata; aún cuando no se ha reportado el tiempo máximo de 

sobrevivencia de este modelo, se sabe que pierde peso corporal a los 24 meses y que 

presenta déficits cognitivos a los 12 meses.  

También se ha reportado que este modelo desarrolla ensanchamiento de los 

ventrículos laterales, agregados intracelulares y muerte neuronal (Schilling et al., 

1999). Por otra parte, el modelo YAC (yeast artificial chromosome) contiene el gen 

completo de la mhtt humana y puede contener 46, 72 ó 128 repeticiones de CAG 

(YAC46, YAC72 y YAC128, respectivamente). El modelo YAC también desarrolla 

alteraciones motoras, cognoscitivas y pérdida del peso corporal (Hodgson et al., 1999). 

En este caso el periodo de vida es mayor, comparado con la línea R6 que también 

desarrolla agregados intracelulares y muerte neuronal (Van Raamsdonk et al., 2007). 

Más recientemente se desarrolló otro modelo que expresa la mhtt completa; se trata 

del ratón BAC (bacterial artificial chromosome), que contiene 240 kDa de BAC 

conteniendo 170 kb del locus de la mhtt humana. De igual manera desarrolla 

alteraciones motoras y cognitivas (Gray et al., 2008; Spampanato et al., 2008). Como se 

mencionó anteriormente, el modelo knock-in se generó a partir de la inserción de varios 

repeticiones del trinucleótido CAG en el gen endógeno de la htt del ratón; de éstos se 

han creado los siguientes variantes: Hdh/Q72-80 (que expresa 72-80 repeticiones de 

CAG); HdhQ111 (expresando 111 repetidos de CAG); los modelos CAG140 y 

CAG150. De manera semejante, los modelos knock-in desarrollan alteraciones 

fenotípicas semejantes a las observadas en los pacientes: presentan agregados 
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intracelulares que contienen a la mhtt, atrofia en el estriado y en algunos casos muerte 

neuronal (Menalled, 2005).  

Como se ha descrito en esta sección hay diversos modelos transgénicos de la 

EH. A pesar de las diferencias genéticas que cada uno de estos modelos presenta, es 

común observar la presencia de alteraciones fenotípicas semejantes a las descritas en 

los pacientes, asimismo también comparten alteraciones neuroquímicas y estructurales 

características de la EH. Sin embargo, una diferencia fundamental es el periodo de vida 

de cada uno de estos modelos. Considerando esta característica, los modelos que 

presentan un fenotipo acelerado y bien característico como la línea R6/2 en ratón son 

de gran utilidad para evaluar la eficacia de tratamientos terapéuticos. Sin embargo, este 

modelo no es el mejor para evaluar los cambios cognoscitivos de la enfermedad, ya que 

la progresión de la enfermedad es muy acelerada impidiendo que estos animales sean 

entrenados y así evaluar este aspecto de la EH. En este sentido los modelos que 

presentan un periodo más largo de vida pueden ser utilizados para estudios de 

deterioro cognoscitivo, así como otros aspectos de la patología. Por lo tanto, se puede 

seleccionar el modelo más adecuado, dependiendo del estudio que se quiera llevar a 

cabo. Sin embargo, si el modelo a estudiar no ha sido el más utilizado, es difícil situar 

los resultados en un contexto más amplio. El modelo ampliamente usado es el ratón de 

la línea R6/2, que se ha utilizado para la evaluación tanto de los cambios 

neuroquímicos inducidos por la expresión de la mhtt, como de la eficacia de 

tratamientos terapéuticos. Sin embargo, este modelo se ha considerado más cercano a 

la manifestación juvenil de la EH, que a la forma adulta. Tomando en cuenta todas las 

características de cada modelo transgénico de la EH, es difícil situar a alguno de ellos 

como el más cercano a lo que ocurre en el paciente con EH, por lo que es necesario 

ubicar el trabajo en el contexto adecuado. 

 

 Transmisión glutamatérgica: receptores y transportadores de glutamato 

 

La participación de un mecanismo excitotóxico, mediado por glutamato en la 

muerte neuronal asociada con la EH, fue sugerida por experimentos pioneros 

demostrando que las lesiones inducidas en el cuerpo estriado de la rata, por la 

administración de agonistas de los receptores a glutamato, son semejantes a la lesión 

que se presenta en los pacientes con EH (McGeer y McGeer, 1976; Schwarcz y Coyle, 

1977; Schwarcz et al., 1984).  
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En este apartado de la tesis se revisará brevemente la neurotransmisión 

glutamatérgica y su papel en la neurodegeneración asociada a la EH, que es el tema 

central. 

 

El ácido glutámico es el neurotransmisor excitador más abundante del sistema 

nervioso central en mamíferos. La comunicación mediada por el glutamato inicia con la 

liberación vesicular del neurotransmisor en respuesta a la despolarización de la 

terminal presináptica; una vez liberado, el glutamato activa a sus receptores, 

localizados en la neurona postsináptica. Los receptores a glutamato se dividen en dos 

grupos: los receptores ionotrópicos, que son proteínas transmembranales que forman 

un poro permeable a ciertos iones, y los receptores metabotrópicos, cuya activación 

está asociada con la señalización intracelular mediada por segundos mensajeros. La 

unión del glutamato a los receptores de tipo AMPA (-amino-3-hidroxi-5-metil-4-

isoxazolpropionato)/kainato permite la entrada de sodio a la neurona, despolarizando 

la membrana postsináptica.  

El cambio en el potencial de la membrana generado por la activación de los 

receptores AMPA/kainato permitirá la liberación del ion magnesio, que se encuentra 

bloqueando el poro del receptor de tipo NMDA (N-metil-D-aspartato). La unión del 

glutamato y la glicina activará al receptor NMDA lo que permitirá el paso de calcio y 

sodio a la neurona. También el glutamato activará a sus receptores metabotrópicos 

(ver más adelante). Es a través de la activación de los diferentes subtipos de receptores 

glutamatérgicos que se propaga el estímulo excitador. Finalmente, el glutamato se 

elimina del espacio sináptico a través de transportadores específicos que se localizan en 

la membrana de los astrocitos y de las neuronas. Una representación de la transmisión 

glutamatérgica se esquematiza en la Figura 2.      

 

Receptores glutamatérgicos ionotrópicos 

 Los receptores a glutamato de tipo inotrópico se dividen en dos grupos: los 

receptores NMDA y los receptores no-NMDA que a su vez incluyen a los receptores 

AMPA y kainato. Se denominan de esta manera en función del agonista que los activa 

de manera selectiva. Los receptores ionotrópicos son poros transmembranales que se 

forman por el ensamble de 4 subunidades diferentes; la combinación de éstas confiere 

propiedades específicas al receptor. Los receptores de tipo NMDA se forman con la 

combinación de las subunidades NR1, NR2, NR3 (Albensi, 2007; Cull-Candy et al., 

2001). Se han descrito 8 variantes de la subunidad NR1, en esta subunidad se 
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encuentra el sitio de unión para la glicina o la D-serina, coagonistas del receptor 

NMDA; la presencia de esta subunidad es necesaria para que el receptor sea funcional. 

Se han reportado 4 isoformas de la subunidad NR2 (A-D), que contienen el sitio de 

unión al glutamato. 

 

Figura 2. Transmisión glutamatérgica. La liberación presináptica del glutamato (glu) ocurre después de 

la despolarización membranal de la terminal presináptica, que permite la activación de los canales CCAV 

permeables a calcio. En el espacio sináptico el glutamato activará a sus receptores ionotrópicos 

(AMPA/kainato y NMDA) y metabotrópicos (mGluR). La activación de los receptores AMPA/kainato 

permitirá la entrada de sodio a la espina dendrítica  despolarizando la membrana, liberando así el ion 

magnesio que se encuentra bloqueando el canal del receptor NMDA. La apertura de este receptor 

permitirá el flujo de calcio y sodio al interior de la neurona. Por otra parte, la activación de los 

receptores metabotrópicos permitirá la progresión de cascadas intracelulares de señalamiento que 

culminarán en cambios a largo o corto plazo. Los transportadores de glutamato que se localizan 

principalmente en las membranas de los astrocitos (GLAST y GLT-1), se encargan de mantener una 

concentración baja de glutamato en el espacio extracelular, evitando la acumulación del 

neurotransmisor. Estas proteínas toman una molécula de glutamato más 2 iones Na2+ y los internalizan 

mientras extruyen un ion K+ y un protón, utilizando el gradiente de sodio generado por la ATPasa 

Na2+/ K+. En el citoplasma de los astrocitos, el glutamato es metabolizado a glutamina (gln) por la 

glutamina sintetasa (GS). La gln es transportada al espacio sináptico a través de un sistema de 

transporte N (SN), de donde será capturada por la terminal nerviosa por transportadores del sistema A 

(SA). Dentro de la mitocondria la gln se metabolizará nuevamente a glutamato por la glutaminasa 

activada por fostfatos (GAF). De esta manera se cierra el ciclo de la glutamina-glutamato, culminando 

con la producción del neurotransmisor que se almacenará en vesículas para después ser liberado. 

(Estrada-Sánchez et al., 2008).        
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La presencia de las subunidades NR2A o NR2B aumenta la sensibilidad del receptor al 

bloqueo por magnesio en relación con los receptores que contienen a las subunidades 

NR2C o NR2D. Se han descrito dos variantes de la subunidad NR3, que son las NR3A 

y NR3B, que se ha sugerido tienen un papel modulador sobre la actividad del receptor: 

la presencia de ésta reduce la permeabilidad al calcio y el bloqueo del poro por el 

magnesio (Matsuda et al., 2002; Sasaki et al., 2002). Además de poseer sitios de unión 

para el glutamato y la glicina, el receptor NMDA también tiene sitios de unión a 

poliaminas (espermina y espermidina), un sitio de unión al Zinc, un sitio de unión a 

protones y un sitio de óxido-reducción, lo cual sugiere una alta regulación de este 

receptor.    

 La presencia de las diferentes subunidades del receptor NMDA cambia 

dependiendo de la edad y de la región cerebral. La distribución de la subunidad NR1 es 

homogénea, ya que es necesaria la presencia de esta subunidad para que el receptor sea 

funcional (Michaelis, 1998). La subunidad NR2A se expresa en la corteza cerebral y 

cerebelar y en el hipocampo. Los receptores que expresan a la NR2B se localizan 

principalmente en el telencéfalo; la subunidad NR2C se localiza en células granulares 

del cerebelo y la NR2D se expresan en el diencéfalo y tallo cerebral (Michaelis, 1998). 

La subunidad NR3A se localiza de manera generalizada en el cerebro y la NR3B se 

expresa en las motoneuronas (Das et al., 1998). Por otra parte, las NEM en el 

neoestriado expresan principalmente las subunidades NR1 y NR2B (Ravenscroft y 

Brotchie, 2000). 

 Los receptores NMDA son sensibles al bloqueo farmacológico por diversas 

moléculas, las cuales pueden unirse ya sea al sitio de unión al agonista, como el D-APV 

(D-2-amino-5-fosfonolvalerato), al sitio de unión al coagonista como el ácido 5,7-

dicloro-kinurenato, o a sitios en el poro del receptor que bloquean el canal abierto 

como el (+)-5-metil-10,11-dihidroxi-5H-dibenzo-(a,d)-cicloheptano-5,10-imina maleato 

(MK-801), la fenilciclidina (PCP) y  la memantina (1-amino-3,5-dimetil-clorhidrato de 

adamantina) (Kew y Kemp, 2005).  

La composición de las subunidades del receptor NMDA, está directamente 

asociada con la conducción selectiva de iones. Estos receptores permiten el paso de 

calcio principalmente, ya que en la región Q/R de todas las subunidades de este 

receptor se localiza una asparagina. Se ha observado que si a través de mutagénesis 

dirigida se cambia la asparagina por una arginina, los receptores NMDA disminuyen 

su permeabilidad al calcio (Wollmuth et al., 1996). Es interesante que todos los 
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receptores ionotrópicos a glutamato contienen un sitio Q/R y que dependiendo del 

aminoácido que contengan los receptores serán o no permeables a calcio.  

Los receptores AMPA son poros transmembranales formados por el ensamble 

de las subunidades GluR1-GluR4, principalmente permeables a Na2+ y K+. Sin 

embargo, los receptores que no tienen a la subunidad GluR2 son permeables a calcio. 

La presencia de la subunidad GluR2 impide el paso de calcio porque en el dominio M2 

de ésta ocurre una modificación post-transcripcional, en la que se cambia una gln (Q) 

por una arginina (R) que contienen una carga positiva, obstaculizando el paso de los 

iones calcio. En el cerebro adulto de la rata, la subunidad GluR2 se encuentra editada 

en su mayoría, es decir presenta una arginina en la región Q/R y por lo tanto los 

receptores a AMPA no son permeables a calcio (Kew y Kemp, 2005). Las subunidades 

GluR1, GluR2 y GluR3 se expresan en todo el sistema nervioso central; la subunidad 

GluR4 se expresa principalmente en la corteza cerebelar y en las células granulares del 

giro dentado en el hipocampo (Romano et al., 1998; Kew y Kemp, 2005).  

Los receptores kainato se forman por el ensamble de subunidades agrupadas en 

dos familias: GluR5-GluR7 y KA1-KA2. Los receptores KA homoméricos no son 

funcionales, a menos que se ensamblen con alguna de las subunidades GluR5-GluR7. 

En este caso la presencia de una arginina o una glutamina en el sitio Q/R de sus 

subunidades, confiere distintos grados de permeabilidad al calcio dependiendo de la 

combinación de subunidades que contengan, ya que no todas están editadas (Hassel y 

Dingledine, 2006). Los receptores a kainato se localizan principalmente en las 

terminales presinápticas en las interneuronas del hipocampo, amígdala lateral, corteza 

cerebral y globo pálido (Huettner, 2003). Estos receptores tienen características 

farmacológicas semejantes a los receptores AMPA de tal manera que los principales 

antagonistas de los receptores AMPA también inhiben a los receptores kainato. Los 

principales antagonistas son la 6-ciano-7-nitroquinoxalina-2,3-diona (CNQX) que 

también bloquea a los receptores de tipo kainato y tiene afinidad por el sitio de la 

glicina de los receptores NMDA, y la 2,3-dihidroxi-6-nitro-7-sulfamoil-

benzo(f)quinoxalina (NBQX) que es más selectiva para los receptores AMPA. Los 

receptores AMPA permeables a calcio se pueden inhibir de manera selectiva con el 1-

Naftil acetil espermina (NAS).  

Por otra parte, también se han descrito receptores kainato cuyo modo de acción 

involucra segundos mensajeros como la Gi/o/PLC/PKC (Lerma, 2003). Se ha 

reportado que estos receptores principalmente se localizan en la terminal presináptica 



                                                          Transportadores de glutamato y excitotoxicidad en la enfermedad de Huntington   

 

y se encargan de modular la liberación de GABA y de glutamato (Rodríguez-Moreno y 

Lerma, 1998). 

  

Receptores a glutamato de tipo metabotrópico 

 Los receptores metabotrópicos a glutamato (mGluR) son proteínas que cruzan 

siete veces la membrana plasmática y que se encuentran acoplados a proteínas G, las 

cuales están involucradas en cascadas de activación intracelular. El sitio de unión al 

glutamato en los mGluR se encuentra en el sitio N-terminal del asa extracelular (Conn 

y Pin, 1997). De acuerdo con la vía de transducción de señales y la analogía en la 

secuencia de aminoácidos, los mGluR se dividen en tres grupos. El grupo I está 

formado por los receptores mGluR1 y mGluR5 que están acoplados a proteína Gq. La 

activación de estos receptores genera un aumento en la hidrólisis de fosfoinosítidos que 

posteriormente activa a la fosfolipasa C1 (PLC1). A su vez, esta activación conducirá 

a la formación de diacilglicerol e inositol 1,4,5-trifosfato (IP3). Mientras el 

diacilglicerol activa a la proteína cinasa C (PKC), el IP3 activa a sus receptores 

localizados en el retículo endoplásmico, permitiendo la liberación de calcio de este 

organelo. Los mGluR pertenecientes a este grupo se localizan principalmente en la 

postsinapsis (Kim et al., 2008). El grupo II está constituido por los receptores mGluR2 

y mGluR3 que están acoplados a la proteína Gi/o, inactivando a la adenilato ciclasa e 

inhibiendo la formación de AMPc. Estos receptores se pueden encontrar tanto en la 

membrana pre- como post-sináptica (Kim et al., 2008). Finalmente el grupo III está 

formado por los receptores mGluR4, mGluR6, mGluR7 y mGluR8, que al igual que 

los del grupo II, están acoplados negativamante a la proteína Gi/o, y por tanto 

disminuyen los niveles de AMPc. Estos receptores se localizan fundamentalmente en 

la membrana presináptica (Kim et al., 2008). La activación de los mGluR está asociada 

con diversos procesos, como la regulación de la liberación de neurotransmisores o con 

cambios a largo plazo que involucran modificaciones en la regulación transcripcional 

de la neurona, entre otros.  

 

Transportadores de glutamato 

Los transportadores de glutamato son proteínas transmembranales que se 

encargan de regular la concentración extracelular del neurotransmisor; factor 

determinante en algunas neuropatologías que involucran la toxicidad del glutamato. Se 

ha sugerido que la concentración extracelular de glutamato aumenta hasta 1 mM 
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durante la liberación presináptica, y que de no ser por la remoción del aminoácido por 

la acción de sus transportadores, esta concentración podría dañar a las neuronas 

(Clements et al., 1992). Los transportadores de glutamato se clonaron en 1994 a partir 

de tejido cerebral de humano (Arriza et al., 1994), y de acuerdo con la nomenclatura en 

inglés “Excitatory Amino Acid Transporters” (EAAT) se denominan: 

EAAT1/GLAST (Glutamate aspartate transporter), EAAT2/GLT-1 (Glutamate 

transporter 1), EAAT3/EAAC1 (Excitatory aminoacid carrier 1). Mientras que los 

transportadores GLAST y GLT-1 se encuentran en las células gliales, el 

transportador EAAC1 se encuentra en las neuronas. Se ha descrito una isoforma del 

transportador GLT-1, GLT-1a en las terminales sinápticas del hipocampo (Chen et al., 

2004). También se han identificado otros transportadores de glutamato con una 

distribución restringida al cerebelo, el EAAT4 y a la retina, el EAAT5 (Danbolt, 

2001). De acuerdo con estudios realizados en animales knock-out de los transportadores 

de glutamato, se ha descrito que los transportadores localizados en las células gliales 

son los principales reguladores de la concentración extracelular del neurotransmisor, 

mientras que el transportador neuronal está asociado a otras funciones como el 

transporte de cisteína para la síntesis de glutatión, entre otras (Rothstein et al., 1996; 

Chen y Swanson, 2003).  

Por otra parte, se ha descrito que los transportadores de glutamato están 

asociados a una corriente de cloro. De acuerdo a su permeabilidad a este anión se 

pueden ordenar de mayor a menor de la siguiente manera: 

EAAT4/5>GLAST>EAAC1>>GLT-1. El flujo de cloro ocurre en presencia del 

ligando, sin embargo el transporte de glutamato es independiente de éste. Por lo tanto 

se ha sugerido que los transportadores de glutamato tienen una estructura que puede 

funcionar como canal. Dado que los transportadores de glutamato se han localizado en 

sitios postsinápticos, se cree que a través de la conductancia de cloro, estos 

transportadores podrían ejercer una función reguladora de la excitabilidad en estos 

sitios (Kanai et al., 2002).  

A partir de la cristalografía del transportador de glutamato homólogo de la 

bacteria Pyrococcus horikoshii se conoce la estructura molecular de estas proteínas 

(Yernool et al., 2004). De acuerdo con el cristal, el transportador es un trímero que se 

encuentra embebido en la membrana plasmática, que en la cara extracelular forma una 

estructura semejante a una vasija, en la que se unen dos iones Na2+ y una molécula 

glutamato (Yernool et al., 2004; Boudker et al., 2007). Después de la unión de los 



                                                          Transportadores de glutamato y excitotoxicidad en la enfermedad de Huntington   

 

substratos, el transportador los internaliza mientras que se extruye un ion K+ (Watzke 

et al., 2001).  

El transporte de glutamato depende del gradiente de sodio generado por la 

ATPasa sodio/potasio, ya que la unión del glutamato a su transportador depende de la 

unión de los iones Na2+. Por otra parte, dado que el transporte de glutamato induce un 

aumento en la concentración intracelular de sodio, se ha sugerido que el transporte de 

glutamato estimula la actividad de la ATPasa, permitiendo la restauración del 

gradiente iónico transmembranal. Una vez dentro de las células gliales, el glutamato es 

metabolizado a glutamina a través de su reacción con el amonio. Esta reacción la lleva 

a cabo la glutamina sintetasa que únicamente se encuentra en los astrocitos y 

oligodendrocitos pero no en las neuronas. Posteriormente, la gln se libera al espacio 

sináptico dónde será capturada por las terminales nerviosas para sintetizar glutamato a 

través de la glutaminasa activada por fosfatos (GAF) dentro de la mitocondria. A este 

ciclo se le conoce como el “ciclo del glutamato-glutamina”, en el que además de 

formarse el precursor del glutamato, se elimina el amonio que se encuentra libre, cuya 

acumulación puede afectar la homeostasis celular y así a la transmisión sináptica 

(Figura 2).      

El correcto funcionamiento de los componentes de la neurotransmisión 

glutamatérgica es determinante para mantener una buena transmisión excitadora. La 

falla en alguno de sus elementos, ya sea en los receptores o los transportadores, puede 

dar lugar a un proceso de muerte neuronal denominado excitotoxicidad, que se 

describe a continuación. 

 

  

 Muerte neuronal excitotóxica y excitotoxicidad secundaria 

 

 La muerte neuronal que involucra la toxicidad del glutamato o excitotoxicidad 

se caracteriza por la sobreactivación de los receptores glutamatérgicos y la entrada 

masiva de calcio a la neurona. Ésta puede ocurrir por la acumulación del 

neurotransmisor en el espacio sináptico a consecuencia de la alteración en la recaptura 

del glutamato. La entrada de calcio es un factor determinante en la excitotoxicidad, 

pues la acumulación de este catión al interior de la neurona activará proteasas, 

endonucleasas y fosfolipasas cuyo blanco son componentes estructurales de la neurona. 

Asimismo, la sobrecarga de calcio alterará la homeostasis mitocondrial, ya que este 

organelo acumulará calcio, afectando la síntesis de ATP y facilitando la producción de 
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especies reactivas de oxígeno, que contribuirán al estrés oxidativo, otro factor 

involucrado en la excitotoxicidad. Los mecanismos celulares que requieren de ATP se 

verán comprometidos, entre éstos los sistemas encargados de regular la concentración 

de calcio intracelular como ATPasas y transportadores, contribuyendo a la 

acumulación del catión. Por otra parte, además de las especies oxidantes producidas 

por la falla mitocondrial, el calcio activará a enzimas generadoras de especies reactivas 

como la xantina oxidasa y la óxido nítrico sintasa, contribuyendo al daño oxidativo. En 

conjunto, las alteraciones generadas por la entrada masiva de calcio afectarán 

diferentes componentes de la neurona, conduciéndola a la muerte (Figura 3).  

 

 

Figura 3. Muerte neuronal excitotóxica. La entrada de calcio por la activación prolongada de los 

receptores NMDA es un factor determinante en el proceso excitotóxico. El calcio inducirá la activación 

de enzimas que degradarán o dañarán componentes estructurales de la neurona, así como enzimas 

generadoras de especies reactivas como la óxido nítrico sintasa. Asimismo, el calcio desestabilizará la 

función mitocondrial alterando la producción de ATP y promoviendo la producción de especies reactivas 

de oxígeno mitocondriales, cuyo blanco son lípidos, proteínas y ácidos nucleicos. La convergencia de 

estos eventos culmina con la muerte de la neurona. (Estrada-Sánchez et al., 2008).      

 

 La muerte neuronal excitotóxica también puede ocurrir bajo condiciones de 

deficiencia energética, aún a concentraciones fisiológicas de glutamato. A este tipo de 
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muerte se le denomina excitotoxicidad secundaria y ocurre por la activación de los 

receptores a NMDA. La falta de ATP limitará la restauración de los gradientes iónicos 

de la neurona, manteniendo despolarizada a la membrana. En condiciones fisiológicas, 

el receptor NMDA se encuentra bloqueado de manera dependiente del voltaje por un 

magnesio presente en el canal, y aún cuando se encuentren unidos el glutamato y la 

glicina, el receptor no se activará si no se retira el magnesio del poro. La 

despolarización parcial de la membrana plasmática, liberará al receptor NMDA del 

bloqueo por el magnesio, ya que es dependiente del voltaje,  facilitando la activación 

del receptor. Esencialmente la cascada de eventos que culmina con la muerte de la 

neurona es la misma que se describió anteriormente, en la que la concentración de 

calcio es un factor determinante.  

De acuerdo con estudios previos de nuestro y otros laboratorios, se ha descrito una 

estrecha relación entre la excitotoxicidad y la deficiencia energética. De hecho la 

toxicidad del glutamato se facilita en condiciones de inhibición glucolítica o 

mitocondrial tanto in vivo como in vitro (Novelli et al., 1988; Greene et al., 1998; 

Massieu et al., 2000; Del Río et al., 2007; Mejía-Toiber et al., 2006). Esto es relevante 

en la neuropatología de algunos desórdenes neurológicos o enfermedades 

neurodegenerativas que involucran un componente excitotóxico. En el caso de la EH, 

los estudios en pacientes y modelos transgénicos han descrito alteraciones en 

componentes de la transmisión glutamatérgica, tanto a nivel de sus receptores como de 

sus transportadores, así como en el metabolismo energético. Dichas alteraciones 

pueden facilitar la muerte neuronal excitotóxica, sugiriendo la participación de la 

excitotoxicidad en la patogénesis de la EH.  

En la siguiente sección se presentrá evidencia que apoya esta hipótesis.         

 

 

 Excitotoxicidad en la patogénesis de la EH 

 

 La muerte neuronal excitotóxica se ha asociado con la pérdida de las NEM en 

la EH, debido a que estas neuronas reciben proyecciones glutamatérgicas provenientes 

de la corteza motora, y además son selectivamente vulnerables a la toxicidad mediada 

por los análogos del glutamato in vivo. La administración de ácido quinolínico, NMDA 

o el mismo glutamato en el estriado de ratas, produce muerte neuronal selectiva, 

semejante a lo observado en cerebros post mortem de la EH (McGeer y McGeer, 1976; 

Schwarcz y Coyle, 1977; Schwarcz et al., 1984). También se ha descrito en cerebros 
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post mortem una disminución en la unión del glutamato a sus receptores en el estriado, 

así como una reducción del mRNA de las subunidades NR1 y NR2, lo que sugiere la 

pérdida de las neuronas que contienen receptores NMDA en esta región (Albin et al., 

1990; Arzberger et al., 1997). Más recientemente se observó que la expresión 

diferencial de los genes del receptor NMDA contribuye a la variabilidad clínica de la 

EH. Es decir, que dependiendo de la variante del gen NR2B y NR2A que se exprese, la 

edad de inicio de la enfermedad puede variar hasta en 2.8 años, sugiriendo un papel de 

estos receptores en la alteración sináptica y probablemente con la pérdida de las NEM 

en la EH (Arning et al., 2005; Arning et al., 2007). Por otra parte, la administración de 

antagonistas de los receptores NMDA como la memantina y la amantadina, disminuye 

la progresión de la enfermedad (Beister at al., 2004; Lucetti et al., 2002). Estos 

antecedentes apoyan el papel del excitotoxicidad en la EH, que también se sustenta por 

los estudios de cerebros post mortem y modelos transgénicos que indican que la 

expresión de la mhtt conduce a la alteración de la transmisión glutamatérgica.  

A continuación se describen detalladamente las alteraciones observadas en los 

receptores y transportadores del glutamato en pacientes y modelos animales de la EH.   

 

Alteraciones en los receptores de glutamato asociados a la EH  

A partir de estudios realizados en tejido post mortem y modelos transgénicos de 

la EH se han identificado alteraciones tanto en receptores ionotrópicos como 

metabotrópicos de glutamato. Se ha reportado que polimorfismos del gen de la 

subunidad GluR6 del receptor a kainato están asociados con la manifestación temprana 

de la enfermedad (Rubinsztein et al., 1997; MacDonald et al., 1999). Sin embargo, el 

papel de las subunidades de los receptores AMPA/kainato en la vulnerabilidad de las 

NEM no se ha estudiado a detalle. Por otra parte, la participación de los mGluR en la 

progresión de la enfermedad se ha sugerido a partir de la administración del inhibidor 

del receptor mGluR5, 2-metil-6-(feniletinil)-piridina (MPEP) en el ratón R6/2 

(Schiefer et al., 2004), ya que la administración de este antagonista prolonga el periodo 

de vida del ratón R6/2 y mejora su desempeño en algunas pruebas conductuales. Lo 

que sugiuere el papel de los mGluR en la vulnerabilidad de las NEM en la EH. En este 

sentido, se ha descrito que la mhtt puede afectar la cascada de señalamiento relacionada 

con los mGluR1 y mGluR5, que están asociados con la producción de DAG e IP3. La 

HAP1A (huntingtin associated protein-1A) y el receptor a IP3 forman un complejo 

proteico que en presencia de la mhtt produce una mayor liberación de calcio del 

retículo endoplásmico (Tang et al., 2004). Lo anterior sugiere que los receptores 
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mGluR  pueden estar involucrados en la patogénesis de la EH, posiblemente 

contribuyendo al desarrollo de un evento excitotóxico. 

 La combinación de las subunidades del receptor NMDA confiere propiedades 

funcionales particulares. Los estudios enfocados en evaluar los cambios en la expresión 

de las subunidades que componen al receptor NMDA en el modelo R6/2 son diversos, 

sin embargo la mayoría describen que no hay cambios, o que hay una disminución 

discreta en los niveles de mRNA de las subunidades NR1, NR2A y NR2B (Luthi-

Carter et al., 2003; Ali et al., 2006; Li et al., 2003). A nivel de proteína se ha descrito 

disminución de estas tres subunidades, sin embargo los cambios descritos en el 

estriado no son significativos (Li et al., 2003). De manera similar, en el ratón YAC72 

(con 72 repetidos de gln) no se encontraron cambios en las subunidades NR1 y NR2B 

en el estriado, respecto los niveles presentes en el ratón YAC48 (con 48 residuos de 

gln), sin embargo, en el ratón YAC128 (con 128 repetidos de gln) sí se observo una 

disminución significativa en la subunidad NR2B (Cepeda et al., 2001).  

También se han descrito algunas alteraciones en las propiedades de los 

receptores, relacionadas con la combinación de las subunidades presentes en los 

modelos transgénicos, como es una disminución en el bloqueo de los receptores 

NMDA por magnesio, en el estriado del ratón R6/2 (Starling, 2005). En este sentido, 

la expresión in vitro de la combinación de las subunidades NR1/NR2B en células que 

expresan a la mhtt, muestran una corriente de activación mayor al estimular a los 

receptores NMDA (Chen et al., 1999; Zeron et al., 2001). Resultados similares se 

describieron en rebanadas de estriado de los ratones R6/2 y YAC, donde la corriente 

de activación del receptor NMDA es de mayor amplitud respecto a la obtenida en los 

animales silvestres (Cepeda et al., 2001). Con base en lo anterior, se ha sugerido que la 

expresión de la mhtt facilita la cadena excitotóxica debido a alteraciones en las 

propiedades de los receptores NMDA, que favorecerían una mayor activación. De 

hecho, el aumento de la corriente entrante del receptor NMDA, correlaciona con un 

incremento en la concentración de calcio intracelular y la presencia de muerte neuronal 

en el ratón YAC (Zeron et al., 2002). Resultados similares se han descrito en cultivos 

primarios del estriado de este modelo (Zeron et al., 2001; Tang et al., 2005).  

Por otra parte, a pesar de que el modelo YAC72 es vulnerable a la toxicidad 

mediada por la activación del receptor NMDA tanto in vivo como in vitro, la 

administración intraestriatal del ácido quinolínico produce una lesión más extensa en 

los animales silvestres que en los transgénicos R6 (R6/2 y R6/1) (Hanson et al., 1999; 

MacGibbon et al., 2002). De manera similar, la administración intraperitoneal del 
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ácido kaínico no genera crisis epilépticas ni muerte neuronal en estos animales, 

contrario a lo que se observa en los animales silvestres (Morton et al., 2000). Por otra 

parte, cultivos primarios de la corteza cerebral del modelo knock-in HhdhQ111 y del 

R6/2 muestran la misma vulnerabilidad a la toxicidad del NMDA que los cultivos 

control (Snider et al., 2003). La discrepancia entre los resultados encontrados en los 

ratones YAC y los R6 puede deberse al fondo genético de cada uno, o a la edad de los 

animales en la que se realizó el estudio. Generalmente, los estudios enfocados en 

evaluar la vulnerabilidad a la excitotoxicidad en el modelo R6/2 se han realizado a las 

10 semanas de edad, cuando el fenotipo de la enfermedad es evidente pero no abrupto. 

En este sentido, un estudio reciente en el modelo YAC 128 revela que la sensibilidad a 

la toxicidad del ácido quinolínico, depende de la edad del ratón. En etapas tempranas 

(1.5-2 meses de edad) la inyección del ácido quinolínico induce una lesión extensa en el 

estriado, sin embargo a los 10 meses de edad, cuando los signos de la enfermedad son 

muy evidentes, los ratones son altamente resistentes a la toxicidad del ácido 

quinolínico (Graham et al., 2009).  

Estas observaciones, indican que aún cuando los modelos transgénicos desarrollan 

alteraciones en el receptor NMDA, no hay una correlación directa entre las 

alteraciones de este receptor y la manifestación de la cascada excitotóxica.       

 

Papel de los transportadores de glutamato en la patogénesis de la EH  

 El papel de los transportadores de glutamato se sugirió a partir de estudios en 

cerebros post mortem de pacientes con la EH, en los que se describió una disminución en 

los sitios de unión de alta afinidad a glutamato y en el mRNA del transportador GTL-

1 (Cross et al., 1986; Arzberger at al., 1997). Posteriormente se observó que la captura 

de [3H]-glutamato en proteoliposomas que contienen a los transportadores 

provenientes de la corteza prefrontal de pacientes con la EH, presentan una 

disminución en la captura del aminoácido del 43%, respecto al control (Hassel et al., 

2008). Se han descrito resultados similares en el modelo transgénico R6/2. La 

reducción en los niveles del mRNA del GLT-1 se ha observado a partir de la sexta 

semana de edad en el ratón R6/2, mientras que la disminución en la proteína se 

observa hasta la seman 12 (Behrens et al., 2002; Liévens et al., 2001; Shin et al., 2005). 

Asimismo, la captura del glutamato en el estriado y la corteza cerebral R6/2 está 

disminuída en estos animales (Nicniocaill et al., 2001; Shin et al., 2005). Por otra parte, 

la sobre-expresión del transportador GLT-1 en el ratón R6/2 reduce algunas 

alteraciones motoras e incrementa de manera significativa el periodo de vida de los 
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animales (Miller et al., 2008). Los estudios mencionados sugieren una relación entre la 

expresión de la mhtt y alteraciones en el  sistema de recaptura del glutamato en el 

estriado; también sugieren su posible contribución a la neurodegeneración de las NEM 

en la enfermedad. Sin embargo, aún no es claro el papel de estas alteraciones en la 

patogénesis de la EH. Por lo cual uno de los objetivos del presente trabajo es evaluar si 

hay una relación entre el contenido de los transportadores de glutamato y la 

vulnerabilidad del estriado a la excitotoxicidad en el ratón R6/2. 

 

 

Relación entre la excitotoxicidad y el metabolismo energético en la EH 

Como se mencionó anteriormente, la muerte neuronal excitotóxica es un 

proceso estrechamente relacionado con el estado energético neuronal, y en la EH se 

han descrito diversas alteraciones metabólicas. En pacientes presintomáticos y 

sintomáticos se ha descrito una disminución en la captura y el metabolismo de la 

glucosa (Kuhl et al., 1982; Kuwert et al., 1990). En este sentido, concentraciones 

elevadas de lactato se han reportado en el líquido cefalorraquídeo de los pacientes, 

sugiriendo un metabolismo oxidativo deficiente de la glucosa (Jenkins et al., 1998), lo 

cual correlaciona con la disminución de la actividad de los complejos mitocondriales II, 

III, IV en tejido post mortem de los pacientes con EH (Browne et al., 1997).  

Aún se desconoce cómo la expresión de la mhtt conduce a alteraciones en la 

función mitocondrial, pero se ha observado a la mhtt asociada a la membrana externa 

mitocondrial (Panov et al., 2002; Goebel et al., 1978; Yu et al., 2003; Choo et al., 2004). 

Más recientemente se ha sugerido el papel de PGC-1 (por su nombre en inglés 

peroxisome proliferator-activated receptor gamma co-activator-1 alpha) en las 

alteraciones mitocondriales. Esta proteína es un factor de transcripción asociado con la 

expresión de genes nucleares que codifican para proteínas mitocondriales. Una 

disminución de los niveles del mRNA de PGC-1 y de la transcripción de proteínas 

asociadas con ésta se han descrito en pacientes y animales transgénicos (Kelly et al., 

2004; Cui et al., 2006; Weydt et al., 2006; St. Pierre et al., 2006; McGill et al., 2006). 

Estas observaciones sugieren que la falla mitocondrial puede estar involucrada en la 

patogénesis de la enfermedad, ya que dichas alteraciones se observan incluso antes de 

la presencia del fenotipo, tanto en pacientes como en modelos transgénicos (Browne y 

Beal, 2004). Sin embargo, la vulnerabilidad del modelo R6/2 a la toxicidad del 

inhibidor mitocondrial, 3-NP (inhibidor del complejo II de la cadena transportadora de 

electrones), ha arrojado datos contradictorios. Mientras Bogdanov et al., (1998) 
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observaron una mayor vulnerabilidad al daño producido por el 3-NP en el modelo 

R6/2, Hickey y Morton  (2000) reportaron que los ratones transgénicos R6/2 son 

igualmente vulnerables al tratamiento con 3-NP, aún cuando el protocolo de 

administración de la toxina es similar en ambos estudios. 

Por otra parte, alteraciones en la vía glucolítica también podrían estar asociadas 

a la enfermedad. En pacientes presintomáticos se ha observado una reducción en la tasa 

metabólica de consumo de la glucosa, sugiriendo una alteraciones en la vía glucolítica, 

la cual se restringe a las regiones más afectadas en la enfermedad (Powers et al., 2007). 

Asimismo, se ha observado una disminución discreta de la actividad de la enzima 

glucolítica, gliceraldehído-3-fosfato deshidrogenasa (GAPDH) en tejido post mortem 

(Kish et al., 1998), y bajo condiciones de estrés metabólico, se ha observado una 

disminución en la actividad de la GAPDH en fibroblastos de pacientes con la EH 

(Cooper et al., 1998). Estas alteraciones podrían explicarse por una asociación directa 

entre la mhtt y la GAPDH, ya que en estudios realizados en tejido post mortem así 

como en modelos transgénicos de la enfermedad, reportaron que la mhtt se asocia con 

la GAPDH (Burke et al., 1996). Por otra parte, la relación entre la disminución de la 

actividad de la GAPDH y la vulnerabilidad de las NEM al daño, no se ha estudiado. Es 

posible que una disminución de la actividad de la GAPDH pueda contribuir a la 

deficiencia metabólica descrita en la EH, y posiblemente a la manifestación la cadena 

excitotóxica. 

De acuerdo con estudios previos, sabemos que la inhibición sostenida de la 

GAPDH, inducida por el inhibidor irreversible, yodoacetato (IOA), exacerba la 

vulnerabilidad de las neuronas a la toxicidad del glutamato en el hipocampo (Massieu 

et al., 2000; Massieu et al., 2003) y en el estriado de la rata in vivo (Mejía-Toiber et al., 

2006). También sabemos que el efecto facilitador de la inhibición glucolítica está 

asociado con la falla de los transportadores de glutamato, ya que el tratamiento con 

IOA induce un aumento progresivo de los niveles extracelulares glutamato en el 

hipocampo, que correlaciona con una disminución en los niveles del transportador 

GLT-1 y en la captura de glutamato (Camacho et al., 2007). Por lo tanto es posible que 

una falla moderada pero continua del metabolismo glucolítico facilite la muerte 

excitotóxica debido a alteraciones del sistema de remoción del glutamato.   

 

Excitotoxicidad, deficiencia energética y daño oxidativo en la EH  

Las observaciones descritas en los párrafos anteriores, sugieren que la 

excitotoxicidad y la deficiencia energética están asociadas con la vulnerabilidad de las 
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NEM a la muerte en la EH. La producción de especies reactivas de oxígeno y 

nitrógeno es un factor fuertemente asociado con la excitotoxicidad que contribuye al 

daño neuronal. De aquí que un mecanismo excitotóxico, posiblemente facilitado por la 

la falla metabólica y asociado con el daño oxidativo, es un componente asociado con la 

pérdida de las NEM en la EH. En el apéndice se incluyen el artículo de revisión 

titulado: Excitotoxic neuronal death in the pathogenesis of Huntington´s 

disease” y el capítulo de libro titulado: “Role of oxidative stress in the 

pathogenesis of Huntington´s disease”, en los cuales se revisa el papel de la 

excitotoxicidad y del estrés oxidativo en la patogénesis de la EH. 
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 PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA 

 

 La muerte neuronal excitotóxica se ha asociado con la pérdida de las NEM en 

la EH. De acuerdo con estudios realizados en pacientes y en modelos transgénicos de 

la enfermedad, la expresión de la mhtt está asociada con alteraciones en los receptores 

NMDA y en los transportadores de glutamato, que pueden conducir a la muerte 

excitotóxica. El papel de los receptores NMDA en el daño neuronal en la EH se ha 

investigado en parte, a través de la administración de agonistas de este receptor en el 

estriado de animales transgénicos que modelan la EH, incluyendo los ratones R6/2. 

Los resultados de estos estudios indican que los ratones R6/2 son igualmente 

vulnerables a la toxicidad de los agonistas de los receptores NMDA (NMDA y ácido 

quinolínico), que los ratones silvestres. Sin embargo, a la fecha los efectos tóxicos del 

glutamato, que es el neurotransmisor endógeno, no se han estudiado en ninguno de los 

modelos transgénicos. A pesar de que se conoce que existe una disminución en el 

contenido del transportador GLT-1 y en la captura de glutamato, tanto en pacientes 

como en animales transgénicos de la enfermedad, a la fecha no se ha estudiado la 

relación entre el transporte de glutamato y la toxicidad del mismo. Por lo tanto, el 

objetivo de este trabajo es conocer si los ratones de la línea R6/2, que contienen la htt 

mutada son vulnerables a la toxicidad del glutamato en el estriado, y si dicha 

vulnerabilidad se asocia con la diminución de los transportadores gliales, GLT-1 y 

GLAST. Es importante evaluar la toxicidad del glutamato ya éste activará no sólo a 

los receptores de tipo NMDA sino también a los ionotrópicos de tipo AMPA/kainato y 

a los metabotrópicos. Además, existiendo una posible disminución en su recaptura se 

prolongará su acción sobre los diferentes tipos de receptores pudiendo dar lugar a la 

muerte de las neuronas.  

Un segundo objetivo de esta tesis es demostrar si existe una correlación entre 

la falla en el metabolismo glucolítico y la toxicidad del glutamato en los ratones de la 

línea R6/2. Con base a estudios previos de nuestro laboratorio sabemos que la 

inhibición de la enzima glucolítica, GAPDH, promueve la diminución del 

transportador GLT-1 y facilita la toxicidad del glutamato en el estriado y el 

hipocampo de la rata (Massieu et al., 2000; Massieu et al., 2003; Mejía-Toiber et al., 

2006). Decidimos entonces evaluar si en los ratones R6/2 ocurre dicha facilitación y si 

ésta se asocia con la diminución en los transportadores GLT-1 y GLAST. A la fecha, el 

papel del metabolismo glucolítico sobre la vulnerabilidad a la excitotoxicidad de las 

NEM no se ha estudiado en la EH, por lo que los resultados de este estudio aportarán 



                                                          Transportadores de glutamato y excitotoxicidad en la enfermedad de Huntington   

 

 

 

datos nuevos. De aquí que se evaluó la toxicidad del glutamato en el estriado de los 

ratones R6/2 y silvestres después de un tratamiento con el IOA, inhibidor de la 

GAPDH, a las 10 semanas de edad cuando de acuerdo con los resultados del primer 

estudio de esta tesis, los ratones no son vulnerables a la toxicidad del glutamato, ni 

presentan cambios en el contenido de GLT-1 y GLAST.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



                                                          Transportadores de glutamato y excitotoxicidad en la enfermedad de Huntington   

 

 

 

 HIPÓTESIS 

 

Los ratones R6/2 son más vulnerables a la toxicidad del glutamato que los 

ratones silvestres, la cual estará relacionada con una disminución en el contenido de los 

transportadores GLT-1 y GLAST.  

La inhibición de la vía glucolítica facilitará la toxicidad del glutamato en el 

estriado del ratón R6/2. Dicho efecto estará asociado con una disminución del 

contenido de los transportadores GLT-1 y GLAST. 

   

 OBJETIVOS 

  

1. Evaluar en los ratones silvestres y transgénicos: 

 

- El efecto tóxico del glutamato administrado directamente en el estriado a 

las 10 y 14 semanas de edad.  

- Los niveles de proteína de los transportadores GLAST y GLT-1 en el 

estriado y la corteza cerebral de ratones de 10 y 14 semanas edad.    

- Los cambios en la actividad eléctrica cerebral después de la inyección de 

glutamato (14 semanas de edad).  

 

2. Conocer el efecto de la inhibición de la GAPDH con el IOA, en ratones albinos de la 

cepa CD1, y en ratones silvestres y transgénicos R6/2 de 10 semanas, sobre: 

 

- La actividad de la GAPDH en el estriado, corteza cerebral e hipocampo 

(únicamente en los ratones silvestres y R6/2). 

- El efecto tóxico del glutamato administrado en el estriado después del 

tratamiento con IOA. 

- Los niveles de proteína de los transportadores de glutamato en el estriado y 

la corteza cerebral después del tratamiento con IOA. 

 

Este estudio se llevó a cabo primero en los ratones albinos y silvestres para 

establecer la dosis y el protocolo de administración de IOA adecuados para producir la 

inhibición de la GAPDH en el cerebro. También se realizó para conocer las dosis 

tóxicas de glutamato inyectado en el estriado de estos ratones. Este último nos 

permitió establecer una dosis tóxica de glutamato, lo cual era necesario también para 

cumplir con el primer objetivo de la tesis. 
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 MÉTODOS 

 

Modelo transgénico R6/2 e identificación del genotipo a través de PCR  

Se estableció una colonia de ratones transgénicos R6/2 en el vivario del 

Instituto de Fisiología Celular a partir de hembras silvestres (B6CBA) trasplantadas 

con ovarios de hembras transgénicas que se obtuvieron de “The Jackson Laboratory” 

(Bar Harbor, ME, USA). Los animales se mantuvieron a 20-22°C con un ciclo luz 

obscuridad de 12 horas. La identificación de los animales transgénicos se realizó a 

través de un ensayo de PCR en muestras de DNA obtenido de la oreja. Esta técnica se 

estableció con base en la metodología previamente descrita por Segovia, 2002. Las 

muestras se incubaron por 1 hora a 60º C con proteinasa K (1.68 U por muestra) en 

una solución amortiguadora preparado con sacarosa 0.32 M, Tris-HCl 0.010 M pH 7.5, 

MgCl2 0.005 M y Triton X-100 1% v/v. La reacción de PCR se realizó en un volumen 

total de 45 l conteniendo: 1 l de DNA, 5% v/v DMSO, 29.2 l agua estéril, 5 l 

MgCl (10 mM), 1 l dNTP's, 2 l (10 M) de cada uno de los dos primers usados: 

HUN 3 (5'-GCAGCAGCAGCAGCAACAGCCGCCACCGCC-3') y HUN 5 (5'-

CGGCTGAGGCAGCAGCGGCTG-3') (Mangiarini et al., 1996) y 5 l del buffer para 

PCR con 1 l de la Taq-polimerasa. El fragmento se amplificó con las siguientes 

condiciones de temperatura: 94º C a 3 min para la desnaturalización del DNA, 

posteriormente se dieron 49 ciclos de 95º C por 30 s, 68º C por 30 s, y 72º C por 40 s, y 

una temperatura final de elongación de 72º C por 10 min. La identificación de los 

fragmentos se realizó en geles de agarosa al 4.5% con 0.1 g/l de bromuro de etidio.  

 

Inyección intraestriatal de glutamato  

Con el fin de seleccionar la dosis tóxica de glutamato en el estriado del ratón, se 

utilizaron ratones albinos de la cepa CD1 y ratones silvestres B6CBA, los cuales se 

inyectaron con diferentes concentraciones de glutamato (300, 400 y 500 nmol/0.5 ul). 

Para esto se anestesiaron con una mezcla de halotano 2-3% en 95%O2/5% CO2 y los 

animales se colocaron en un estereotáxico acondicionado para el ratón. Posteriormente 

se colocó una aguja de inyección en las coordenadas correspondientes al estriado 

izquierdo: AP +0.8 mm a partir de bregma, L +2.2 de la línea media y V -3.2 de la dura 

(que se obtuvieron a partir del atlas del cerebro del ratón de Paxinos y Franklin, 2004). 

Una vez conociendo que 500 nmol/0.5 l (500 mM) es suficiente para obtener una 

lesión claramente visible en cortes coronales teñidos con violeta de cresilo, y 
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cuantificable, se procedió a inyectar hembras silvestres y transgénicas de 10 y 14 

semanas de edad. Una solución de glutamato monosódico (500 nmol/0.5 µl; pH 7.0) 

disuelta en agua estéril se preparó en cada sesión experimental. El glutamato se 

inyectó a un flujo de 0.175 µl/min; cinco minutos después de haber concluído la 

inyección se retiró la aguja y se suturó. Los animales se colocaron en una caja con 

alimento y agua ad libitum.  

 

Evaluación histológica: volumen de lesión y Fluoro jade 

  La lesión producida por la inyección de glutamato se evaluó a las 3 y 24 h 

después de la cirugía. Bajo anestesia profunda (100 µl de pentobarbital sódico, vía 

intraperitoneal) los animales fueron perfundidos vía intracardiaca con 25 ml de NaCl al 

0.9% y 35 ml de formaldehído al 3.7% en una solución amortiguadora de fosfatos 0.1 

M, pH 7.3. Los cerebros fueron mantenidos en la misma solución de fijación y después 

se obtuvieron cortes coronales de 40 µm para la tinción con violeta de cresilo, y cortes 

de 25 µm para la tinción de Fluoro jade. Posteriormente se tiñieron los cortes con 

violeta de cresilo lo que permitio identificar el área lesionada, que se caracteriza por la 

presencia de núcleos picnóticos y la disminución en la población celular. El volumen de 

lesión se obtuvo a partir de la multiplicación del área lesionada, medida manualmente 

en cada corte a través del analizador de imágenes NIH Macintosh Image 1.6, por el 

grosor del corte (40 m); se cuantificaron todos los cortes que presentaron lesión en el 

estriado.  

Además del análisis con violeta de cresilo, se evaluó el daño celular con la 

tinción de Fluoro jade que permitió identificar células en proceso de muerte de acuerdo 

a Schmued y Hopkins (2000). Los cortes coronales de 25 µm se dejaron secar a 50º C 

durante 25 minutos y se colocaron en alcohol al 80% por 5 minutos. Se retiró la 

solución y se colocó etanol al 70% durante 2 min. Se lavó con agua y se incubó por 10 

minutos en una solución de permanganato de potasio 0.06%. Después se incubó con 

una solución de Fluoro jade al 0.0004% diluída en ácido acético al 0.1% por 20 minutos. 

Al finalizar los portaobjetos se colocarón a 50º C durante 10 minutos, se deshidrataron 

con xileno y se montaron con permount. Las células positivas a Fluoro jade se 

cuantificaron en tres cortes del estriado: el corte que contenía el sitio de inyección, el 

corte anterior y el posterior al tracto, que se encuentran a una distancia de 180 µm 

entre sí. El número total de células positivas a Fluoro jade se cuantificó con el 

programa de análisis de imágenes Image Pro Plus 6.0. Se midió el área del estriado en 
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cada una de cortes en los que se realizó la cuantificación; el promedio del área en los 

ratones silvestres fue de 5.53 y de 4.92 mm2 en los ratones transgénicos.    

 

Inmunoblots 

Los niveles de transportadores de glutamato GLAST y GLT-1 se 

determinaron en homogenados del estriado y de la corteza cerebral de ratones 

silvestres y transgénicos de 10 y 14 semanas de edad. El tejido se colocó en una 

solución amortiguadora de Tris-HCl (25 mM) pH 7.5 (1:10 peso/vol) con EDTA 

(2mM) e inhibidores de proteasas (Complete Mini), pH 7.5. Las muestras se 

centrifugaron a 38, 000 rpm durante 35 min y los pellets se resuspenden en 180 µl de 

la misma solución amortiguadora. Quince µg de proteína se utilizaron para el 

inmunoensayo, con base en curvas de proteína realizadas previamente. Las muestras se 

hiervieron por 3 min y se corrieron por electroforesis a 25 mAmps durante 2 h para 

después transferirse a una membrana de PVDF immobilon-P durante 24 h a 4° C. Las 

membranas se bloquearon por una hora con una solución al 5% de leche descremada en 

solución de Trizma-base salina/Tween 20 (TBS-T; Trizma Base 0.1 M pH 7.2, NaCl 

0.9%, Tween 20 0.1%). La membrana se incubó con un anticuerpo policlonal (anti-

guinea pig) contra el transportador GLAST o GLT-1 (dilución 1: 3, 000) durante 24 h 

a 4° C. Posteriormente, las membranas se lavaron (4 veces/10 min) en TBS-T y se 

incubaron durante 1 h con un anticuerpo secundario (anti-guinea pig) conjugado con 

peroxidasa de rábano (dilución 1:10,000). Las membranas se lavan (4 veces/10 min) en 

TBS-T, se incuban con ECLTM y se expusieron a una placa fotográfica por 40 

segundos. Los niveles de inmunoreactividad se cuantificaron por densitometría a 

través del analizador de imágenes ImageJ. Los niveles de proteína de los 

transportadores fueron reportados en relación a los niveles de -actina que se usó 

como control de carga. 

 

Registro encefalográfico  

La actividad cerebral se evaluó antes y después de la inyección de glutamato en 

machos silvestres y transgénicos de 14 semanas de edad. Una semana antes se 

implantó una cánula guía bajo anestesia (2-3% de halotano en 95%O2/5% CO2) en las 

coordenadas correspondientes al estriado izquierdo: AP +0.8 mm a partir de bregma, L 

+2.2 de la línea media y V -2 desde la dura (Paxinos y Franklin, 2004). Se colocaron 

electrodos epidurales en la corteza frontal y parietal de ambos hemisferios que se 

fijaron al cráneo del ratón con cemento dental. Después de la cirugía los animales 
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fueron colocados en cajas con alimento y agua ad libitum. Una semana después se 

monitoreó el electroencefalograma basal por 20 minutos con un polígrafo Grass 

Modelo 79E en animales en libre movimiento antes de la administración de glutamato. 

Posteriormente se inyectaron 500 nmol de glutamato en 0.5 µl (a un flujo de 0.175 

µl/min) en el estriado, a través de una aguja de inyección que fue colocada en la cánula 

guía, y que estaba conectada a una bomba de infusión automática. La actividad eléctrica 

cerebral fue evaluada inmediatamente después de la inyección de glutamato y durante 

2 h después de la inyección. A partir de los registros se obtuvo el promedio de la 

latencia a la que iniciaron las descargas epilépticas y el tiempo total durante el cual 

éstas se presentaron (que se evaluó desde el inicio de la actividad hipersincrónica hasta 

que concluyó la presencia de espigas de gran amplitud). Los animales se sacrificaron 24 

h después del registro encefalográfico; el hemisferio izquierdo se fijó por inmersión en 

paraformaldehído al 3.7 % para la evaluación del volumen de lesión. El hemisferio 

derecho se procesó  para los inmunoensayos como se describió anteriormente.   

 

Inhibición sostenida de la GAPDH 

Dado que la inhibición sostenida de la GAPDH después de la administración 

sistémica del IOA se tenía estandarizada en la rata, decidimos evalua inicialmente la 

respuesta de este tratamiento en el ratón albino de la cepa CD1, para la estandarización 

de la metodología. Los animales fueron inyectados intraperitonealmente con IOA (15 

mg/kg/3 días); los grupos control se inyectaron con una solución amortiguadora de 

fosfatos 10 mM. Dos horas después del tratamiento se obtuvieron homogenados del 

estriado y la corteza cerebral para la determinación de la actividad de la GAPDH (ver 

más adelante). Asimismo, se evaluó el curso temporal de la inhibición, para tal motivo 

estudiamos al actividad de la GAPDH a las 24, 48 y 72 horas posteriores al 

tratamiento. Una vez establecido el protocolo de inhibición de la GAPDH en los 

ratones albinos, éste se estableció en ratones silvestres y transgénicos R6/2 de 10 

semanas de edad. Dos horas después de la última inyección de IOA se obtuvieron 

homogenados del estriado, corteza cerebral e hipocampo. Las regiones cerebrales 

correspondientes al hemisferio derecho se usaron para cuantificar la actividad de la 

GAPDH y las del hemisferio izquierdo se procesaron para la determinación de los 

niveles de proteína de los transportadores GLT-1 y GLAST por inmunoensayo (como 

se describió anteriormente). Los tejidos que se utilizaron para determinar la actividad 

de la GAPDH se homogenizaron en Tris-HCl 0.1 mM pH 8.5; 100 g del homogenado 

total fue utilizado para cada ensayo. La actividad se monitoreó en una mezcla de 
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reacción (1 ml volumen final) conteniendo (en mM): 1.7 de arsenato de sodio, 20 de 

fluoruro de sodio, 1.0 de NAD+ y 5 de KH2PO4. La reacción se inició añadiendo 

gliceraldehído-3-fosfato (concentración final 1 mM) a la mezcla de reacción. La 

actividad de la GAPDH se estimó a partir de la producción de NADH que se detecta a 

340 nm durante 30 seg cuando la reacción es lineal, en un espectrofotómetro con una 

lámpara de luz ultravioleta. La actividad se calculó a partir del delta en la absorbancia 

obtenida en los primeros 15 segundos. Se utilizó un coeficiente de extinción molar de 

2.07 para calcular la cantidad de NADH formado en micromolas. La proteína fue 

cuantificada a través del método de Bradford (Bradford, 1976). Los datos se expresarón 

como micromolas de NADH/min/mg de proteína. 

El efecto tóxico del glutamato en condiciones de inhibición glucolítica se evaluó 

en otro grupo de animales tratados con IOA. Dos horas después de la última inyección 

intraperitoneal de IOA o del vehículo, los ratones fueron anestesiados con una mezcla 

de halotano 4-5%. Posteriormente, se siguió el mismo protocolo descrito para la 

administración de glutamato. Veinticuatro horas después de la cirugía se sacrificaron 

los animales y los cerebros fueron procesados para la evaluación histológica descrita 

anteriormente.  

 

Análisis estadístico 

Los resultados se analizaron a través de una ANOVA de una vía. Las 

diferencias entre los tratamientos se obtuvieron con la prueba pos-hoc de Fisher. Para 

las diferencias significativas entre los grupos se consideró una p ≤ 0.05.   
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 RESULTADOS PRIMERA PARTE 

 

“Muerte neuronal excitotóxica en el estriado del ratón transgénico R6/2: papel 

de los transportadores de glutamato y sus cambios asociados con la progresión 

de la enfermedad” 

 

Los resultados descritos en esta sección se publicaron en: 

 

Estrada-Sánchez AM, Montiel T, Segovia J y Massieu L. Glutamate toxicity in the 

striatum of the R6/2 Huntington´s disease transgenic mice is age-dependent and 

correlates with decreased levels of glutamate transporters. Neurobiol Dis 2009;34:78-

86.    

 

Toxicidad del glutamato en el estriado del ratón R6/2 

Se inyectaron animales transgénicos y silvestres de 10 semanas de edad con una 

solución conteniendo glutamato (500 nmol/0.5 µl) o solución salina (0.9%/0.5 µl) en el 

estriado izquierdo. Veinticuatro horas después de la cirugía se evaluó la lesión en 

cortes coronales de cerebro a nivel del estriado. De acuerdo con los resultados, los 

animales silvestres y transgénicos presentaron un volumen de lesión de 0.24 y 0.35 

mm3, respectivamente. El volumen de lesión obtenido en ambos grupos es diferente a 

la lesión producida por la administración del vehículo. Sin embargo, el volumen de 

lesión producido por el glutamato en los ratones transgénicos no es estadísticamente 

diferente al volumen de daño obtenido en el grupo de animales silvestres (Figura 4A). 

El número total de células dañadas se cuantificó a través de la tinción con Fluoro jade, 

24 horas después de la administración de glutamato. A pesar de que el grupo de 

ratones transgénicos presentó un número mayor de células positivas a Fluoro jade 

respecto a lo obtenido en el grupo silvestre, esta diferencia no es estadísticamente 

significativa (Figura 4B). Estos resultados indican que a las 10 semanas de edad la 

vulnerabilidad del estriado a la toxicidad del glutamato es igual en los ratones 

silvestres y R6/2.  
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Figura 4. Daño neuronal inducido por glutamato a las 10 semanas de edad en ratones R6/2 y 

silvestres. A) El volumen de lesión y B) el número de células positivas a Fluoro jade fueron 

evaluados 24 horas después de la inyección intraestriatal de 500 nmol de glutamato o solución 

salina. Los resultados se expresan como promedio ± error estándar de 3-4 animales por grupo. 

* P ≤ 0.05 respecto al resultado obtenido en los animales inyectados con salina. 

 

 

 A continuación se examinó la vulnerabilidad del estriado a la lesión 

excitotóxica del glutamato en animales de 14 semanas de edad, que ya expresan 

claramente el fenotipo de la enfermedad. En general, la administración de glutamato en 

los animales de 14 semanas de edad produjo una lesión mayor a la lesión producida en 

los animales de 10 semanas tanto en los silvestres como en los transgénicos. Sin 

embargo, la lesión observada en los animales transgénicos es mayor y estadísticamente 

diferente respecto a la del grupo silvestre. En la Figura 5 se muestran microfotografías 

representativas de cortes coronales teñidos con violeta de cresilo y Fluoro jade, 

obtenidos 24 h después de la administración de glutamato o solución salina. En la 

Figura 5A se observa que la región lesionada en el estriado de los animales 

transgénicos es más extensa, así como el área que contiene a las células positivas a 

Fluoro jade. La cuantificación del volumen de lesión y del número de células marcadas 

con Fluoro jade se representa en las gráficas de la Figura 5B y C. El volumen de lesión 

obtenido en los ratones transgénicos a las 24 h después de la cirugía, es 2.1 veces 

mayor al obtenido en los animales silvestres (0.71 y 0.33 mm3, respectivamente); esta 

diferencia es estadísticamente significativa. El volumen de lesión también se evaluó a 

las 3 horas después de la administración de glutamato. A este tiempo, sin embargo, no 
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se observó una diferencia estadísticamente significativa entre los animales transgénicos 

y silvestres (Figura 5B). El número de células dañadas se evaluó a las 3 y 24 horas 

después de la cirugía. Como se aprecia en la Figura 5C, mientras que a las 3 horas el 

número de células positivas es similar en el grupo transgénico y silvestre, a las 24 

horas el número de células positivas en los ratones transgénicos es el doble al obtenido 

en los animales silvestres.  

Es importante señalar que entre 12-15 minutos después de la administración de 

glutamato 3 de 4 animales transgénicos presentaron cambios conductuales asociados 

con hiperexcitabilidad, mientras que los animales silvestres no presentarón esta 

conducta. Los animales R6/2 presentaron mioclonos, giros contralaterales al sitio de 

inyección así como la presencia de crisis epilépticas. Debido a esta conducta, se decidió 

evaluar los cambios en el electroencefalograma (ver más adelante) después de la 

administración de glutamato.     

 

Niveles de proteína de los transportadores de glutamato GLT-1 y GLAST 

 Los niveles de proteína de los transportadores de glutamato se determinaron 

por inmunoensayos en el estriado y corteza frontal de animales de 10 y 14 semanas de 

edad. Como se presenta en la Figura 6A el contenido de GLT-1 en el estriado y la 

corteza cerebral de los ratones transgénicos es semejante a los niveles presentes en los 

animales silvestres, a las 10 semanas de edad. Sin embargo a las 14 semanas de edad, 

en el estriado de los ratones R6/2 se observó una disminución significativa del 46% en 

los niveles de proteína del GLT-1. Resultados similares se observaron en la corteza 

cerebral (Figura 6B). Estos resultados concuerdan con reportes previos de otros 

grupos que reportaron una disminución en los niveles del GLT-1 en el estriado del 

modelo R6/2 (Liévens et al., 2001; Behrens et al., 2002; Shin et al., 2005). De manera 

semejante a lo observado con el GLT-1, los ratones transgénicos presentan niveles 

similares de GLAST en el estriado y la corteza cerebral a las 10 semanas de edad. Sin 

embargo, a las 14 semanas el estriado y la corteza cerebral de los ratones transgénicos 

muestran una reducción del 45% en los niveles de GLAST (Figura 7). Estos datos 

sugieren una correlación entre la vulnerabilidad del estriado a la toxicidad del 

glutamato y la disminución en el contenido de los transportadores de GLAST y GLT-

1 en el modelo transgénico R6/2, que además es dependiente de la edad. 
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Figura 5. Toxicidad del glutamato en animales de 14 semanas de edad. A) Micrografías 
representativas de cortes coronales del estriado mostrando la lesión inducida por la inyección 
de salina o glutamato (500 nmol) en animales silvestres y R6/2, evaluados con la tinción de 
violeta de cresilo y Fluoro jade, 24 h después de la inyección. Las ampliaciones muestran en 
detalle la morfología celular dentro del área de lesión (indicado por el asterisco); las flechas 
muestran células con apariencia normal y las cabezas de flecha señalas células picnóticas. Las 
ampliaciones en los paneles de Fluoro jade muestran células dañadas. B) Volumen de lesión 
cuantificado a las 3 y 24 horas después de la administración del vehículo de inyección o del 
glutamato. C) Número de células positivas a Fluoro jade por mm2 evaluadas 3 y 24 horas 
después de la cirugía. Datos obtenidos de grupos de 3-4 animales, expresados como promedio 
± error estándar. * P ≤ 0.05 relativo al grupo inyectado con salina, § P≤ 0.05 respecto a los 

animales silvestres. Barra de escala en las ampliaciones = 500 m y 10 m en los insertos.            
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Figura 6. Niveles de proteína del transportador GLT-1 en el estriado (A) y la corteza cerebral 
(B) de ratones silvestres y transgénicos de 10 y 14 semanas de edad. Se muestra un gel 
representativo mostrando el contenido de GLT-1 en el estriado (A) y la corteza (B), así como 

el contenido de -actina, que se utilizó como control de carga. Las gráficas muestran la 
cuantificación de la densidad óptica del cociente GLT-1/actina. Los datos se expresan como 
promedio ± error estándar de una n= 3 por grupo. * P ≤ 0.05 respecto al grupo silvestre.    

 

 

 

 
Figura 7. Niveles de proteína del transportador GLAST en el estriado (A) y corteza cerebral 
(B) de ratones silvestres y R6/2 de 10 y 14 semanas de edad. Se muestran geles 
representativos señalando los niveles de GLAST en el estriado (A) y la corteza cerebral (B) a 

las 10 y 14 semanas de edad. Las gráficas muestran el valor obtenido del cociente GLAST/-
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actina. Los datos son el promedio de 3 animales por grupo que se expresan como promedio ± 
error estándar. * P≤ 0.05 relativo a los niveles de GLAST obtenidos en los animales silvestres.  
 
 

Registro electroencefalográfico 

La presencia de cambios conductuales asociados con hiperexcitabilidad en los 

animales transgénicos después de la administración de glutamato, nos llevó a evaluar 

la actividad eléctrica cerebral a través del registro electroencefalográfico. A las 13 

semanas de edad se implantó una cánula guía y una semana después se evaluó el 

encefalograma. La actividad eléctrica basal se monitoreó durante 20 minutos y 

alrededor de dos horas después de la inyección intraestriatal de glutamato. En la 

Figura 8 se presenta un registro representativo de un animal silvestre y un ratón 

transgénico antes y después de la administración de glutamato. Como se puede 

observar el registro del ratón R6/2 presenta actividad epileptiforme entre los 7 y 15 

minutos después de la administración (el promedio de tiempo al que se presentaron 

estas alteraciones fue 11 ± 1.35 min). Todos los animales transgénicos que se 

inyectaron con glutamato presentaron alteraciones similares, tanto en el registro 

electroencefalográfico como a nivel conductual.  

La hiperexcitabilidad inducida por la inyección del glutamato se observa en el 

electroencefalograma como la presencia de descargas epilépticas, caracterizadas por la 

actividad hipersincrónica y ondas de gran amplitud. Las descargas se originan en el 

hemisferio ipsilateral y se propagan al hemisferio contralateral. De manera simultánea 

a la presencia de las descargas, se observaron alteraciones conductuales entre las que 

se encuentran: crisis epilépticas tónico-clónicas, giros contralaterales a lo largo del eje 

longitudinal, acicalamiento, y movimientos masticatorios. Las alteraciones en el 

electroencefalograma duraron entre 62 y 110 minutos (79 ± 11.88 min). Ninguno de 

los animales silvestres presentó cambios en la actividad electroencefalográfica después 

de la inyección de glutamato.  

Veinticuatro horas después del registro encefalográfico se extrajo el cerebro de 

los animales; el hemisferio izquierdo se procesó para la evaluación del daño (tinción 

con violeta de cresilo y Fluoro jade; Figura 8B) y el hemisferio derecho fue usado para 

la evaluación de los transportadores de glutamato (Figura 9). En la Figura 8B se 

muestran cortes coronales de cerebro a nivel del estriado en los que se puede observar 

la extensión de la lesión como una zona pálida en los cortes teñidos con violeta de 

cresilo y por la presencia de células positivas al Fluoro jade. Estos cortes pertenecen a 

los animales cuyo registro encefalográfico se muestra en la misma figura.  
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Figura 8. A) Electroencefalograma representativo de un animal silvestre que no mostró 
cambios en la actividad cerebral, evaluada a diferentes tiempos después de la administración de 
glutamato. El registro correspondiente al animal transgénico muestra actividad 
hipersincrónica y ondas con picos de gran amplitud después de la administración de glutamato. 
B) Cortes coronales teñidos con violeta de cresilo y Fluoro jade de los mismos animales de los 
que se muestra el electroencefalograma. Se observa la lesión producida por la inyección del 
glutamato a las 24 horas después. Las ampliaciones muestran la morfología celular dentro del 
área lesionada.    

 

En este caso las lesiones inducidas por el glutamato fueron 1.6 veces más 

grandes en los animales transgénicos respecto a la lesión obtenida en los animales 
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silvestres (volumen de lesión en el grupo silvestre = 1.32 ± 0.127 mm3; ratón R6/2 = 

2.106 ± 0.265 mm3; p ≤ 0.037, n=4), y el área del estriado que contiene células 

positivas a Fluoro jade es más extensa. La disminución en los niveles de los 

transportadores GLT-1 y GLAST en el estriado de los animales registrados se 

corroboró por inmunoensayo (Figura 9).  

 

 

 

 

 

Figura 9. Niveles de proteína de los transportadores GLT-1 y GLAST en el estriado de los 
ratones silvestres y transgénicos en los que se registraron los cambios en el 
electroencefalograma después de la inyección del glutamato. Las gráficas muestran el cociente 

de GLT-1/-actina y GLAST/-actina. Datos expresados como promedio ± error estándar, * 
P ≤ 0.05 relativo al grupo silvestre.   
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 DISCUSION PRIMERA PARTE 

 

El papel de la muerte neuronal excitotóxica en la pérdida de las NEM durante 

la progresión de la EH se sugirió a partir de modelos experimentales donde se 

describió que  las NEM son altamente vulnerables al daño excitotóxico inducido por la 

administración intraestriatal de ácido kaínico y de ácido quinolínico (McGeer y 

McGeer, 1976; Schwarcz et al., 1984). Esta hipótesis se sustentó con el estudio de 

tejidos post mortem y modelos transgénicos, que sugirieron una estrecha relación entre 

la expresión de la mhtt y la presencia de alteraciones en la transmisión glutamatérgica, 

que podrían facilitar un proceso excitotóxico. Estas observaciones sugirieron que los 

modelos transgénicos serían más vulnerables a la muerte excitotóxica.  

En el modelo R6/2 la vulnerabilidad del estriado a la excitotoxicidad se evaluó 

a través de la administración del ácido kaínico y del ácido quinolínico, sin embargo, 

contrario a lo esperado, el estriado del ratón R6/2 fue igual o menos vulnerable a la 

toxicidad de los agonistas glutamatérgicos (Morton y Leavens, 2000; Hansson et al., 

2001; MacGibbon at al., 2002). Por otra parte, una disminución en el mRNA del 

transportador GLT-1 se observó en tejidos post mortem de pacientes con la EH 

(Arzberger et al., 1997; Hassel et al., 2008). De manera similar, en el estriado del ratón 

R6/2 se observó una disminución del mRNA y de la proteína del GLT-1 a partir de las 

11 semanas de edad (Liévens et al., 2001; Behrens et al., 2001; Shin et al., 2005). Con 

base en estos resultados, decidimos estudiar si una disminución en el contenido de los 

transportadores gliales GLT-1 y GLAST puede estar asociada con la 

neurodegeneración en la EH. Por lo cual evaluamos la toxicidad del glutamato en el 

estriado del ratón R6/2 in vivo, que al ser el neurotransmisor endógeno, activará a sus 

diferentes tipos de receptores.  

Nuestros resultados demuestran que los ratones transgénicos son más 

vulnerables a la muerte neuronal mediada por glutamato a las 14 semanas de edad, 

mientras que a las 10 semanas los ratones responden de manera semejante. La 

vulnerabilidad a la toxicidad del glutamato correlaciona con la disminución en los 

transportadores GLAST y GLT-1 en el estriado de los ratones R6/2, que se observa a 

las 14 semanas pero no a las 10 semanas de edad. Estos resultados sugieren que una 

alteración progresiva en el sistema de remoción del glutamato ocurre en el modelo 

R6/2. Posiblemente la reducción en los niveles de la proteína de los transportadores de 

lugar a que el glutamato inyectado permanezca más tiempo en el espacio sináptico, 

favoreciendo la activación continua de sus receptores. Esta interpretación concuerda 
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con los resultados obtenidos en el EEG, mostrando que únicamente los animales 

transgénicos presentan actividad epileptiforme entre 7 y 15 minutos después de la 

inyección del glutamato.  

El análisis de los niveles de proteínas de los transportadores en los animales 

registrados, corrobora la relación entre la presencia de una lesión más extensa en los 

animales transgénicos y la disminución de GLT-1 y GLAST. En conjunto, nuestros 

resultados sugieren una correlación entre la presencia de daño excitotóxico y la falla en 

el transporte de glutamato en el modelo transgénico R6/2. En este sentido, 

recientemente se reportó que la sobre expresión del transportador GLT-1 atenúa las 

alteraciones fenotípicas del ratón R6/2 (Miller et al., 2008). Asimismo, se observó que 

la eliminación de las proyecciones glutamatérgicas del estriado prevenientes de la 

corteza motora, disminuye la agregación de la mhtt y la muerte neuronal, e incrementa 

el periodo de vida del ratón R6/2 (Stack et al., 2007).  

 Los transportadores de glutamato se encargan de regular la concentración 

extracelular del neurotransmisor, evitando su acumulación y su efecto tóxico. Nuestros 

resultados reportan por primera vez una reducción en el contenido de GLAST en el 

estriado del ratón R6/2. Estudios previos habían demostrado alteraciones en los 

niveles de GLT-1 a nivel de mRNA y de proteína, pero no se habían detectado cambios 

en el transportador GLAST (Liévens et al., 2001; Behrens et al., 2001; Shin et al., 

2005). Esto se debe a que ningún trabajo había evaluado los cambios en los 

transportadores a las 14 semanas de edad. Esto sugiere que el modelo R6/2 presenta 

alteraciones progresivas en el sistema de recaptura del glutamato que inicialmente 

afecta al GLT-1 y después a GLAST. Esto es de relevancia ya que en el estriado, 

GLAST es el transportador más abundante (Danbolt, 2001). Es posible que la 

disminución en los niveles de transportadores de glutamato promueva la acumulación 

del neurotransmisor. Los niveles de este aminoácido se han estudiado a las 10-12 

semanas de edad del ratón R6/2, y de acuerdo con estos trabajos no se han encontrado 

diferencias en los niveles de glutamato (Behrens et al., 2001; Gianfriddo et al., 2004; 

Traficante et al., 2007). De acuerdo con nuestros resultados y otros trabajos, a las 10 

semanas no hay cambios en los niveles de transportadores GLT-1 y GLAST, y a las 12 

semanas se ha reportado una disminución en los niveles del transportador GLT-1. Por 

ello, es posible que a las 12 semanas el transportador GLAST esté compensando la 

disminución de GLT-1, manteniendo de esta manera la concentración extracelular de 

glutamato. A la fecha no se han determinado los niveles extracelulares de glutamato a 

las 14 semanas de edad; en esta edad es de esperarse un aumento en su concentración 
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dado que tanto los niveles de GLT-1 como los de GLAST se encuentran disminuídos. 

En este sentido, resultaría interesante determinar a través de la técnica de microdiálisis 

los niveles extracelulares de glutamato en el estriado del ratón R6/2 a las 14 semanas 

de edad cuando hay disminución de ambos transportadores.   

La diminución en los niveles de proteína de los transportadores de glutamato 

que observamos a las 14 semanas de edad, puede deberse a las alteraciones en la 

expresión de proteínas que se ha descrito en astrocitos que contienen a la mhtt. Se ha 

observado que la mhtt puede alterar la transcripción de ciertos genes, a través de su 

interacción directa con promotores y coactivadores (Benn et al., 2008) o a través de 

secuestrar a factores de transcripción en los agregados intranucleares que se han 

descrito en neuronas y astrocitos (Shin et al., 2005; Nucifora et al., 2001; Chai et al., 

1999). En el modelo de la EH desarrollado en la mosca Drosophila melanogaster se ha 

observado que la presencia de fragmentos de poli-gln altera la vía de transducción del 

receptor EGF afectando la expresión del transportador de glutamato (Liévens et al., 

2005). Sin embargo, aún se desconoce si estas alteraciones ocurren en mamíferos y si 

están asociadas con la reducción en los transportadores de glutamato.  

Por otra parte, estos resultados sugieren que los astrocitos pueden desempeñar 

un papel importante en la patogénesis de la EH. La mhtt también se expresa en los 

astrocitos (Shin et al., 2005) y las alteraciones generadas por la expresión de esta 

proteína repercuten en la vulnerabilidad neuronal. Nuestros resultados sugieren que 

una vía por la que los astrocitos pueden afectar a las neuronas en la EH es a través de 

la falla en la remoción del glutamato. Es posible que aunado a esto, la expresión de la 

mhtt genere alteraciones en otras proteínas de los astrocitos que finalmente 

comprometan la función neuronal. En este sentido, se han descrito alteraciones en el 

contenido de la glutamina sintetasa, que dentro de los astrocitos se encarga de la 

síntesis de glutamina a partir del glutamato capturado por los transportadores 

(Liévens et al., 2001; Behrens et al., 2001). Dado que la función de esta enzima también 

está involucrada con la regulación de la concentración de amonio, ya que durante la 

formación de la glutamina éste se usa como donador del grupo amino, es posible que la 

falla en su actividad pueda estar promoviendo la acumulación del amonio, afectado la 

homeostasis de la transmisión glutamatérgica.    

Por otra parte, una estrategia interesante para investigar si la toxicidad del 

glutamato se manifiesta cuando hay una disminución en sus transportadores, sería 

estudiar si la sobreexpresión del GLT-1 inducida por la ceftriaxiona puede disminuir 

los efectos tóxicos del glutamato a las 14 semanas de edad. Previamente se reportó que 
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este antibiótico puede aumentar los niveles de GLT-1 de manera significativa en el 

estriado de los ratones R6/2 (Miller et al., 2008), y que este tratamiento prolonga la 

vida del ratón y reduce la severidad de la manifestación fenotípica.  

Previamente se había demostrado que el ratón R6/2 a las 9 semanas de edad, 

no es vulnerable al daño neuronal y a la inducción de crisis epilépticas generadas por la 

administración sistémica de ácido kaínico (Morton y Leavens, 2000). De manera 

similar, ratones R6/2 de 6-12 semanas de edad no son vulnerables a la toxicidad el 

ácido quinolínico administrado en el estriado (Hansson et al., 2001; MacGibbon at al., 

2002). Resultados similares se reportaron el modelo R6/1 a las 18 semanas de edad 

(Hansson et al., 1999), que a diferencia del modelo R6/2 expresa un menor número de 

repeticiones de gln (~115), por lo que la progresión de la enfermedad es más lenta 

(Hansson et al., 1991; 2001). En contraste con estos trabajos nosotros observamos que 

el modelo R6/2 es vulnerable a la toxicidad del glutamato. Posiblemente, este 

resultado se deba a que además de activar al receptor NMDA, el glutamato activa a los 

receptores de tipo AMPA/kainato y a los metabotrópicos. A partir de estos resultados 

podemos especular que un papel diferencial de los receptores de glutamato puede estar 

asociado con su efecto tóxico. En este sentido se observó que el ratón R6/1 a las 18 

semanas de edad es vulnerable a la toxicidad mediada por AMPA pero no por el ácido 

quinolínico (Hansson et al., 2001), sugiriendo el papel de la activación de los receptores 

AMPA en la muerte neuronal excitotóxica en este modelo. Por lo tanto sería 

interesante evaluar si los diferentes subtipos de receptores de glutamato tienen un 

papel diferencial sobre la muerte neuronal inducida por el glutamato a las 14 semanas 

en el ratón R6/2. 

Aún cuando el ratón R6/2 presenta muerte neuronal únicamente en etapas muy 

avanzadas (16 semanas de edad) de la enfermedad, nuestros resultados demuestran que 

la administración de glutamato puede precipitar la muerte de las neuronas en el 

estriado. En pacientes con EH se observan alteraciones metabólicas progresivas en el 

estriado como es la reducción en la actividad de la aconitasa y de los complejos 

mitocondriales II/III y IV (Gu et al., 1996; Browne et al., 1997; Browne y Beal, 2006), 

que pueden predisponer a las neuronas a un estímulo excitotóxico. También se ha 

descrito la presencia de daño oxidativo en el modelo R6/2 desde las 8 semanas de edad, 

en lípidos, proteínas y ácidos nucleicos (Perluigi et al., 2005; Bogdanov et al., 2001; 

Browne y Beal, 2006). De manera similar se ha observado que en la línea R6/1 la 

lipoperoxidación  ocurre de manera paralela a la progresión de las alteraciones 

fenotípicas (Pérez-Severiano et al., 2000). Por lo tanto es posible que las alteraciones 
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desarrolladas por la expresión de la mhtt no permitan a las neuronas contender contra 

una activación continua de los receptores glutamatérgicos, inducida por la falla en la 

remoción del glutamato, dando lugar al desarrollo de la cadena excitotóxica. Es así que 

la generación progresiva de alteraciones y la reducción en los mecanismos de defensa 

pueden volver  las NEM más vulnerables a la excitotoxicidad. En los pacientes la 

muerte neuronal ocurre en etapas avanzadas de la enfermedad, entre 5-8 años después 

de que iniciaron las alteraciones fenotípicas (Vonsattel et al., 1985; Vonsattel y 

DiFligia, 1998).  

Posiblemente en esta fase las neuronas se encuentran severamente afectadas y 

se vuelvan vulnerables a la toxicidad del glutamato, facilitada por alteraciones en los 

receptores y transportadores del neurotransmisor. De aquí que sugerimos que muerte 

excitotóxica puede ser un mecanismo tardío involucrado en la muerte masiva de las 

NEM en las etapas avanzadas de la enfermedad. El tratamiento con antagonistas de los 

receptores de glutamato ha mostrado cierta eficiencia en pacientes de la EH, 

disminuyendo la progresión de la enfermedad (Lucetti et al., 2002; Beister et al., 2004). 

De aquí que, conocer el momento en que las neuronas se vuelven vulnerables al daño 

excitotóxico en los pacientes con la EH, ayudaría a diseñar protocolos adecuados de 

administración de antagonistas de los receptores a glutamato para el tratamiento de la 

enfermedad.     
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Estandarización del modelo de estudio: inhibición sostenida de la GAPDH y 
curva dosis respuesta de la toxicidad del glutamato en condiciones normales y 
de inhibición glucolítica.  
 

Antes de trabajar con los animales transgénicos, se establecieron las 

condiciones necesarias para realizar nuestro trabajo experimental. Para esto 

trabajamos en el ratón albino de la cepa CD1 y los animales silvestres B6CBA, cepa en 

la cual se generó el modelo transgénico R6/2. Lo primero que evaluamos fue la 

inhibición y recuperación de la actividad de la GAPDH en el cerebro de animales que 

recibieron el tratamiento administrado vía intraperitoneal con IOA (15 mg/kg por 3 

días). Cómo se representa en la Figura 10, la actividad de la GAPDH en el estriado 

(10A) y la corteza cerebral (10B) de ratones CD1 disminuye significativamente. La 

inhibición persiste hasta las 24 horas posteriores al tratamiento. Sin embargo, la 

actividad es semejante a la del grupo control a las 48 y 72 horas después del 

tratamiento. En la corteza cerebral se observa la misma tendencia, sin embargo la 

inhibición de la GAPDH persiste hasta las 48 horas posteriores al tratamiento y la 

actividad se recupera a las 72 horas.  

Una vez establecido el protocolo de inhibición de la GAPDH, se evaluó la 

lesión producida por la inyección de glutamato (300, 400 y 500 nmol) o de la salina, en 

el estriado de ratones albinos en condiciones normales o bajo inhibición glucolítica. 

Cómo se observa en la Figura 11, la lesión producida por la inyección de 300 y 400 

nmol de glutamato en el grupo control produce una lesión pequeña, que no es diferente 

de la producida por la inyección de la salina. Sin embargo, en condiciones de inhibición 

glucolítica la inyección de 300 y 400 nmol de glutamato produce una la lesión más 

extensa. Por otra parte, la lesión generada por 500 nmol de glutamato es diferente al 

volumen de lesión producido por la inyección de salina y también es a esta dosis que el 

efecto potenciador de IOA es más evidente.  

Por otra parte, también decidimos evaluar la respuesta de los animales 

silvestres al tratamiento con IOA y a la toxicidad del ácido glutámico. Aún cuando 

éstas ya se tenían establecidas en la cepa CD1, desconocíamos si habría una respuesta 

diferente al ser una cepa distinta. En la Figura 12 se muestran los resultados obtenidos 

en los ratones silvestres. La actividad de la GAPDH en el estriado (12 A) y la corteza 

cerebral (12 B) también es sensible a la inhibición inducida por el tratamiento con el 

IOA en los animales silvestres. En ambas estructuras, la inhibición persiste hasta las 

48 horas después de terminado el tratamiento y 72 horas después, la actividad de la 
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GAPDH es semejante a la del control. Posteriormente, se procedió a evaluar la 

toxicidad del glutamato en condiciones normales y durante la inhibición glucolítica. 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 10. Actividad de la GAPDH en los ratones CD1 y su inhibición a diferentes tiempos 
posteriores al tratamiento con IOA (15 mg/kg por 3 días) en el estriado (A) y la corteza 
cerebral (B). La actividad se monitoreó 2, 24, 48 y 72 horas después de la última inyección. En 
todos los tejidos el IOA inhibe significativamente la actividad (* P ≤ 0.05) relativo al grupo 
control. Los resultados se expresan como el promedio de la formación de NADH por minuto 
por miligramo de proteína ± error estándar de 4-8 animales por grupo.   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 11. Curva dosis respuesta del volumen de lesión inducido por la administración de 300, 
400 ó 500 nmol de glutamato en el estriado de ratones CD1 control o tratados con el inhibidor 
de la GAPDH. El volumen de  lesión se cuantifico 24 horas después de la cirugía. Datos 
obtenidos de grupos de 3-4 animales, expresados como promedio ± error estándar. * P ≤ 0.05 
relativo al grupo inyectado con salina, § P≤ 0.05 respecto a los animales inyectados con 
glutamato pertenecientes al grupo control. 
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En los ratones silvestres, la lesión producida por 300 ó 400 es semejante a la de 

la salina, y 500 nmol de glutamato producen una lesión estadísticamente mayor 

respecto a la generada por la salina (Figura 13). Asimismo, la lesión generada por la 

inyección de 500 nmol durante la inhibición de la GAPDH es mayor. Por lo tanto, la 

toxicidad del glutamato en los ratones transgénicos se realizó con una dosis de 500 

nmol (resultados primera parte). También, esta misma dosis se utilizó para evaluar la 

vulnerabilidad del estriado a la toxicidad de glutamato en condiciones de inhibición 

glucolítica (resultados segunda parte), para la cual se utilizó el tratamiento crónico de 

IOA 15 mg/kg por 3 días.    

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
 
 
Figura 12. Actividad de la GAPDH en los ratones silvestres y su inhibición por del 
tratamiento con IOA (15 mg/kg por 3 días) en el estriado (A) y la corteza cerebral (B). La 
actividad se monitoreó 2, 24, 48 y 72 horas después de la última inyección. En todos los tejidos 
el IOA inhibe significativamente la actividad (* P ≤ 0.05) relativo al grupo control. Los 
resultados se expresan como el promedio de la formación de NADH por minuto por miligramo 
de proteína ± error estándar de 4-8 animales por grupo.   

 

Figura 13. Curva dosis respuesta 
del volumen de lesión inducido 
por la administración de 300, 
400 ó 500 nmol de glutamato en 
el estriado de ratones silvestres 
control o tratados con el 
inhibidor de la GAPDH. El 
volumen de  lesión se cuantifico 
24 horas después de la cirugía. 
Datos obtenidos de grupos de 3-
4 animales, expresados como 
promedio ± error estándar. * P 
≤ 0.05 relativo al grupo 
inyectado con salina, § P≤ 0.05 
respecto a los animales 
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inyectados con glutamato pertenecientes al grupo control. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

“Muerte neuronal excitotóxica en el estriado del ratón transgénico R6/2 

durante la inhibición de la GAPDH y su relación con cambios en los 

transportadores de glutamato”  

 

 Los resultados que a continuación se describen forman parte del manuscrito 

titulado “Glycolysis inhibition decreases the levels of glutamate transporters and enhances 

glutamate neurotoxicity in the R6/2 Huntington´s disease mice” por Estrada-Sánchez Ana 

María, Montiel Teresa y Massieu Lourdes, Neurochemical Research en prensa.  
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 De acuerdo con los resultados mencionados en la sección anterior, la lesión 

producida por el glutamato a las 10 semanas de edad es similar entre los ratones 

silvestres y transgénicos. Estos resultados concuerdan con trabajos previos que 

describen que el modelo R6/2 no es más vulnerable a la excitotoxicidad inducida por 

agonistas del receptor NMDA o kainato a esta edad (MacGibbon et al., 2002; Morton 

y Leavens, 2000). Estudios previos del laboratorio sugieren que la inhibición 

glucolítica facilita la muerte neuronal producida por glutamato, y que ese efecto se 

asocia con la disminución del contenido del transportador GLT-1 y con la subsecuente 

reducción en la captura de glutamato (Camacho et al., 2007). Dado que los resultados 

expuestos en la sección anterior sugieren que en el ratón R6/2, las alteraciones en los 

transportadores de glutamato son necesarias para que ocurra daño excitotóxico, en la 

segunda parte de la tesis se determinó si la inhibición glucolítica, que sabemos reduce 

la recaptura del glutamato, facilita la toxicidad de este aminoácido en el estriado de los 

ratones  R6/2 a las 10 semanas de edad, cuando todavía no presentan una redución de 

los niveles de GLT-1 y GLAST. 

 

Actividad de la GAPDH y su inhibición por el tratamiento con IOA 

Como se describió previamente en esta tesis, la dosis de 15 mg/kg de IOA 

administrada intraperitonealmente durante tres días, inhibe significativa y 

sostenidamente la actividad de la GAPDH en el cerebro de ratones albinos y silvestres. 

Por lo tanto, se utilizó este protocolo de administración en los ratones R6/2. 

La actividad basal de la GAPDH en el estriado, el hipocampo y la corteza 

cerebral de los ratones transgénicos es similar a la actividad observada en los animales 

silvestres (Figura 14). La actividad de la GAPDH se determinó dos horas después de la 

última inyección del IOA (15mg/kg/3días). De acuerdo con los resultados, el 

tratamiento con IOA disminuye la actividad de la enzima en todas las regiones 

cerebrales estudiadas, tanto en animales silvestres como transgénicos, siendo más 

acentuada la inhibición en los ratones R6/2. En los animales transgénicos, la inhibición 

de la GAPDH en el estriado es de 59.2%, mientras que en los animales silvestres es de 

41.9% (Figura 14A); en la corteza cerebral la actividad de la GAPDH disminuyó en un 

67.8% en los ratones R6/2 mientras que en los silvestres se redujo en un 23.8% 

(Figura 14B). En el hipocampo, la actividad se inhibió en un 63.5% en los ratones 

transgénicos y en un 33% en los animales silvestres (Figura 14C).      
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Figura 14. Actividad de la GAPDH en el estriado A), la corteza B) y el hipocampo C) de 
ratones silvestres y R6/2 tratados con el IOA (15mg/kg/3 días). La actividad se determinó 
dos horas después de la última inyección. En todos los tejidos el IOA inhibe significativamente 
la actividad (* P ≤ 0.05) relativo al grupo control. La inhibición de la actividad es más 
pronunciada y estadísticamente diferente en los animales transgénicos (§ P ≤ 0.05) relativo a la 
disminución de la actividad observada de los animales silvestres tratados con IOA. Los 
resultados se expresan como el promedio de la formación de NADH por minuto por miligramo 
de proteína ± error estándar de 4-5 animales por grupo.   
 

 

Papel de los transportadores GLT-1 y GLAST en la toxicidad del glutamato 

durante la inhibición de la GAPDH 

 Los niveles de proteína de los transportadores de glutamato GLT-1 y GLAST 

así como los cambios inducidos por la inhibición de la GAPDH se determinaron por 

inmunoensayo en el estriado y la corteza cerebral. De acuerdo con los resultados, en el 

estriado (Figura 15), los niveles de GLT-1 disminuyen 14.5% en ratones silvestres y 

33.6 % en los ratones R6/2, siendo significativo únicamente en los ratones trangénicos 

(Figura 15A). En el caso de GLAST también observamos que el IOA reduce el 

contenido de proteína en la misma proporción en los animales silvestres y transgénicos 

(~40%; Figura 15B). Asimismo, en la corteza cerebral (Figura 16) el tratamiento con 
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IOA reduce los niveles de GLT-1 (Figura 16A) y GLAST (Figura 16B), en un 40% 

respecto a los valores control. 

 

 
Figura 15. Cambios en los niveles de proteína de GLT-1 (A) y GLAST (B) en el estriado de 
ratones silvestres y R6/2 tratados con IOA. Los cambios en el contenido de proteína se 
reportan como el porcentaje de cambio en la densidad óptica respecto al control. Se usó como 

control de carga a la -actina. * P ≤ 0.05 relativo al grupo control correspondiente. Los datos 
se expresan como promedio ± error entandar de 5-6 animales por condición.  
 

 
 
 
Figura 16. Cambios en los niveles de proteína de GLT-1 (A) y GLAST (B) en la corteza 
cerebral de ratones silvestres y R6/2 control o tratados con IOA. Los cambios en el contenido 
de proteína se reportan como el porcentaje de cambio en la densidad óptica respecto al control. 
* P ≤ 0.05 relativo al grupo control correspondiente. Los datos se expresan como promedio ± 
error estandar de 4-6 animales por condición.  
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Vulnerabilidad del estriado a la toxicidad del glutamato durante la inhibición de 

la GAPDH 

La lesión producida por la inyección intraestriatal de 500 nmol de glutamato en 

los animales tratados con el IOA y en los animales sin tratamiento se determinó 24 

horas después de la cirugía. Como se describió en la sección anterior, el glutamato 

produce un volumen de lesión mayor respecto al grupo inyectado con salina. Sin 

embargo, la vulnerabilidad a la toxicidad del glutamato de los ratones R6/2 es similar 

a la de los ratones silvestres. Aunque los animales transgénicos presentan un volumen 

de lesión ligeramente mayor al que muestran los animales silvestres, éste no es 

estadísticamente diferente (volumen de lesión R6/2 =0.229 ± 0.28; silvestres =0.161 ± 

0.033 mm3; Figura 17A). La inhibición de la vía glucolítica facilita significativamente la 

toxicidad del glutamato tanto en los ratones transgénicos como en los silvestres. 

Mientras que en los ratones silvestres tratados con IOA, la lesión producida por el 

glutamato es 3.9 veces mayor respecto al grupo control, en los ratones transgénicos la 

inhibición de la GAPDH induce una lesión 2.2 veces más extensa (Figura 17B). El 

efecto facilitador del daño excitotóxico por el IOA, no es diferente estadísticamente 

entre los ratones silvestres y transgénicos.  

El número de células positivas a Fluoro jade en los animales inyectados con 

glutamato es mayor al del grupo inyectado con salina. Aún cuando en el estriado de los 

ratones transgénicos, la inyección de glutamato da lugar a un número mayor de células 

positivas a Fluoro jade respecto a los animales silvestres, la diferencia no es 

estadísticamente significativa (Figura 18). Por otra parte, el número de células dañadas 

por la administración de glutamato en condiciones de inhibición glucolítica es 

semejante entre los animales transgénicos y silvestres,  y es menor en los animales 

tratados con IOA que en los no tratados, en ambos grupos (Figura 18). Este resultado 

es inesperdo puesto que el volumen de lesión aumenta en los animales tratados con 

IOA tanto silvestres como transgénicos. Este resultado posiblemente pueda explicarse 

debido a una precipitación de la muerte neuronal en los animales tratados con IOA, de 

tal manera que a las 24 h solamente es posible detectar un número reducido de 

neuronas positivas a Fluoro jade, ya que un número considerable de células podría 

haberse eliminado. En su conjunto, los resultados demuestran que el tratamiento con 

IOA exacerba la muerte neuronal producida por glutamato y que los animales 

transgénicos y silvestres responden de manera similar.  
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Figura 17. Facilitación de la muerte neuronal mediada por glutamato durante la inhibición de 
la glucólisis. Se muestran tejidos representativos mostrando el daño producido en animales 
silvestres y transgénicos después de la inyección de salina ó de 500 nmol de glutamato (A). En 
condiciones de inhibición glucolítica la lesión producida por el glutamato es más extensa. 
Volumen de lesión en ratones silvestres y transgénicos evaluada 24 horas después de la 
cirugía; se observa un aumento del volumen de lesión producido por la administración de 
glutamato cuando la GAPDH está inhibida (B). * P ≤ 0.05 relativo a la lesión producida por la 
inyección de salina. § P ≤ 0.05 relativo al daño producido por el glutamato en el grupo control 
no tratado con IOA. Los resultados se expresan como el promedio ± error estándar de 3-5 

animales, barra de escala= 200 m.   
 
 

 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Figura 18. Número de células dañadas en el estriado de ratones silvestes y R6/2. Dos horas 
después del tratamiento con IOA o vehículo, se inyectaron 500 nmol de glutamato en el 
estriado de ratones silvestres y R6/2. Los resultados se expresan como el promedio ± error 
estándar de 3-5 animales. * P ≤ 0.05 relativo a la lesión producida por la inyección de salina. § 
P ≤ 0.05 relativo al daño producido por el glutamato en el grupo control no tratado con IOA  
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 DISCUSIÓN SEGUNDA PARTE 

 

Dado que a las 10 semanas de edad los ratones R6/2 y silvestres son 

igualmente vulnerables a la toxicidad del glutamato, decidimos evaluar si el 

tratamiento con IOA favorece la toxicidad del neurotransmisor en el estriado del ratón 

R6/2 a esta edad. Este experimento se sugiró en base a observaciones previas que 

indican que el tratamiento con IOA facilita la muerte neuronal mediada por glutamato 

(Massieu et al., 2000; Mejía-Toiber et al., 2006; Camacho et al., 2007), y que a su vez 

induce una disminución en los niveles de sus transportadores (Camacho et al., 2007). 

 Inicialmente se evaluó el grado de inhibición de la GAPDH inducida por el 

tratamiento con IOA. Los resultados demuestran que la actividad basal de la GAPDH 

es similar entre los animales silvestres y transgénicos. En ambos grupos, el 

tratamiento con IOA, inhibe la actividad de la GAPDH, sin embargo, la inhibición es 

más acentuada en el ratón R6/2. Dado que el tratamiento con IOA dura 3 días y a que 

el IOA se une de manera irreversible a la GAPDH, es posible que la mayor inhibición 

obtenida en el grupo transgénico sea consecuencia de alteraciones en la síntesis y 

degradación de la enzima. En estudios in vitro se ha observado que el sistema de 

degradación del proteasoma está inhibido o disminuido cuando se encuentra la mhtt 

(Waelter et al., 2001; Jana et al., 2001), y por otra parte se ha sugerido que el recambio 

de proteínas podría estar alterado en modelos transgénicos y en células que expresan 

la mhtt (Cha et al., 2000, Zabel et al., 2009). En conjunto estas alteraciones generarían 

una acumulación de proteínas alteradas, posiblemente la  GAPDH con el IOA unido, 

mientras que la falla en la síntesis de proteínas de novo impediría el recambio de la 

enzima. En este sentido sería importante evaluar el tiempo de recuperación de la 

actividad de la GAPDH en el ratón R6/2.  

Previamente determinamos en los ratones silvestres la actividad de la GAPDH 

a diferentes tiempos después del tratamiento con IOA. De acuerdo con estos 

experimentos sabemos que a las 72 horas después del tratamiento con IOA, la 

actividad de la GAPDH se recupera y es semejante al grupo control. Si una inhibición 

mayor de la GAPDH en los ratones R6/2 está asociada con los mecanismo 

mencionados es de esperar una recuperación a tiempos posteriores de las 72 horas. 

Estos experimentos ya no se pudieron realizar debido a que se contaba con pocos 

animales en la colonia.  

El papel de la falla glucolítica en la EH se ha sugerido a partir de estudios en 

cerebros de pacientes presintomáticos en los que se ha descrito una reducción en esta 
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vía metabólica (Powers et al., 2007), así como la acumulación de lactato en líquido 

cefalorraquídeo (Jenkins et al., 1998). Aún cuando se desconocen los mecanismos que 

promueven la falla en la glucólisis en la EH, posiblemente la GAPDH tenga un papel 

importante, ya que en trabajos in vitro se describió que la mhtt es capaz de unirse a la 

GAPDH (Burke et al., 1996; Bae et al., 2006). Posiblemente la unión de la mhtt impide 

que la GAPDH lleve a cabo su función en la vía glucolítica. Se ha descrito que la 

actividad de la GAPDH disminuye en tejido post mortem de pacientes (Kish et al., 1998; 

Mazzola y Sirover, 2001). En los ratones R6/2, se ha sugerido que la actividad de la 

GAPDH puede estar disminuída, ya que se ha observado que la GAPDH se encuentra 

en agregados proteicos que se localizan tanto en el citoplasma como en el núcleo 

(Senatorov et al., 2003). Sin embargo, nuestros resultados demuestran que no hay 

diferencia en la actividad de la GAPDH en ratones silvestres respecto a los animales 

transgénicos. Por otra parte, se ha observado que durante un estrés metabólico, la 

actividad de la GAPDH es menor en fibroblastos de pacientes con la EH (Cooper et al., 

1998), lo que sugiere que en células que expresan a la mhtt, la GAPDH es capaz de 

mantener su actividad en condiciones basales, pero que durante condiciones de estrés, 

como la ausencia de suero, en las que es necesario un aumento de su actividad, ésta no 

es capaz de responder de manera eficiente.  

Por otra parte, además de su papel en la vía glucolítica la GAPDH está 

involucrada en otros procesos celulares como la transcripción de proteínas, transporte 

celular, y procesos de señalización asociados con muerte apoptótica (Chuang et al., 

2005; Mazzola y Sirover, 2002). Es posible que durante la progresión de la EH, 

diversos procesos celulares en los que interviene la GAPDH estén alterados por su 

interacción con la mhtt. Sin embargo, aún se desconocen dichas alteraciones así como 

su papel en la etiología de la enfermedad. 

 

La administración de glutamato en el estriado de animales tratados con IOA 

genera un volumen de lesión mayor respecto a la obtenida en animales control, lo cual 

es consistente con lo que hemos reportado en el hipocampo y el estriado de la rata 

(Massieu et al., 2000; Mejía-Toiber et al., 2006; Camacho et al., 2007). Los presentes 

resultados demuestran que los animales transgénicos son más vulnerables a la 

toxicidad de glutamato cuando la vía glucolítica está inhibida. De acuerdo con el 

análisis de la proteína de los transportadores de glutamato, observamos que el 

tratamiento con IOA promueve la disminución de los niveles de transportadores GLT-

1 y GLAST en ratones silvestres y transgénicos; además, el grado de reducción del 
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contenido de proteína es el mismo (25% de los niveles de GLT-1 y 40 % en GLAST) 

en ambos grupos de ratones. Este resultado está asociado con que la inhibición de la 

glucólisis facilita la toxicidad del glutamato en la misma magnitud en ambos grupos. 

Estas observaciones corroboran los resultados de la primera parte, en la que 

describimos una correlación entre la falla en el sistema de recaptura y la toxicidad del 

glutamato en la EH. El hecho de que la vulnerabilidad del estriado en condiciones de 

inhibición de la GAPDH sea la misma en los ratones silvestres y transgénicos, indica 

que a las 10 semanas de edad los ratones transgénicos a pesar de que presentan 

alteraciones en el metabolismo celular (Tabrizi et al., 1999; Browne y Beal., 2004), en 

los receptores de glutamato (Cha et al., 1998; André et al., 2006), y un aumento en la 

producción en especies reactivas de óxigeno (Bogdanov et al., 2001; Pérez-Severiano et 

al., 2002; Browne y Beal, 2006), se comportan igual que los silvestres en cuanto al 

desarrollo de una lesión excitotóxica inducida en condiciones de estrés metabólico. En 

este sentido se ha sugerido que durante la progresión de la enfermedad, los ratones 

R6/2 desarrollan mecanismos compensatorios (aumento en la defensa antioxidante, 

mayor expresión de protaínas que unen calcio evitando así la sobrecarga de éste) entre 

otras; permitendo contender con las alteraciones generadas por la presencia de la mhtt 

(Zuchner y Brundin, 2008). Esto explicaría por qué durante la EH de tipo adulto la 

muerte neuronal ocurre hasta los 40-45 años de edad, sugiriendo que hay un punto en 

el que las neuronas ya no son capaces de lidiar con las alteraciones producidas por la 

mhtt.  

 

Por otra parte, además del papel de los transportadores de glutamato en la 

toxicidad de este aminoácido durante la inhibición de la GAPDH, los subtipos de 

receptores de glutamato pueden estar participando de manera diferencial en la cascada 

excitotóxica. Debido a que el ácido glutámico actúa sobre los receptores NMDA, 

AMPA, kainato y metabotrópicos, es posible que la toxicidad del glutamato en 

condiciones de inhibición glucolítica esté mediada por los receptores AMPA, ya que en 

estudios previos se demostró que a las 10 semanas de edad los ratones R6/2 son 

resistentes a la toxicidad mediada por los receptores NMDA y kainato (MacGibbon et 

al., 2002; Morton y Leavens, 2000). En este sentido, previamente se observó que el 

modelo R6/1 es más vulnerable a la toxicidad mediada por AMPA (Hansson et al., 

2001), y alteraciones en estos receptores se han descrito en tejidos post mortem 

(Akbarian et al., 1995). Sin embargo, el papel de los receptores AMPA en la 

vulnerabilidad de las NEM en la EH, es un tema poco explorado. Otra alternativa es 
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que el tratamiento con IOA promueva cambios en los receptores de glutamato que 

permitan el desarrollo de un evento excitotóxico. En este sentido, previamente 

observamos que el tratamiento con IOA aumenta el contenido total así como la 

fosforilación de la subunidad NR2B del receptor NMDA en el hipocampo de la rata 

(Camacho et al., 2007). Bajo estas circunstancias el receptor permanece más tiempo 

abierto facilitando la entrada de calcio en la neurona, iniciando una cascada 

excitotóxica (Camacho et al., 2007). 

Es interesante que los niveles de transportadores puedan modificarse por 

alteraciones en la vía glucolítica. A partir de estos resultados es posible sugerir que una 

inhibición crónica en la vía glucolítica a lo largo de la vida de los pacientes, la cual se 

ha reportado en pacientes presintomáticos (Powers et al., 2007), pueda estar asociada 

con la reducción de los niveles de GLT-1 y con la disminución en la captura de 

glutamato que se ha descrito en tejido post mortem (Arzberger et al., 1997; Hassel et al., 

2008). En conjunto, estos resultados sugieren una estrecha relación entre las 

alteraciones en la función de los transportadores de glutamato y la vía glucolítica, que 

pueden culminar en un evento excitotóxico.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



                                                          Transportadores de glutamato y excitotoxicidad en la enfermedad de Huntington   

 

 

 

 CONCLUSIÓN GENERAL 

 

La EH se caracteriza por la manifestación progresiva de alteraciones motoras 

así como por la muerte de las NEM en etapas tardías de la enfermedad. Esto sugiere 

que inicialmente, la expresión de la mhtt altera la transmisión sináptica y que a lo 

largo de la vida del paciente, la acumulación de alteraciones así como la falla de los 

sistemas de defensa, permiten que estímulos tóxicos, como la exposición al glutamato, 

tengan lugar. Aunado a las alteraciones neuronales producidas por la mhtt, los 

astrocitos que también expresan esta proteína, desarrollan progresivamente 

alteraciones en mecanismos esenciales para la función neuronal, contribuyendo así a la 

susceptibilidad de las neuronas. En esta tesis demostramos que en etapas avanzadas de 

la enfermedad en el ratón de la línea R6/2 hay una disminución en el contenido de los 

principales transportadores de glutamato GLAST y GLT-1, lo que daría lugar a la 

sobreactivación de los receptores glutamatérgicos, generando una lesión de tipo 

excitotóxica. Estos resultados se apoyan en el hecho de que la inducción de una 

disminución en los niveles de los transportadores de glutamato a las 10 semanas de 

edad, por efecto del tratamiento con IOA, facilita la toxicidad del glutamato en el 

modelo R6/2. En conjunto, nuestros resultados sugieren que la muerte neuronal 

excitotóxica está asociada con la pérdida de las NEM en la EH. Asimismo, que las 

alteraciones en los astrocitos (disminución en el contenido de transportadores de 

glutamato), pueden contribuir de manera relevante a la progresión de la EH.  
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Huntington’s disease (HD) is a neurodegenerative hereditary illness originated by the mu-
tation of the gene encoding the huntingtin-protein (htt). Mutated htt (mhtt) is character-
ized by an increased number of glutamine repeats in the N-terminal end; when 40 or more
glutamine residues are present, the disease is manifested. Expression of mhtt leads to the
selective death of the medium spiny neurons (MSN) in the neostriatum, resulting in the
appearance of generalized involuntary movements, the main phenotypic alteration of HD.
The relationship between the expression of mhtt and the death of the MSN is not fully
understood. Nonetheless, according to experimental evidence indicating that MSN are se-
lectively vulnerable to the toxicity of glutamate (excitotoxicity) or its analogues, excito-
toxic neuronal death is suggested to be involved in neurodegeneration associated with
HD. Support for this hypothesis comes from studies in HD postmortem tissue and trans-
genic mice models, suggesting a correlation between mhtt expression and altered gluta-
matergic neurotransmission, mainly altered conductance of the N-methyl-D-aspartate
(NMDA) glutamate receptor subtype and decreased levels of glutamate transporters.
On the other hand, alterations in energy metabolism are well documented in HD patients,
which might facilitate excitotoxicity. Throughout this review we will discuss relevant ev-
idence suggesting that altered glutamatergic neurotransmission plays a role in neurode-
generation associated with HD, as well as the possible contribution of deficient energy
metabolism to the development of an excitotoxic cell death cascade in MSN. We show
data supporting protection by energy substrates against neuronal damage in a rat model
combining energy deficit and glutamate toxicity. � 2008 IMSS. Published by Elsevier
Inc.

Key Words: Glutamatergic neurotransmission, Energy deficit, Excitotoxicity, Huntingtin, Energy
substrates.
Introduction

Huntington’s disease (HD) is an autosomal dominant neu-
rodegenerative disorder that equally affects men and
women. HD occurs when the gene of huntingtin protein
(htt), located in the 4p16.3 region of the short arm of chro-
mosome 4, shows an increased number of CAG nucleotides
(1,2). Mutant htt (mhtt) contains an elongated N-terminal
site characterized by numerous glutamine repeats; when
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it shows $40 glutamine residues the illness is expressed
during adulthood. A juvenile form of the disease is ob-
served when the number of glutamine repeats exceeds 60.
This is present in 15- to 20-year-old individuals and is char-
acterized by the rapid progression of the illness, the pres-
ence of rigidity, seizures, and the accentuated loss of
cognitive functions; the death of the patients occurs 7e10
years later (3). HD in adults is characterized by psychiatric
disturbances such as irritability, aggressiveness and depres-
sion, which precede involuntary motor alterations, the main
feature of HD. Progression of motor alterations, also known
as choreic movements because of its resemblance to danc-
ing postures, follows three stages. Initially, voluntary move-
ments are accompanied by tremor; progressively, during the
vier Inc.
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second or hyperkinetic phase patients lose their body coor-
dination due to the presence of involuntary abrupt move-
ments (choreic) including the muscles of the limbs, head
and trunk, limiting the patient’s capacities for daily tasks.
A progressive decline in cognitive functions and loss of
body weight are also present in this phase. At the final
stage, approximately 20 years after its onset, choreic move-
ments are substituted by rigidity and bradykinesia. Death of
the patient generally takes place at this stage (4).

The main phenotypic alterations of HD are the conse-
quence of the selective loss of the medium spiny neurons
(MSN) in the neostriatum, which include the putamen and
the globus pallidus (5,6). The MSN constitute 95% of the to-
tal neuronal population and receive cortical inputs releasing
glutamate, the main excitatory neurotransmitter in the mam-
malian brain. In addition to its role as a neurotransmitter, glu-
tamate can cause the death of neurons through a mechanism
known as excitotoxicity (see below). Early studies show that
intrastriatal injection of glutamate or some of its analogs
such as quinolinic acid and kainic acid induces a similar pat-
tern of neuronal death as described in HD (7e9). Based on
this experimental evidence, excitotoxic neuronal death has
been suggested to be involved in the pathogenesis of HD.
Supporting this hypothesis, modifications in some of the
components of glutamatergic neurotransmission have been
reported in postmortem studies of HD patients and transgenic
models, suggesting that altered glutamatergic transmission
might culminate in the development of an excitotoxic mech-
anism (see below). However, the relationship between exci-
totoxicity and expression of mhtt is far from being
understood. Diverse experimental paradigms from pharma-
cological approaches to transgenic models have been used
in an attempt to understand the mechanisms leading to
MSN degeneration in HD. Throughout this review we will
discuss the most relevant evidence supporting the role of
excitotoxicity in neurodegeneration associated with HD.

Huntingtin Protein and Transgenic Mouse Models

The htt gene is constituted by 67 exons, and a polymorphic
unstable repeated sequence of CAG nucleotides is located
in the first exon (10). The product of this gene is a 348 kDa
protein ubiquitously expressed throughout the body. The
physiological role of htt remains unknown, although it has
been related to vesicular transport and to cell transcription
(11). The mechanisms underlying the expression of mhtt
and the development of the disease are not completely under-
stood. Transgenic mouse models have been useful tools for
the study of the biochemical, morphological and functional
neuronal changes associated with the expression of mhtt.
These are created by the insertion of the full-length gene or
the first exon of mhtt. The yeast artificial chromosome
(YAC) mouse model expresses the full-length human mhtt
gene carrying 46 or 72 CAG repeats (YAC46 and YAC72,
respectively) (12). These mice show several phenotypical al-
terations resembling those observed in HD patients. The R6
transgenic mice express the first exon of the human mhtt gene
carrying |113 and |156 CAG repeats, the R6/1 and the R6/2
mice, respectively (13). Like the YAC model, the R6 trans-
genic mice show some phenotypic features of HD such as
motor alterations, cognitive impairment and loss of body
weight. Knock-in mice are generated by the insertion of
CAG repeats in the endogenous htt gene. Several knock-in
mice have been developed and both the onset and severity of
the phenotypic manifestations differ depending on the number
of CAG repeats inserted (14). In spite of the genetic variations
in each one of the transgenic models, all develop motor and
neurochemical alterations similar to those distinctive in
patients.

Glutamatergic Neurotransmission and Excitotoxic
Neuronal Death

After its release from synaptic terminals, glutamate acti-
vates three different receptor subtypes in postsynaptic neu-
rons: N-methyl-D-aspartate (NMDA) receptors; non-NMDA
receptors, sensitive to a-amino-3-hydroxy-5-methyl-4-iso-
xazolepropionic acid (AMPA) and kainic acid; and metab-
otropic receptors. Activation of non-NMDA receptors
induces the influx of sodium ions and the subsequent depo-
larization of the plasma membrane, promoting the extrusion
of the magnesium ion normally blocking the NMDA recep-
tor channel. Once the magnesium ion is extruded, binding
of glutamate and its co-agonist, glycine, to their respective
sites fully activates NMDA receptors, allowing the influx of
sodium and Ca2þ ions into the cell. Metabotropic receptors
are coupled to G-proteins and induce the activation of sec-
ond messenger systems such as inositol-3-phosphate (IP-3),
triggering the release of Ca2þ from the endoplasmic reticu-
lum. Some metabotropic receptors are negatively coupled
to adenylate cyclase.

The extracellular concentration of glutamate is highly reg-
ulated through specific Naþ-dependent high affinity trans-
porters located both in neurons and glial cells. Five
glutamate transporter subtypes have been described: 1) the
neuronal excitatory amino acid carrier 1 (EAAC1); 2) the
glutamate-aspartate transporter (GLAST) located mainly in
glial cells; 3) the glutamate transporter 1 (GLT-1) located
both in neurons and glia; 4) the excitatory amino acid trans-
porter 4 (EAAT4) present in the Purkinje cells in the cerebel-
lum; and the excitatory amino acid transporter 5 (EAAT5)
located in the retina (15). Glutamate transport activity de-
pends on the presence of the transmembrane sodium gradient
generated by Naþ/KþATPases. Transporters bind one gluta-
mate molecule and two sodium ions externally and translo-
cate them into the cytoplasm, while one potassium ion is
extruded to the extracellular medium. Glutamate taken up
by glial cells is metabolized to glutamine, which in turn is



267Excitotoxicity and Huntington’s Disease
released to the extracellular space and taken up by neurons,
where it is again converted to glutamate to replenish the neu-
rotransmitter pool (Figure 1). Homeostasis of glutamatergic
neurotransmission depends on the coordinated activity of its
different components, and failure in any one of them can lead
to excitotoxic neuronal damage. Impairment of glutamate re-
moval after its synaptic release leads to the accumulation of
the amino acid in the synaptic cleft. The subsequent sustained
activation of glutamate receptors may trigger excitotoxic
neuronal death, in particular during ATP limiting conditions
(16e18).

This type of cell death is dependent on the increase in
the intracellular concentration of Ca2þ after its influx
through the NMDA receptor channel. Calcium-activated
enzymes such as proteases, endonucleases and phospholi-
pases contribute to the degradation of different cell compo-
nents and neuronal death. Intracellular concentration of
Ca2þ is regulated by energy-dependent systems (cytoplas-
mic and endoplasmic reticulum Ca2þ-ATPases). Massive
influx of Ca2þ ions during excitotoxicity leads to intramito-
chondrial Ca2þ overload, altering its activity and disrupting
ATP production (19). As a consequence, ATP-dependent
Ca2þ loading and extrusion mechanisms are impaired lead-
ing to a sustained increase in intracellular Ca2þ. Another
key event involved in excitotoxic death is the generation
of free radicals, as a result of mitochondrial dysfunction
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Figure 1. Glutamatergic neurotransmission and the excitotoxic cell death cascade. Depolarization of the presynaptic terminal after the arrival of the synaptic

potential induces the influx of calcium and the fusion of vesicles, releasing glutamate to the synaptic cleft. Glutamate activates AMPA receptors on the post-

synaptic neuron inducing the influx of sodium and the depolarization of the plasma membrane. The release of magnesium normally blocking the NMDA

receptor, leads to its activation and to the influx of calcium into the cell. Glutamate is eliminated from the extracellular medium by specific proteins located

both in astrocytes (GLT-1 and GLAST) and in neurons (EAAC1). Glutamate is metabolized to glutamine in glial cells by glutamine synthetase (GS), which is

then released and taken up by neurons. Altered glutamate uptake induces glutamate accumulation, which might result in cell death. Massive calcium influx

during NMDA receptors overactivation stimulates the activity of diverse enzymes targeting essential components of the cell. Calcium also induces the pro-

duction of reactive oxygen species, mitochondrial failure and oxidative damage to lipids, proteins and DNA. Mitochondrial dysfunction might disrupt ATP

production contributing to cell death. Color version of this figure available online at www.arcmedres.com
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and the activation of Ca2þ-dependent enzymes such as xan-
thine oxidase and nitric oxide synthase (20). Free radicals
will damage lipidic and proteic components of the cell as
well as nucleic acids, contributing to the neuronal death
cascade (Figure 1).

Quinolinic Acid As an Endogenous Excitotoxin in HD

Direct administration of quinolinic acid, an endogenous ag-
onist of NMDA receptors, in the rat striatum causes the
death of MSN and reproduces some of the behavioral and
biochemical alterations of HD. Quinolinic acid is an endog-
enous metabolite derived from the kynurenine pathway of
tryptophan degradation, and its implication in neuronal
death associated with HD has been studied for several
years. Postmortem analysis of brains from HD patients at
early stages has revealed increased levels of quinolinic acid
and its precursor 3-hydroxy-kynurenine (3-HK) (21). Also,
increased activity of the enzyme 3-hydroxyanthranilic acid
oxygenase (3-HAO) has been reported in the striatum of
postmortem brains (22). This enzyme catalyzes the conver-
sion of 3-hydroxyanthranilic acid to quinolinic acid.

Kynurenic acid (KYNA) is another derivate of the tryp-
tophan degradation pathway, which shows antagonism for
NMDA receptors. Reduced KYNA production in vivo
might increase the toxicity of intrastriatally administered
quinolinic acid. In fact, reduced levels of KYNA have been
observed in some brain regions of severely affected HD pa-
tients (23). In contrast, brains from HD patients at the early
stage of the disease showed increased levels of this metab-
olite, similar to the YAC transgenic mice (24). In agreement
with these evidences, altered tryptophan metabolism has
been reported in HD patients, although the precise role of
this alteration on the death of MSN is still unknown. It
has been proposed that an imbalance in the quinolinic
acid/KYNA ratio might be involved in the pathogenesis
of HD. The relationship between mhtt and altered kynure-
nine pathway is currently being studied.

Alterations in Glutamate Receptors Associated with
HD

NMDA Receptors

Functional NMDA receptors are organized in tetrameric
structures constituted by the combination of three subunits:
NR1, NR2 and NR3. There are four isoforms of the NR2
subunits, NR2A to NR2D, and two of the NR3, NR3A
and NR3B. Whereas the binding site of the co-agonist
glycine is located in the NR1 subunit, the NR2 subunit con-
tains the glutamate-binding site. A regulatory role has been
suggested for the NR3A subunit (25). MSN predominantly
affected in HD highly express NR1 and NR2B subunits
(26,27). Studies in postmortem tissue from pre-symptomatic
and early symptomatic HD patients showed reduced
binding to glutamate receptors in the striatum (28,29) and
decreased mRNA levels of the NR1 and NR2 subunits
(30), suggesting the loss of neurons containing NMDA
receptors. Furthermore, a recent report shows that varia-
tions in the genes encoding for the NR2A and NR2B
subunits of NMDA receptors can influence the onset of
HD (31,32).

A recent publication by Fan and Raymond offers a de-
tailed description of the changes in the expression, function
and regulation of NMDA receptors in HD transgenic
models (33). Thus, we will describe only some relevant
studies to give a general overview of the advances in this
field. In R6/2 mice, most of the studies describe either no
change or decreased mRNA levels and protein of the
NR1, NR2A and NR2B subunits of the NMDA receptor
(34e36). In the striatum of these transgenic mice, increased
immunocytochemical labeling of the NR1 subunit was ob-
served, whereas diminished immunoreactivity of the NR2A
and NR2B subunits was observed (34). Similarly, decreased
mRNA levels of the NR2A and NRB subunits and no
change in mRNA of NR1 were described in whole brain
in these mice (35). Decreased protein levels of these three
subunits were observed in plasma membrane fractions of
discrete brain regions, but no significant changes were ob-
served in the striatum. A recent study using striatal dissoci-
ated cells from R6/2 mice shows that the percentage of
neurons expressing the mRNA of the NR2A subunit is de-
creased in presymptomatic and symptomatic individuals,
whereas a decrease in the mRNA of the NR2B subunit
was observed only in the RNA total fraction (36). In the
case of the YAC transgenic model, the study by Li et al. de-
scribed no change in NR1 or NR2B proteins in the striatum
of the YAC72 mice as compared to the YAC46 (37),
whereas in the YAC128 diminished expression of striatal
NR2B has been suggested (33).

Arrangements of the different NMDA receptor subunits
will lead to particular functional properties. In vitro studies
indicate that cells expressing mhtt and the combination of
the NR1/NR2B, but not the NR1/NR2A subunits, exhibit
an increased NMDA-mediated current (38,39). In the R6/
2 mice, reduced NMDA receptor blockade by Mg2þ has
been observed (40), which is probably related to an altered
subunit composition occurring in early stages (36). Similar
functional alterations in the NMDA receptor have been de-
scribed in the YAC mice. Enhanced NMDA-mediated cur-
rent and neuronal death in MSN from these mice appears to
be mediated by receptors containing the NR1/NR2B sub-
unit composition (41). A change in the subunit composition
of NMDA receptors might be related to the induction of
neuronal death because the presence of receptors contain-
ing the NR2B subunit show a slower deactivation kinetics
and mediate larger increases in intracellular calcium con-
centration as compared to receptors containing the NR2A
(42). In agreement, increased calcium concentration and
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enhanced susceptibility to cell death induced by NMDA in
striatal neurons from HD transgenic mice and transfected
cells have been reported (34,38,39,41).

However, either no change or diminished expression of
the NR2B protein has been observed in transgenic models
(34,35,37), suggesting that other mechanisms might be in-
volved in the enhanced activity of NMDA receptors, such
as changes in the number of functional receptors present
in the cell surface or posttranslational alterations. A recent
study has shown increased binding to NMDA, AMPA and
metabotropic glutamate receptors, particularly in the hippo-
campal region of symptomatic 12-month-old YAC128
mice. According to in situ hybridization studies, these
observations cannot be attributed to changes in mRNA ex-
pression but rather to increased protein levels in the synap-
tosomal fraction, suggesting altered trafficking of receptor
subunits (43). In agreement with this hypothesis, a recent
study shows a shift of the NR1 and NR2B subunits from
the cytosolic compartment to the plasma membrane, as well
as a faster rate of insertion of NMDA receptors to the cell
surface in YAC72 mice (44).

Altered function of NMDA receptors has been associated
with changes in the postsynaptic density protein PSD-95.
This is a scaffold protein, which co-localizes with normal
htt and interacts with the C terminus of NMDA and kainate
receptors (45,46). The interaction between PSD-95 and the
NMDA receptor is related to the clustering of receptors on
the plasma membrane and the regulation of their activity.
An association of htt with PSD-95 and NR1, NR2A and
NR2B subunits has been described in human cortical tissue
(46). Presence of the polyglutamine-expanded stretch in mhtt
alters this interaction inhibiting the binding of normal htt to
the scaffold protein. It is suggested that the decreased inter-
action of htt and PSD-95 will promote the sensitization of
NMDA receptors due to enhanced binding of NMDA recep-
tors to PSD-95, increasing excitotoxic neuronal death (46).
Finally, some studies have also reported changes in the phos-
phorylation levels of NMDA receptor subunits. Phosphoryla-
tion of NMDA receptors by tyrosine kinases (Src and Fyn)
increases NMDA receptor activity and its stabilization in
the cell surface. Cell line expression of mhtt increases the
levels of phosphorylation of the NR2B subunit, which corre-
lates with increased cell death (47). However, in the case of
R6/2 mice, no changes in tyrosine-phosphorylation of
NR2A or NR2B have been identified (35). Together these
studies suggest that the enhanced activity of NMDA recep-
tors may be the consequence of alterations in receptor traf-
ficking, the number of receptors present in the plasma
membrane and subunit phosphorylation.

Therapies Directed to NMDA Receptor Blockade

The alteration in the NMDA receptors described in HD has
led to the suggestion of the potentiality of NMDA receptor
antagonists as therapeutic agents for the treatment of HD.
To date, diverse clinical trials using NMDA receptor antag-
onists have been performed in symptomatic HD patients.
Preclinical studies show that treatment with the NMDA re-
ceptor antagonists amantadine and memantine slow the pro-
gression of the illness (48,49), whereas the NMDA receptor
antagonists lamotrigine and ketamine had no effect on the
progression of the disease, although lamotrigine showed
a trend to reduce choreiform movements (50,51). Riluzole,
a well-tolerated voltage-dependent sodium channel blocker,
which inhibits glutamate release, showed no benefit (52).
Remacemide, a non-competitive inhibitor of NMDA recep-
tors, has shown a trend to reduce choreic movements (53).
Clinical trials with some of these compounds are currently
in progress (54).

Vulnerability of Transgenic Models to NMDA
Receptor-mediated Toxicity

Consistent with the hypothesis of enhanced activity of
NMDA receptors as a factor involved in the induction of
excitotoxicity in HD, in vitro studies have shown that cul-
tured MSN from YAC 72 transgenic mice are more suscep-
tible to glutamate and NMDA mediated excitotoxic death
(55,56). However, in vivo results are controversial. Intra-
striatal injection of the NMDA receptor agonist, quinolinic
acid, causes extensive neuronal damage in wild-type mice
but no neuronal death in the R6 (R6/1 and R6/2) mice
(57,58). Likewise, intraperitoneal administration of kainic
acid in the R6/2 mouse model has no effect on animal sur-
vival or seizure activity, contrary to what is observed in
wild-type mice (59). Similarly, cortical cultures from
knock-in and R6/2 transgenic mice exposed to NMDA or
kainate show the same vulnerability to neuronal damage
as control cultures (60). In contrast, in YAC 72 mice quino-
linic acid administration induces striatal lesions (41). The
discrepancy between these results may be related to the ge-
netic background of the transgenic mice or to the stage of
the disease when animals were treated. The reason why an-
imal models exhibiting enhanced NMDA receptor activity
do not display neuronal damage when treated with gluta-
mate agonists is still unknown. It has been suggested that
some adaptive mechanisms may compensate for the under-
lying cellular alterations induced by the expression of mhtt.
However, these mechanisms have not been elucidated.

Kainate and Metabotropic Glutamate Receptors

Despite the vast studies supporting the contribution of
NMDA receptors to the pathophysiology of HD, the roles
of kainate, AMPA and metabotropic glutamate receptors
to neuronal degeneration have received less attention. How-
ever, some evidence suggests that alterations in the gene of
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the GluR6/kainate receptor may be involved in HD. Studies
show that a polymorphism of an untranslated region of
GluR6/kainate receptor gene is related to onset of the ill-
ness (61,62). Dysfunction in metabotropic glutamate recep-
tors may also contribute to the pathogenesis of HD (63).
Oral administration of 2-methyl-6-(phenylethynyl)-pyri-
dine (MPEP), an inhibitor of mGluR 5 receptors, delays
the progression of the illness in R6/2 model (64). It is sug-
gested that mhtt may alter the signaling cascade of mGluR,
particularly that of group 1 (mGluR 1 and mGluR 5), which
is related to diacylglycerol and IP-3 production. The htt-
associated protein-1A (HAP1A) and the IP-3 receptor sub-
type 1 form a ternary complex, and MSN expressing mhtt
exhibit facilitated intracellular calcium release after the
stimulation of metabotropic glutamate receptors 1 and 5
(65). The role of mGluR in HD is also supported by exper-
imental HD models where the administration of mGluR an-
tagonists of group 1 reduces the striatal lesion induced by
quinolinic acid or NMDA (66,67). Together these studies
suggest that alterations in group 1 metabotropic glutamate
receptors elicited by mhtt may be involved in the pathogen-
esis of HD, possibly contributing to the development of the
excitotoxic cascade.

Altered Glutamate Transport in HD

Glutamate transporters keep the extracellular concentration
of neurotransmitter at physiological levels; uptake failure
induces a slow glutamate clearance promoting glutamate
spillover and receptor activation. Severe impairment of glu-
tamate uptake induces amino acid accumulation and recep-
tor overactivation, which in turn will trigger an excitotoxic
cell death process if sustained long enough. Alterations in
glutamate transporters have been described in neurodegen-
erative disorders related to increased glutamine repeats
such as the spinocerebellar ataxia type 7 and HD. Expres-
sion of ataxin-7 (a polyglutamine-containing protein associ-
ated with the development of type 7 spinocerebellar ataxia)
in Bergmann glial cells of the cerebellum alters cellular
morphology and glutamate uptake. Interestingly, expression
of ataxin-7 reduces the mRNA and protein levels of
GLAST, the main glutamate transporter subtype expressed
in this glial population, reducing glutamate uptake (68).
Similar alterations have been described in HD, suggesting
that polyglutamine-expanded proteins alter glutamate trans-
port. Consistently, in membrane preparations of HD post-
mortem brains, reduced binding of D-[3H] aspartic acid to
high-affinity binding sites has been reported (69), and di-
minished mRNA of the GLT-1 transporter subtype has also
been observed in HD postmortem tissue (30). In agreement,
decreased protein levels and mRNA of glutamate GLT-1
have been observed in the striatum and cerebral cortex of
pre-symptomatic R6/2 mice (70,71). Furthermore, in brain
slices of R6/2 mice, decreased [3H]-glutamate uptake was
recently reported (72). The extracellular concentration of
glutamate has been determined in pre-symptomatic R6/2
transgenic mice, showing similarity to that present in
wild-type mice (73). However, under depolarizing condi-
tions, in vivo glutamate release is larger and returns to basal
levels more slowly in the striatum of R6/1 mice than in
wild-type animals (74). Because these studies were carried
out before the appearance of the phenotypic alterations, re-
sults suggest that impaired glutamate reuptake might pre-
cede neuronal degeneration.

GLT-1 transporter is located mainly in the plasma mem-
brane of astrocytes, which as the neurons also express the
htt protein. The relationship between htt mutation and
decreased GLT-1 content has been associated with altered
cellular transcription. Mutant htt is cleaved intracellularly
in several fragments, which aggregate forming insoluble in-
clusions located both in the cytoplasm and nucleus (75).
Studies in Drosophila and mouse transgenic models of
HD suggest that nuclear inclusions may alter the transcrip-
tion of GLT-1 protein (72,76).

Secondary Excitotoxicity As a Pathogenic Mechanism
in HD. Role of Energy Metabolism

Glutamate-mediated neuronal death is highly influenced
by the energy state of the cell, and even physiological
concentrations of glutamate become toxic during energy
failure (77e80), causing cell death through a process
known as secondary excitotoxicity. Under these circum-
stances cell death results from facilitated NMDA receptor
channel opening under depolarizing conditions. NMDA
receptor channel is normally blocked by Mg2þ ion in
a voltage-dependent manner, and this ion is extruded to
the extracellular medium when the plasma membrane is
depolarized. The resting membrane potential, sustained
through the activity of the Naþ/Kþ ATPases (81), will col-
lapse during ATP-limiting conditions such as impaired
glycolytic or mitochondrial metabolism, depolarizing the
plasma membrane and causing the extrusion of Mg2þ ions
and the activation of NMDA receptors by ambient gluta-
mate. Previous studies from our group have shown that
neuronal death induced by the accumulation of glutamate
and aspartate after inhibition of glutamate transporters is
facilitated in the striatum of animals previously treated
with the mitochondrial toxin 3-nitropropionic acid (3NP),
an irreversible inhibitor of complex II of the mitochon-
drial electron transport chain (17,18). Similarly, inhibition
of the glycolytic enzyme, glyceraldehyde-3-phosphate de-
hydrogenase (GAPDH), by iodoacetate (IOA) facilitates
neuronal damage induced by glutamate transport inhibition
or by the intrastriatal administration of glutamate (77,82)
(Figure 2). Mechanisms associated with the increased vul-
nerability to glutamate toxicity have not been completely
elucidated, but recent studies from our group indicate that
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Figure 2. Protective effect of energy substrates against neuronal death induced by glutamate injection (600 nmol/mL) in the striatum of rats previously treated

with the glycolysis inhibitor IOA (15 mg/kg/day for 3 days) or with vehicle solution (0.9% saline). Forty five minutes after the last IOA injection, acetoacetate

(AcAc) (500 mmol), b-hydroxybutyrate (BHB) (500 mmol), or pyruvate (50 mmol) was administrated through the lateral vein of the tail at a flux rate of 33 mL/

min (500 mL total volume). After the administration of energy substrates, glutamate was injected in the right striatum. Twenty four hours later, animals were

sacrificed and brains processed for histological analysis. The lesion volume was determined by delimitation of the damaged area (pale zone in micrographs)

in Nissl-stained cerebral sections (detailed experimental procedures are described in Reference 82). (A) Representative micrographs of brain sections of the

animals treated with the different compounds. In control rats, glutamate injection induces a small lesion (glutamate) similar in size to that induced by saline

administration (vehicle). The lesion induced by glutamate is larger in IOA-pretreated animals (IOA þ glutamate). The size of the lesion is reduced in rats
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IOA treatment induces a decrease in the content of gluta-
mate transporter GLT-1 and an increase in the protein and
phosphorylation levels of the NR2B subunit of NMDA
receptors (83).

The observations mentioned above are in favor of a close
relationship between the energy state of the cell and the
induction of excitotoxicity and are relevant to HD neuropa-
thology because impaired energy metabolism has been
consistently described in HD patients. Nuclear magnetic
resonance studies in non-symptomatic patients reveal
reduced glucose uptake in major affected areas (84). Simi-
larly, analysis of symptomatic patients by positron emission
tomography suggests reduced glucose metabolism in the
striatum and cerebral cortex (85). Increased lactate concen-
trations have also been observed in the cerebrospinal fluid
of HD patients (86). Alterations in the enzymatic machin-
ery involved in ATP production have been described in
postmortem tissue. Reduced activity of mitochondrial com-
plexes II, III and IV has been reported in HD patients
during the advanced stages of the disease (87). More re-
cently, a reduced cerebral metabolic rate of glucose has
been observed in the striatum of early-stage HD patients,
suggesting altered glycolytic metabolism (88). These alter-
ations are restricted to the basal ganglia, the brain region
mostly affected by the disease. One study revealed a modest
but significant decrease in GAPDH activity in postmortem
tissue from the caudate (89), and under metabolic stress
a reduced GAPDH activity is observed in fibroblasts from
HD patients (90). These observations are relevant because
GAPDH is a cytoplasmic protein that interacts with mhtt
(91), although it is ignored whether this interaction contrib-
utes to the pathogenesis of HD. Alterations in other mito-
chondrial enzymes of the Krebs cycle, such as pyruvate
dehydrogenase and aconitase, have also been detected
(92,93).

These findings all indicate that alterations in energy me-
tabolism are present in HD patients even prior to the initial
manifestations, which may facilitate excitotoxic neuronal
damage. Some of the metabolic defects described in post-
mortem HD tissue are also present in transgenic mouse
models. For example, deficient activity of mitochondrial
complex II and aconitase has been identified in R6/2
transgenic mice (94). In addition to the altered function
of mitochondrial complexes, mitochondria obtained from
lymphoblasts of HD patients and from YAC 72 mice show
a partially depolarized membrane potential and a larger de-
polarization when exposed to Ca2þ (95). Altered mitochon-
drial function is probably related to the direct association of
mhtt and mitochondrial components (95e98).

More recently, mitochondrial dysfunction in HD has
been related to altered function of PGC-1a, a transcriptional
co-activator associated with the expression of nuclear-
encoded mitochondrial genes (99). Reduced mRNA levels
of PGC-1a have described in presymptomatic patients,
which has been linked to the deficient transcription of
PGC-1a elicited by mhtt (100). HD postmortem tissue
and transgenic striatal cells showed a reduced expression
of PGC-1a targets, including those related with mitochon-
drial genes and some antioxidant enzymes (100e103).
These studies link three well-described processes in HD:
mitochondrial dysfunction, altered cellular transcription,
and oxidative stress.

Together these studies strongly suggest that impairment
in ATP production may be present in HD even during early
stages. In fact, reduced ATP levels have been described in
a HD-derived mouse cell line. Immortalized striatal cells
STHdhQ111 derived from HdhQ111 knock-in mice show
1.4-fold less ATP content than control striatal cells and a di-
minished ATP/ADP ratio (104,105). Based on the studies
mentioned above, it can be speculated that altered energy
metabolism may enhance NMDA receptor activity during
the life span of patients, leading to a progressive excitotoxic
process. In favor of this hypothesis, several studies have
shown that the chronic administration of the mitochondrial
toxin, 3-NP, causes the death of MSN in the striatum of
monkeys and rodents and induces some motor alterations
resembling those in HD (106,107). Furthermore, neurode-
generation induced by this toxin is mediated by a secondary
excitotoxic process (79). Treatment with energy substrates
such as creatine, pyruvate and CoQ10 may compensate
the energetic abnormalities of MSN and reduce excitotoxic-
ity in patients and HD models (108e112).

Studies from our laboratory have shown that energy
substrates such as pyruvate, acetoacetate (AcAc), and b-
hydroxybutyrate (BHB) reduce excitotoxic lesions induced
by the intracerebral administration of glutamate or gluta-
mate uptake inhibitors (77,82,113). In Figure 2, we show
that the intraperitoneal injection of IOA during 3 days
enhances the size of glutamate-induced lesions in the rat
striatum. Treatment with pyruvate, AcAc, and BHB reduces
the lesion volume. This effect may be related to improved
mitochondrial metabolism through the conversion of these
substrates to acetyl-CoA, enhancing ATP production. This
suggestion is supported by the increase in ATP levels
observed in the striatum of rats treated with AcAc and
BHB. According to the results shown in Table 1, adminis-
tration of glutamate in the striatum of rats previously
treated with IOA causes a 20% reduction in ATP levels,
and this effect is prevented in animals receiving ketone
body treatment. These results support the therapeutic poten-
tial of energy substrates for the treatment of excitotoxic
neuronal death.
treated with energy substrates. Bar 5 250 mm. (B) Lesion volume in the striatum of rats treated with the different compounds. xp !0.01 relative to glutamate-

induced lesions in vehicle-treated rats (glutamate), *p !0.01 relative to glutamate-induced lesions in IOA-treated rats (IOA þ glutamate). Data were ana-

lyzed through a one-way ANOVA followed by a Fisher’s post-hoc multiple comparison test and data are expressed as means � SEM, n 5 4e9.

=
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Conclusions

The most important evidence suggesting the participation
of excitotoxicity in neurodegeneration associated with HD
comes from early studies showing that the administration
of glutamate receptor agonists into the rat striatum causes
the death of MSN. Although a direct relationship between
mhtt expression and induction of an excitotoxic process
in HD has not been confirmed, recent studies have provided
significant evidence relating mhtt expression and altered
glutamate neurotransmission. Noteworthy, alterations in
glutamate transport, glutamate receptors trafficking and
functionality, as well as disrupted energy metabolism,
may together favor the excitotoxic death of MSN. Other
factors not discussed in the present review, including oxida-
tive stress, intracellular and intranuclear mhtt aggregates,
altered vesicular trafficking and gene transcription, also
play a critical role in the neuropathology of HD.
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Abstract 
      Huntington’s disease (HD) is a hereditary 
neurodegenerative disorder characterized by the 
presence of involuntary motor movements, dementia, 
and psychiatric disturbances. The main phenotypic 
alterations of HD are associated with the death of the 
medium spiny neurons (MSN) within the neostriatum. 
HD occurs when the gene of the huntingtin protein 
(htt) contains an increased number of CAG repeats 
(>35),  which   encodes   for  glutamine (Gln),  in   the 
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N-terminal end. The relationship between htt mutation and the selective 
vulnerability of MSN is far from being understood. However, according to 
studies in experimental models, transgenic mice, and patients, mitochondrial 
dysfunction and glutamate-induced excitotoxic neuronal death, are two factors 
associated with the neurodegeneration observed in HD. On the other hand, 
oxidative damage might be involved in the pathogenesis of HD since free 
radical production is associated with mitochondrial dysfunction as well as 
with the excitotoxic cell death cascade. Here, evidence from transgenic models 
and HD patients’ studies, suggesting that oxidative damage is implicated in the 
etiology of HD, will be reviewed. 
 

Introduction 
 Free radicals are normally produced in the entire organism during the 
electron transport chain in mitochondria or as a consequence of enzymatic 
activity. In particular, neurons are vulnerable to oxidative stress due its high 
rate of ATP production in mitochondria. A progressive decline in neuronal 
antioxidant systems during the life span of an organism or a human being 
might be involved in oxidative damage and neuronal dysfunction associated 
with aging and neurodegenerative diseases. On the other hand, a continuous 
production of free radicals might overcome the antioxidant capacities of the 
cell and predispose neurons to the toxicity of different agents leading to cell 
death. As mitochondria is the main source of superoxide radical (O2

•-) and 
hydrogen peroxide (H2O2), alterations in mitochondrial activity might induce 
an overproduction of these reactive oxygen species, leading to the generation 
of other highly reactive species such as the hydroxyl radical (•OH) and 
peroxynitrite (ONOO-).  
 Alterations in mitochondrial activity have been postulated as a pathogenic 
factor associated with Amyotrophic Lateral Sclerosis, and Alzheimer’s, 
Parkinson’s, and Huntington’s diseases. Therefore, it is expected that free 
radical production and oxidative damage are also involved in neuronal 
dysfunction associated with these diseases. On the other hand, increased 
production of free radicals might damage mitochondrial components impairing 
its function and compromising ATP production, leading to a vicious cycle. 
Energy failure might reduce neuronal capability to respond to energy 
demanding stimuli, such as prolonged excitation. In fact, studies show that 
neuronal vulnerability to glutamate toxicity is enhanced during conditions of 
energy failure [1-4], suggesting a close relationship between the energy state of 
the neuron and its vulnerability to glutamate or glutamate agonists’ toxicity.  
 In addition to its role as a neurotransmitter in the mammalian brain, 
glutamate induces neuronal death through a process known as excitotoxicity, 
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which has been related to the pathogenesis of several neuropathologies and 
neurodegenerative diseases including Huntington’s disease (HD) [5]. 
Excitotoxic neuronal death involves the prolonged activation of glutamate 
receptors, increased calcium influx, mainly through the N-methyl-D-aspartate 
(NMDA) receptor subtype, mitochondrial dysfunction and the generation of 
reactive oxygen species [6-10]. Since both reduced mitochondrial activity and 
excitotoxicity are involved in HD, free radical production and oxidative 
damage to neuronal components, are possibly associated with neuronal 
dysfunction and neurodegeneration observed during the progression of this 
devastating disorder.  
 
Huntington’s disease   
 Huntington’s disease was formally described by George Huntington in 
1872, although earlier observations of HD patients were made by his father 
and his grandfather during their medical practice in the East Hampton 
community of Long Island, New York. This neurodegenerative disorder is 
inherited in an autosomic dominant fashion from parents to offspring and 
affects equally men and women. It shows a prevalence of 5-10 cases among 
100,000 individuals. In México, according to the statistics from the Instituto 
Nacional de Neurología y Neurocirugía, 8 000 cases of HD have been reported 
[11]. The genetic origin of this disease relies on the mutation of the gene 
termed “IT15” located in the 4p16.3 region of the short arm of chromosome 
number 4, which encodes for the huntingtin protein (htt). This is a 348 KDa 
protein, which is ubiquitously expressed throughout the body. While the 
normal protein contains a polymorphic fragment of 3-30 glutamine (Gln) 
repeats in the N-terminal end, mutant htt (mhtt) shows an expansion at this site 
with a variable number of Gln repeats [12,13]. An inverse correlation between 
the number of Gln residues and the onset of the disease has been reported. 
Individuals carrying alleles with 34 Gln repeats do not express the disease, 
while those with 35-39 Gln residues express it with incomplete penetrance. 
Those with a number of 40 Gln residues or above invariably express the illness 
at the age of 35-40 years and generally die 15-20 years later. The juvenile form 
of the disease appears when the number of Gln repeats exceeds 60. In these 
cases the disease progresses more rapidly and the death of patients occurs 7-10 
years after the onset of the symptoms. 
 The disease is characterized by disturbances in cognitive, emotional and 
motor functions. Psychiatric disturbances precede clinical symptoms and are 
characterized by irritability, apathy, changes in personality, depression and 
maniac-depressive behaviour. Motor alterations are the classical features of the 
disease and their progression follows a three-stage pattern. During the first 
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stage voluntary movements are accompanied by tremor. The second phase is 
characterized by a loss of coordination and a dramatic increase of involuntary 
movements of the proximal and distal muscles disabling the patients in their 
daily tasks. Their severity vary from restlessness with intermittent exaggeration 
of normal gestures, to violent and abrupt spontaneous movements of all parts 
of the body including, the muscles of the face, head and trunk. Gait 
abnormalities are frequently present. These involuntary movements have been 
defined as choreic, because of their resemblance to dancing postures. The term 
chorea originates from the Greek word xopos and means dance. Also, 
cognitive capacities progressively decline and are expressed as an impairment 
of intellectual functions linked to complex tasks, loss of memory and language 
disturbances, finally culminating in dementia. At the later stage of the disease, 
approximately 20 years after the onset of illness, chorea disappears and is 
substituted by rigidity and bradikinesia. Death generally occurs at this stage 
due to complications related to immobility [14].  
 Motor alterations are the consequence of the selective loss of neurons in 
some brain regions involved in motor functions, mainly the neostriatum, which 
includes the caudate nucleus, the putamen and the globus pallidus. The 
neostriatum contains diverse neuronal types, but the medium spiny neurons 
(MSN) constituting the 95% of the total cell population, are the most affected 
[15]. According to the neuropathological evaluation of HD postmortem brains 
four grades of neuropathology have been established. At the initial phase no 
neuronal death is visible in the neostriatum (grade 0); during the hyperkinetic 
phase (grades 1 and 2) a reduction of 50% of the neuronal population in the 
neostriatum is found. Finally, the akinetic phase correlates with the loss of 
95% of the neurons in the neostriatum (grades 3 and 4) [16]. The reason why 
the expression of mhtt induces specifically the death of MSN is not fully 
understood. However, deficient energy metabolism and excitotoxic neuronal 
death have been suggested to play a role. In fact, both conditions promote 
oxidative stress. Augmented production of free radicals or a decline in 
antioxidant defense systems related to mhtt expression might render MSN 
more vulnerable to oxidative damage. Throughout this review we will discuss 
relevant evidence from HD postmortem studies and transgenic mouse models 
suggesting oxidative stress as a pathological mechanism linked to the etiology 
of HD.     
  
Huntingtin and transgenic mouse models 
 The htt gene contains 67 exons extending along a segment of 180 kb with 
a polymorphic unstable repeated sequence of CAG nucleotides encoding for 
Gln, located in the first exon [17]. The final product of htt gene is a protein of 
3,144 amino acids, which shows no sequence homology to any other known 
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protein. To date the physiological role of htt remains unknown, although 
several functions have been attributed to this protein such as vesicular transport, 
modulation of the synthesis and release of brain derived neurotrophic factor 
(BDNF), as well as transcription factor activity [for review see 18].  
 The physiological role of endogenous htt as well as the consequences of 
mhtt expression, has been studied in diverse experimental transgenic mice 
models. The first developed transgenic animal was the R6 mouse, which 
includes the R6/1 and the R6/2 models, each one expressing the first exon of 
the human htt gene carrying ~113 and ~156 CAG repeats, respectively. These 
models progressively show a neurological phenotype reproducing some 
features of HD. While the R6/1 mice die 10-13 months after the onset of 
symptoms, the R6/2 mice die 10-13 weeks after the initiation of the phenotypic 
manifestations [19]. A second HD transgenic model is the yeast artificial 
chromosome (YAC) mouse model, which expresses the full-length mutant 
human htt gene, carrying 46 or 72 Gln repeats (YAC46 and YAC72, 
respectively). Similarly to the R6/2 model, YAC mouse progressively expresses 
abnormalities in body movements resembling those in HD patients. In this case 
the phenotypic manifestations initiate 16 weeks and 7 months after birth for 
YAC72 and YAC46, respectively [20]. While transgenic mice models are 
generated by the insertion of a fragment or the full-length gene of mhtt, the 
knockin mice are created by the insertion of the CAG repeats in the 
endogenous mouse htt gene. Numerous knockin mice have been generated 
with different numbers of Gln repeats [for review see 21]. In these mice the 
onset of the phenotypic manifestations varies depending on the number of Gln 
repeats. Despite the variations among the different transgenic models, all of 
them develop phenotypic and neurophatologic features resembling those 
present in HD patients. These models have been a useful tool for the study of 
the alterations at the cellular level associated with mhtt, which are more 
limited in postmortem brains.  
 
Free radical production and mitochondrial failure in HD 
 Postmortem examination of HD brains has revealed the presence of some 
products of oxidative damage on several neuronal components. Particularly, 
increased levels of 8-hydroxydeoxyguanosine (OH8dG), a product of DNA 
oxidative damage, has been reported in the caudate-putamen from severely 
affected patients [22]. Similarly, in the mitochondrial fraction from the parietal 
cortex of late-stage disease patients high levels of OH8dG have been observed. 
In contrast, no changes in OH8dG levels were found neither in frontal cortex 
nor in cerebellum of HD patients [23]. In addition, products of lipid 
peroxidation such as F2-isoprostanes and malondialdehyde have been observed 
in cerebrospinal fluid of HD patients [24,25]. Despite of these observations, 
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Alam et al., 2000, did not observe the presence of oxidation products in DNA, 
protein or lipid components in the brain areas mainly affected in HD [26]. The 
discrepancy between these studies might be related to the difficulty to evaluate 
oxidative products or the presence of reactive oxygen species in postmortem 
brains from late-stage disease patients (mainly grade 3 and 4). The presence of 
a high proportion of dead neurons at late stages of the disease (~95 % of 
neuronal population in the striatum) might influence the detection of oxidative 
products. On the other hand, studies in postmortem tissue from HD patients at 
early stages of the disease or in presymptomatic patients might be useful to 
elucidate whether oxidative stress is an early event in HD.  
 Indirect evidence suggesting that oxidative damage is involved in HD, is 
provided by the observation that treatment with antioxidants as d-alpha-
tocopherol or lipoic acid reduces motor alterations associated with the early 
stages of the disease both in patients and transgenic mice [27,28]. It is 
unknown whether mhtt drives the production of oxidative stress, however, 
since mitochondria is the major source of superoxide (O2

•-) radical, and its 
production is increased during mitochondrial dysfunction, possibly the decline 
in the activity of the electron transport mitochondrial complexes observed in 
HD is responsible for increased radical production. The deficiency in 
mitochondrial energy metabolism is a well-documented alteration in HD 
patients, which is even observed before the phenotypic manifestations of the 
disease [for review see 29]. Decreased glucose uptake has been described in 
the caudo-putamen of HD patients [30], as well as increased lactate 
concentration in the neostriatum and cerebrospinal fluid [31,32]. In fact, 
decreased activity of mitochondrial complexes II, III and IV in the caudate and 
the putamen has been described in postmortem brain tissue of HD patients 
[22,33,34]. Moreover, irreversible inhibition of complex II by 3-nitropropionic 
acid (3-NP), induces similar neurological and phenotypical alterations in 
monkeys and rodents as those observed in HD patients [35,36]. Altered 
activity of mitochondrial complexes has also been described in transgenic mice 
models [37]. Altogether, these evidences suggest that mitochondrial 
dysfunction correlates with mhtt expression both in HD patients and transgenic 
mice, probably promoting increased free radical production. Consistent with 
this suggestion, a recent in vitro study shows that the presence of a poly-Gln-
containing fragment alters oxygen consumption and induces free radical 
production in isolated mitochondrial [38]. However, it is unknown how the 
expression of mhtt is associated with mitochondrial impairment. Possibly, a 
direct interaction of mhtt with mitochondrial components might be involved, 
since in brain tissue from a HD patient and transgenic mice, mhtt has been 
found inside mitochondria in neurons [39-41]. Nonetheless, it is still unknown 
whether such an interaction is the cause of decreased mitochondrial activity.  
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 It has been demonstrated that during chronic inhibition of complex II of 
the electron transport chain by the systemic administration of 3-NP, increased 
formation of 3,4-dihydroxybenzoic acid, an indicator of hydroxyl radical, is 
present in the striatum of R6/2 transgenic mice as compared to littermate 
controls [42]. This observation suggests that mitochondria in HD brain show 
enhanced free radical production when subjected to metabolic stress. On the 
other hand, it has been shown that fibroblasts’ mitochondria from HD patients 
are less efficient in buffering increased calcium content and in maintaining 
mitochondrial membrane potential [39]. Altogether, these observations favor 
the hypothesis that the expression of mhtt is associated with altered 
mitochondrial function, which might promote free radical production. Thereby, 
they also suggest that ATP production might be altered in HD neurons. ATP 
levels have been evaluated in the STHdhQ111cells, an immortalized striatal cell 
line derived from HdhQ111 knockin mice, showing a partial reduction in ATP 
content and a reduced ATP/ADP ratio [43]. In contrast, in the same preparation 
another study reports no change in ATP levels [44]. More studies are needed in 
order to elucidate the interplay between mitochondrial activity and mhtt 
expression and the consequences of such interaction on neuronal integrity. 
Nonetheless, it might be speculated that altered mitochondrial function in HD 
will predispose neurons to excitotoxic neuronal death (see below), since 
mitochondrial integrity is a key factor for cell survival during an excitotoxic 
challenge. It has been consistently demonstrated that altered mitochondrial 
activity exacerbates excitotoxic neuronal death [1,2,45-47], possibly involving 
enhanced free radical production.       
 
Interplay between oxidative damage and excitotoxic neuronal 
death in HD  
 Glutamate is the major excitatory neurotransmitter in mammal brain. After 
its release from presynaptic terminals, glutamate interacts with different 
receptor subtypes in the post-synaptic neuron: activation of AMPA and kainate 
receptors (also known as non-NMDA receptors) induces the influx of sodium 
ions leading to membrane depolarization and to the release of magnesium ion, 
normally blocking the NMDA receptor channel. NMDA channel opening leads 
to calcium influx into the cell. Stimulation of metabotropic glutamate receptors 
coupled to G-proteins induces the activation or inhibition of intracellular 
signaling pathways [48]. The extracellular concentration of glutamate is highly 
regulated due to its toxic nature through high affinity sodium-dependent 
transporters located mainly on glial cells. Glial glutamate transporters GLT-1 
and GLAST, and neuronal transporter EAAC1, take up one glutamate 
molecule and two Na+ ions into the cell and extrude one K+ ion [49]. 
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Glutamate is metabolized to glutamine in glial cells, extruded to the 
extracellular medium and taken up by neurons to refill the neurotransmitter 
pool. Altered glutamate uptake might induce glutamate extracellular 
accumulation triggering an excitotoxic cell-death process, as a consequence of 
the overactivation of glutamate receptors in particular, the NMDA subtype 
[6,50]. Overactivation of these receptor channels increases intracellular 
calcium concentration altering mitochondrial calcium homeostasis, promoting 
the loss of mitochondrial membrane potential and the failure in ATP 
production. In addition, altered mitochondrial function will enhance free 
radical production, mainly O2

•- [7]. On the other hand, calcium overload will 
activate calcium-dependent enzymes such as endonucleases, lipases and nitric 
oxide synthase (NOS), which produces nitric oxide (NO•). The reaction 
between NO• with O2

•- produces peroxynitrite (ONOO-) a powerful oxidant, 
which might damage the lipidic components of the cells and promote protein 
tyrosine nitrosylation. Calcium will also activate the xanthine-xanthine oxidase 
pathway leading to the production of O2

•- radical [51]. As a consequence of all 
these alterations neuronal death will take place.  
 Excitotoxic neuronal death has been suggested as a possible pathogenic 
mechanism involved in HD, due to the fact that glutamatergic agonists such as 
quinolinic acid and kainic acid, promote selective neuronal death in the rat 
striatum with histopathological and neurochemical features resembling those 
observed in HD postmortem brains [52-54]. On the other hand, a correlation 
between diminished mRNA and protein levels of the NR1 and NR2 subunits of 
the NMDA receptor, and the severity of the disease has been reported [55]. 
These observations suggest that neurons containing these receptors are 
damaged in HD. Reduced mRNA and protein levels of the glutamate 
transporter GLT-1, has also been observed in the striatum and cerebral cortex 
of HD postmortem brains and transgenic mice [56-59]. Therefore, altered 
removal of glutamate neurotransmitter from the synaptic space is possibly 
involved in the pathogenesis of HD. On the other hand, increased activation 
current of NMDA receptors has been observed in cerebral slices from 
presymptomatic knockin mice and R6/2 transgenic mice [60,61]. Moreover, an 
interaction of mhtt with the postsynaptic density protein PSD-95, a scaffold 
protein associated with the clustering of NMDA receptors on the plasma 
membrane, and the regulation of their activity, has been reported [62]. The 
presence of the poly-Gln-expanded stretch in mhtt reduces the interaction 
between NMDA receptors and PSD-95, prolonging NMDA receptor activity. 
Together, these results suggest that mhtt expression will enhance calcium 
influx trough NMDA receptors, which in concert with altered glutamate 
removal will trigger excitotoxic neuronal death. Even though, increased 
excitotoxic neuronal death has been observed in the YAC transgenic mice [63-
65], several in vivo and in vitro studies have reported that HD transgenic 
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animals are resistant to excitotoxic damage, or show the same susceptibility to 
glutamate agonists’ toxicity than wild type animals [66-70]. In spite of these 
observations, treatment with NMDA antagonists such as memantine and 
amantadine reduces the illness progression in HD patients [71,72], supporting 
the role of excitotoxicity in the disease.  
 As previously mentioned the excitotoxic death cascade involves impaired 
intracellular calcium homeostasis, possibly related to increased NMDA 
receptor activity, and deficient glutamate removal. Deficient mitochondrial 
calcium handling might also be involved [39] promoting free radical 
production [7]. Increased NOS expression and activity has been observed in 
the striatum of symptomatic R6/1 mice, suggesting an overproduction of NO• 
[73]. NO• enhanced formation and O2

•- production from damaged mitochondria, 
would drive ONOO- generation inducing lipid peroxidation and protein 
nitrosylation. It is noteworthy that a correlation between progressive increase 
in lipoperoxidation levels in the striatum, and the worsening of the phenotypic 
alterations in the R6/1 transgenic mice, has been described [74]. Similarly, a 
progressive increase in the levels of malondialdehyde, 4-hydroxynonenal, and 
isoprostane-8-iso-prostaglandin, products of lipoperoxidation, has been 
reported in the striatum of R6/2 mice [75]. Moreover, increased 
immunocytochemical detection of 3-nitrotyrosine, an index of protein damage 
by ONOO-, has been detected in the choroid plexus and cerebellum of R6/2 
transgenic model [76]. Furthermore, increased free radical generation [77], as 
well as protein oxidative modification [78] has been observed in R6 transgenic 
HD models. On the other hand, even in young HD animals, increased basal 
formation of reactive oxygen species has been associated with mhtt expression, 
however in these animals the antioxidant systems are apparently still sufficient 
to counteract oxidative damage. It is suggested that compensatory mechanisms 
such as increased glutathione levels in cortical and striatal mitochondria [79], 
and increased striatal SOD activity, particularly Cu/Zn SOD [80] in R6/2 and 
R6/1 transgenic mice, respectively, might prevent oxidative damage at the 
early stages. During the progression of the illness a decline in the efficiency of 
antioxidant enzymes together with other factors, such as intracellular protein 
aggregation, could influence neuronal vulnerability to oxidative damage.  
 Evidence suggesting the presence of oxidative damage after the 
administration of the glutamate analogue, quinolinic acid and the mitochondrial 
toxin 3-NP in the rat striatum, two-well known models of HD, also support the 
hypothesis of oxidative stress as a factor involved in the pathogenesis of HD. 
Quinolinic acid injection in the striatum and its direct exposure to brain 
synaptosomal preparation, increases lipid peroxidation and promotes the 
alteration of antioxidant systems, suggesting that quinolinic acid-mediated 
toxicity is associated with oxidative damage [81,82]. In fact, early production 
of •OH and ONOO- was observed after quinolinic acid infusion in the rat 
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striatum and the •OH production was partially attenuated by NMDA receptor 
antagonists [83,84]. In addition, quinolinic acid-induced oxidative damage was 
attenuated by the administration of antioxidants [85,86]. On the other hand, 
increased reactive oxygen species as O2

•-, •OH and cellular oxidative damage 
was reported after 3-NP treatment [84,87,88]. Both, oxidative damage and the 
size of the striatal lesions induced by 3-NP, are reduced during treatment with 
antioxidants [87,89,90]. This evidence suggests that over-activation of NMDA 
receptors and deficient mitochondrial metabolism, two factors related to HD 
pathogenesis, lead to free radical production and oxidative damage as a part of 
their toxic cascade. 
 
Intracellular aggregates and HD pathogenesis  
 Evaluation of postmortem HD brains has revealed the presence of protein 
aggregates inside the soma and neurites of neurons [91]. Similarly, in HD 
transgenic mice intracellular aggregates have been observed prior to the 
phenotypic manifestations of the disease [92]. These aggregates might be in 
the cytoplasm or even in the nucleus and contain full mhtt, fragments of 
cleaved mhtt, and ubiquitinated full mhtt or mhtt fragments [93]. More 
recently, several proteins such as the glycolytic enzyme gliceraldehyde-3-
phosphate dehydrogenase (GAPDH), subunits of the proteasome complex and 
transcription factors have also been found in the intracellular or intranuclear 
aggregates [94-96]. Based on these observations, it has been suggested that 
intracellular aggregates might contribute to neuronal dysfunction by interfering 
with the functionality of some neuronal proteins. In fact, altered expression of 
the glutamate transporter GLT-1 has been associated with the interruption of 
its synthesis in glial cells due to intranuclear inclusions [58]. On the other 
hand, a protective mechanism of intracellular aggregates of mhtt has been 
proposed. This hypothesis suggests that the aggregation of mhtt prevents its 
cytoplasmic solubility, limiting their aberrant interaction with other proteins 
[97]. Possibly, the progressive accumulation of mhtt leads to the 
destabilization of neuronal functions predisposing cells to toxic stimuli. On the 
other hand, recent in vitro studies have suggested that aggregates might also 
contribute to the generation of oxidative stress. The toxicity of mhtt aggregates 
formed by in vitro expression of poly-Gln-fragments in neuronal and no 
neuronal cells, is associated with increased formation of reactive oxygen 
species, which can be limited by the use of antioxidants [98,99]. These studies 
suggest a relationship between intracellular aggregates of mhtt and oxidative 
stress. Consistent with these observations, a recent study performed in an in 
vitro system, suggests that intracellular aggregates are per se free radical 
production centers, because partial purification of aggregates reveals the 
presence of oxidized proteins, suggesting that oxidation occurs within the 
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inclusion bodies [100]. Although, the precise mechanism involved in this 
process has not been elucidated, the authors suggest that the presence of redox-
active transition metals such as iron and copper might be involved. This is 
suggested because the presence of the metal chelator deferroxamine is able to 
alter the oxidative potential of aggregates [100]. The contribution of nuclear 
and cytoplasmic aggregates to neuronal death in HD is not clear, but 
apparently in addition to their role in altering the functionality of some 
proteins, they contribute to neuronal damage through the formation of free 
radicals. However, more studies are needed in order to understand the precise 
role of aggregates during free radical production, and their relation to the 
progressive damage of neurons in HD.  
 
Conclusion 
 According to the studies discussed throughout this review, oxidative stress 
in HD could be related to altered mitochondrial function, the presence of an 
excitotoxic cell death cascade and probably to the presence of intracellular 
aggregates of mhtt protein, three of the major pathogenic factors associated 
with HD. Although some evidence indicates that oxidative damage is present 
in late-stage-HD patients, direct evidence of free radical generation is needed 
to understand the role of oxidative damage in the progression of the illness. On 
the other hand, transgenic model studies show a correlation between oxidative 
damage and the progression of the phenotypic manifestations of the illness. 
This observation suggests oxidative damage as a pathogenic component 
underlying mhtt expression. However, more studies are needed in order to 
understand how mhtt leads to the development of oxidative damage. Finally, 
these studies favor the therapeutic potentiality of antioxidants in the treatment 
of HD patients.  
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Glutamate excitotoxicity has been implicated in the neuropathology of Huntington's disease (HD), due to the
toxicity of glutamate receptor agonists on striatal medium spiny neurons (MSN), the most affected neuronal
population in HD. Previous studies showed functional alterations of NMDA glutamate receptors and
decreased expression of glutamate transporters in transgenic models and HD patients, suggesting the
presence of excitotoxic damage. We have studied the vulnerability of the striatum to glutamate toxicity in R6/
2 mice at 10 and 14 weeks of age. At 10 weeks R6/2 and wild-type mice are equally vulnerable to glutamate
toxicity, while at 14 weeks transgenic mice show increased damage, as assessed by Nissl and Fluoro Jade
staining. In addition, increased electrical brain activity is observed after glutamate administration in
transgenic mice, as monitored electroencephalographically. According to western blot analysis, increased
vulnerability to glutamate toxicity correlates with decreased levels of GLT-1 and GLAST glutamate
transporters in the striatum.

© 2009 Elsevier Inc. All rights reserved.

Introduction

Huntington's disease (HD) is a neurodegenerative disorder
associated with an increased number of glutamine repeats in the N-
terminal end of the huntingtin protein (mhtt) (Gusella et al., 1983; The
Huntington's Disease Collaborative Research Group, 1993). The most
vulnerable neuronal population in HD is that of the medium spiny
neurons (MSN) within the caudate–putamen (Graveland et al., 1985;
Vonsattel et al., 1985). These neurons receive glutamatergic cortical
afferents, and are sensitive to the toxicity of glutamate receptor
agonists (McGeer and McGeer, 1976; Schwarcz et al., 1983). Thus,
excitotoxicity has been implicated in HD neuropathology. Recent
observations in transgenic models, in vitro studies, and HD patients,
reveal alterations in glutamate receptors and transporters (Starling et
al., 2005; Ali and Levine, 2006; Arzberger et al., 1997; Nicniocaill et al.,
2001; Liévens et al., 2001; Behrens et al., 2002; Shin et al., 2005;
Hassel et al., 2008), and blockade of NMDA receptors delays the
progression of the disease (Lucetti et al., 2002; Beister et al., 2004). The
R6/2 transgenic mice expressing the N-terminal end of human mhtt
containing ∼156 glutamine repeats (Mangiarini et al., 1996), show
increased activation of NMDA receptors in vitro, even before the onset

of phenotypic alterations (Cepeda et al., 2003). Likewise, cells
expressing mhtt together with the NR1/NR2B subunits of the NMDA
receptor, the most abundantly expressed in MSN, show increased
current of activation of NMDA receptors (Chen et al., 1999; Zeron et al.,
2001). Altogether, these observations suggest that altered functioning
of NMDA receptors is involved in excitotoxic neuronal damage in HD.
However, other studies have reported that R6/1 and R6/2 mice are not
vulnerable to the toxicity of quinolinic acid, an endogenous ligand of
NMDA receptors (Hansson et al., 1999, 2001; MacGibbon et al., 2002)
suggesting that the correlation between altered NMDA receptor
activity and degeneration of MSN in these mice, is complex.

On the other hand, reduced mRNA levels of glutamate transporter
1 (GLT-1) and decreased glutamate uptake have been described in HD
postmortem tissue (Arzberger et al., 1997; Hassel et al., 2008).
Likewise, reduced glutamate uptake has been observed in the striatum
and cerebral cortex of R6/2 mice (Nicniocaill et al., 2001; Liévens et al.,
2001; Behrens et al., 2002; Shin et al., 2005), suggesting failure of
glutamate removal in HD. In fact, up-regulation of GLT-1 attenuates
some behavioral alterations in the R6/2 transgenic model (Miller et al.,
2008). To further evaluate this hypothesis, we studied the vulner-
ability of R6/2 mice to the intrastriatal administration of glutamate,
and its correlation to the content of the glutamate transporters, GLT-1
and GLAST. Results show that R6/2 mice are more vulnerable to
glutamate neurotoxicity than wild-type animals at 14 weeks of age,
when a significant decrease in glutamate transporters levels occurs. In
addition, intrastriatal glutamate administration induced the appear-
ance of seizure-like activity in transgenic mice but not in wild-type
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animals. At 10 weeks of age, no significant changes in glutamate
transporters levels were observed, and transgenic and wild-type
animals were equally vulnerable to glutamate neurotoxicity. Results
support the role of decreased glutamate uptake in the neuropathology
of HD.

Materials and methods

All animals were handled according to the National Institute of
Health Guide for the Care and Use of laboratory animals (NIH
Publications N0. 80-23) and the local Animal Care Committee
approved all animal treatments. All efforts were made to minimize
the number of animals used and their suffering. B6CBA female mice
carrying ovaries of R6/2 transgenic mice, and wild-type male animals
were purchased from The Jackson Laboratory (Bar Harbor, ME, USA)
and a colony was established at the vivarium of the Instituto de
Fisiología Celular at the Universidad Nacional Autónoma de México.
Mice were housed and kept under controlled temperature (20–22 °C)
with a regulated 12 h light/dark cycle. Genotyping was carried out in
DNA samples obtained from ear tissue digested by 1 h incubation at
60 °C with proteinase K (1.68 U per sample) in lysis buffer containing
sucrose 0.32 M, Tris–HCl 0.010 M pH 7.5, MgCl2 0.005 M and Triton X-
100 1% v/v. PCR reactions were carried out in a total volume of 45 μl
containing: 1 μl of DNA template, 5% v/v DMSO, 29.2 μl of sterilized
water, 5 μl MgCl (10mM),1 μl DNP's (10mM; invitrogen, Carlsbad, CA),
2 μl (10 μM) of each primer, HUN 3 (5′-GCAGCAGCAGCAGCAA-
CAGCCGCCACCGCC-3′) and HUN 5 (5′-CGGCTGAGGCAGCAGCGGCTG-
3′) (Mangiarini et al., 1996; Segovia, 2002), and 5 μl of PCR-buffer with
1 μl of Taq-polymerase (Invitrogen, Carlsbad, CA). Cycling conditions
were: DNA denaturing at 94 °C for 3 min, and 49 cycles of 95 °C for
30 s, 68 °C for 30 s, and 72 °C for 40 s, and a final elongation period of
72 °C during 10 min. Electrophoresis of PCR products was performed
in 4.5% agarose gels with 0.1 μg/μl ethidium bromide.

Animal treatment

Ten and 14 week-old R6/2 and wild-type female mice were used
throughout the study. Animals were anesthetized with 2–3%
halothane in 95%O2/5% CO2 mixture and placed on a stereotaxic
frame; an unimetrics needle was positioned in the right striatum (AP
+0.8 mm from bregma, L +2.2 from midline and V −3.2 from dura)
according to the mouse brain atlas (Paxinos and Franklin, 2004).
Glutamate monosodium salt (Sigma St. Louis MO, USA) was
solubilized in distilled water and a solution containing 500 nmol/
0.5 μl (pH 7.0) was prepared. The 500 nmol glutamate dose was
selected based on a previous dose–response curve (using 300, 400 and
500 nmol glutamate/0.5 μl) performed in wild-type animals, showing
that at this dose a significant lesion was induced in the mouse
striatum. According to the results, 24 h after the injection neither
300 nmol nor 400 nmol glutamate induced a lesion significantly
different to that observed after saline injection (saline=0.055±
0.031 mm3; Glu 300 nmol=0.147±0.008 mm3; Glu 400 nmol=0.123±
0.043 mm3; Glu 500 nmol=0.328±0.062 mm3; p≤0.05 relative to
saline n=3–4, one-way ANOVA followed by Fisher's post-hoc test).
Glutamate (500 nmol/0.5 μl) was injected at a rate of 0.175 μl/min with
the aid of an injection pump (Harvard apparatus pump model 55,
South Natik, MA, USA). Five min after the injection, the needle was
gently withdrawn and the skin was sutured. Mice were allowed to
recover from anesthesia and placed in individual cages with water
and food ad libitum.

Histology and quantification of lesion volume

Three or twenty-four hours after glutamate intrastriatal injection
mice were deeply anesthetized with sodium pentobarbital and
transcardially perfused with 25 ml of 0.9% saline solution followed

by 35 ml of 3.7% formaldehyde solution (in 0.1 mM phosphate buffer
pH 7.3). Brains were immediately removed and placed in the same-
fixative solution at 4 °C. Consecutive series of striatal coronal
sections of 40 μm (for cresyl violet staining) and of 25 μm (for Fluoro
Jade staining) were obtained in a vibratome (Leica VT 1000 s). Lesion
size was calculated by examination of all brain sections where
neuronal damage was present (observed as a pale area containing
pyknotic nuclei and the loss of cell somata). The damaged area was
delineated manually and measured with the aid of an image analyzer
(NIH Macintosh Image 1.6). Total lesion volume was obtained from
the sum of all damaged areas multiplied by the width of the sections
(40 μm).

Fluoro Jade staining

Fluoro Jade B (Chemicon Temecula, CA, USA) staining was
performed as described by Schmued and Hopkins (2000), with slight
modifications. Themounted brain sections (25 μm)were dried at 50 °C
for 30 min; afterwards a solution of 1% NaOH diluted in ethanol 80%
was added, and 2 min later it was replaced by a 70% ethanol solution.
Coverslips were covered with potassium permanganate 0.06% for
10 min, and immediately after, brain sections were washed and
incubated with a 0.0004% Fluoro Jade solution dissolved in acetic acid
0.1% during 20 min. Finally, the sections were washed, dried at 50 °C,
dehydrated with xylol and covered with permount. Positive cells to
Fluoro Jade staining were quantified using the Image Pro Plus 6.0
analyzer program. The total number of positive cells was counted in
the striatum from three sections per mouse: the section containing
the needle tract (middle section), and the adjacent anterior and
posterior sections located 0.180 μm apart from the middle section. On
average a total of 6000 (wild-type) to 9000 (transgenic) positive cells
were counted per animal. The area of the striatum was measured in
each section, and the number of Fluoro Jade positive cells is expressed
per unit area (mm2). The average striatal area per section was 5.53 in
wild-type mice and 4.92 mm2 in transgenic.

Electroencephalographic (EEG) recording

Fourteen week-old male mice were used for EEG recording. For
these experiments we used male instead of female mice, because at
14 weeks of age females sustained severe body weight loss and are too
weak to resist the implantation of the guide cannula under deep
anesthesia, and to survive during one week after the implantation
before the EEG recordings. Thirteen week-old male mice were
anesthetized with 2–3% halothane in 95%O2/5% CO2, and a guide
cannula was implanted according to the coordinates: AP +0.8 mm
from bregma, L +2.2 frommidline and V −2 from dura, taken from the
mouse brain atlas (Paxinos and Franklin, 2004). Epidural electrodes
were positioned on the frontal and the parietal cortices of both
hemispheres, and were fixed to the skull with dental cement. Mice
were allowed to recover from anesthesia in individual cages with ad
libitum access to food and water. One week after surgery, basal EEG
was monitored during 20 min using a Model 79E Grass polygraph
(Quincy, MA, USA, filters 0.3–300 Hz) in the awake-freely moving
mouse. After this period, glutamate (500 nmol) was injected into the
left striatum in a 0.5 μl volume, using a microsyringe inserted into the
guide cannula, at a rate of 0.175 μl/min. The EEG was recorded during
the following 2 h and data were analyzed calculating the mean
latencies to the onset of epileptic discharges and total time showing
this activity (measured from the beginning of the hypersynchronic
activity to the end of the high amplitude spike train). Twenty four
hours after the EEG recording, mice were sacrificed; the left
hemisphere was left in formaldehyde solution for cresyl violet and
Fluoro Jade staining. The lesion volume was measured in all animals
recorded as described above. The right hemisphere was processed for
western blot assay (see below).
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Western blot analysis

Immunoblot assays of glutamate transporters GLT-1 and GLAST
were carried out as previous described, with slight modifications
(Camacho et al., 2007). Mice were sacrificed and the brain removed;
the striatum and the cerebral cortex were dissected and homogenized
in 1:10 (wt/vol) extraction buffer containing Tris–HCl (25 mM) pH 7.5,
and protease inhibitor cocktail containing EDTA (final concentration
2 mM; Roche, Mannheim, Germany). Samples were centrifuged at
38,000 rpm at 4 °C during 35 min and pellets were resuspended in
180 μl of the same buffer. Based on a protein concentration curve
previously performed, a concentration of 5 μg of protein was chosen
for the immunodetection of GLAST and GLT-1. Samples were boiled for
3 min and electrophoresed at 70 V during 5 h and then transferred to
immobilon-P membrane (Millipore, Bradford MA, USA) during 12 h at
4 °C. Membranes were incubated inmedium containing 5% drymilk in
Trizma-base buffer saline/Tween 20 (TBS-T; Trizma Base 0.1 M pH 7.2,
NaCl 0.9%, Tween 20 0.1%) during 1 h. Later on, membranes were
incubated with either GLAST or GLT-1 antibodies (1:3000 for each
one; Santa Cruz Biotechnology) for 12 h at 4 °C. Membranes were
washed (4 times/5 min) in TBS-T and incubated with the anti-guinea-
pig horseradish peroxidase-conjugated antibody (1:10,000 Zymed,
Invitogen, USA) for 1 h. Finally, membranes were washed with TBS-T
(4 times/5 min) and incubated with chemiluminescence reagent
(ECL™Amersham Biosciences, Little Chalfont, UK) and exposed to X-
ray film. Levels of immunoreactivity were quantified densitometri-
cally by an image analyzer (ImageJ). Densitometry analysis was
corrected relative to the actin content (1:3000, Chemicon, Millipore)
used as loading control. Data represent means±SEM of 3–4 animals
per each group.

Statistical analysis

Data were analyzed by one-way ANOVA followed by a Fisher's
post-hoc multiple comparison test to determine the difference
between groups. Significant differences between data were consid-
ered when p≤0.05. Data from western blots were analyzed consider-
ing the optical density values.

Results

Vulnerability of R6/2 and wild-type mice to glutamate toxicity

Ten week-old transgenic R6/2 and wild-type female animals were
intrastriatally injected with glutamate (500 nmol/0.5 μl) or saline
solution (0.9%, 0.5 μl) and 24 h later tissue injury was evaluated in
cresyl-violet stained coronal sections. As observed in Fig. 1A, wild-
type and transgenic mice showed striatal lesions of 0.24 and
0.35 mm3, respectively, which are significantly larger to that
shown in saline-injected mice. However, no significant difference
was observed in the lesion size between wild-type and transgenic
animals. When the total number of damaged cells, positive to Fluoro
Jade, was counted in striatal sections 24 h after glutamate injection,
a larger number was found in animals injected with glutamate as
compared to saline-injected animals (Fig. 1B). Although transgenic
animals showed an increased number of Fluoro Jade positive cells
relative to wild-type littermates, this difference was not statistically
significant. These data suggest that at 10 weeks of age, transgenic
and wild-type mice are similarly vulnerable to glutamate toxicity in
the striatum.

When glutamate was injected into the striatum of 14 week-old
wild-type and R6/2 mice, both animal groups showed larger lesions
when compared with 10 week-old animals; however, the lesions in
transgenic mice were more extensive, and this effect was statistically
significant. Fig. 2A shows representative cresyl violet- and Fluoro Jade-
stained-coronal sections from wild-type and transgenic mice,

obtained 24 h after the administration of saline or glutamate
solutions. As can be observed, the striatal lesion, as evidenced by
the pale region in cresyl violet stained sections (upper panel), is more
extended in the R6/2 mice, as well as the tissue area containing
damaged cells positive to Fluoro Jade (bottom panel). Graph shows
that the lesion volume in transgenic mice was significantly larger (2.1
fold) compared to wild type littermates at this age (0.71 and of
0.33 mm3, respectively) (Fig. 2B). The lesion volume was also
determined 3 h after glutamate injection. At this time the lesion size
was about 2-fold larger in transgenic animals but not significantly
different to that observed in wild-type littermates (Fig. 2B). The
number of damaged cells positive to Fluoro Jade was counted in tissue
sections from animals sacrificed 3 and 24 h after glutamate injection.
As observed in Fig. 2C, at three hours, wild-type and transgenic mice
showed a similar number of damaged cells, but at 24 h the number of
Fluoro Jade-positive cells doubled that present in wild-type mice (Fig.
2C). It is noteworthy that, 12–15min after glutamate injection, 3 out of
4 transgenic female mice showed behavioral changes associated with
hyperexcitability such as head weaving, chewing, grooming and
contralateral rotations along the longitudinal axis.

Protein levels of GLT-1 and GLAST glutamate transporters in wild-type
and R6/2 transgenic mice

The protein content of GLT-1 and GLAST glutamate transporters
was determined by Western blot analysis in the striatum and frontal
cortex of 10 and 14 week-old female mice. As shown in Fig. 3A, no
difference was observed in GLT-1 levels inwild-type and R6/2 animals

Fig. 1. Glutamate-induced damage in 10 week-old wild-type and R6/2 female mice.
Lesion volume (A) and positive Fluoro Jade cells (B) were quantified 24 h after the
intrastriatal injection of 500 nmol glutamate or saline solution. Data are means±SEM of
3–4 animals per group. ⁎ P≤0.05 relative to saline induced-damage or Fluoro Jade-
positive cells.
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at 10 weeks of age, but by 14 weeks, transgenic mice showed a 46%
reduction in protein levels in the striatum, compared to wild-type
controls. Similar results were observed in the frontal cortex (Fig. 3B).
These results agree with previous reports showing a diminished GLT-1
content in R6/2 mice (Liévens et al., 2001; Behrens et al., 2002; Shin et
al., 2005).

As in the case of GLT-1, no differences in protein levels of GLAST
transporter were observed in 10 week-old animals, but at 14 weeks
GLAST levels were 45% reduced both in the striatum and cerebral
cortex of transgenic animals (Fig. 4). These data suggest a correlation
between striatal vulnerability to glutamate toxicity and the loss of
glutamate transporters in R6/2 transgenic mice.

Fig. 2. Glutamate-induced damage in 14 week-old wild-type and R6/2 female mice. (A) Representative micrographs of striatal coronal sections showing the lesion induced by the
injection of saline or glutamate (500 nmol) in wild-type and transgenic mice, assessed by Nissl or Fluoro Jade staining. Amplifications show the detailed cell morphology inside the
lesion area (indicated by the asterisk); arrows depict normal-appearing cells and arrow-heads indicate pyknotic cells. Fluoro Jade amplifications show the appearance of damaged
cells. (B) Lesion volume quantified 3 or 24 h after the intrastriatal administration of saline or glutamate (500 nmol). (C) Number of Fluoro Jade-positive cells per mm2 as evaluated 3 or
24 h after saline or glutamate injection. Data are means±SEM of 3–4 animals. ⁎ P≤0.05 relative to saline, § P≤0.05 relative to wild-type animals. Scale bar in amplifications=500 μm
and10 μm (inset).
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EEG recordings

The presence of behavioral changes in transgenic female mice led
us to evaluate brain electrical activity after glutamate administration
by EEG recording. We used males instead of females for these
experiments because they better preserve body weight and size,
compared to females, appear healthier and seem to be more resistant
to the implantation of the guide cannula than female transgenic mice.
Four 13 week-old transgenic male mice were implanted with a guide
cannula, and 1 week later EEG recordings were performed. Basal
electrical activity was monitored before glutamate injection, and the
recordings continued for approximately 2 h after the intrastriatal
administration of 500 nmol glutamate. Fig. 5A shows representative

EEG recordings of awild-type and a R6/2 transgenicmouse, before and
after glutamate administration. As can be observed, transgenic animals
showed seizures between 7 and 15 min after the administration of
glutamate (mean latency 11±1.35 min; Fig. 5A right panel). All
transgenic mice injected with glutamate showed signs of hyperexcit-
ability and according to the EEG intense epileptic discharges were
present, characterized by hypersynchronic activity and trains of high-
amplitude spike waves. Discharges started at the ipsilateral hemi-
sphere and propagated to the contralateral hemisphere. Simulta-
neously to the appearance of the spike-waves trains, the mice showed
behavioral changes including: head weaving, chewing, grooming,
contralateral rotations along the longitudinal axis and tonic–clonic

Fig. 3. Protein levels of GLT-1 glutamate transporters in the striatum (A) and cerebral
cortex (B) of 10 and 14 week-old wild-type and R6/2 female mice. Representative
western blot showing GLT-1 content in the striatum (A) and cerebral cortex (B) as well
as actin content used as loading control. Graphs represent the densitometric
quantification of the ratio of GLT-1/actin. Data are means±SEM of 3 animals per
group. ⁎ P≤0.05 relative to wild-type mice.

Fig. 4. Representative western blots showing protein levels of GLAST in the striatum (A)
and cerebral cortex (B) in 10 and 14 week-old female mice. Graphs show the ratio of
GLAST/actin. Data are means±SEM of 3 animals per group. ⁎ P≤0.05 relative to GLAST
levels in wild-type mice.

82 A.M. Estrada-Sánchez et al. / Neurobiology of Disease 34 (2009) 78–86



seizures, similar to the behavior previously observed in female
transgenic mice. EEG alterations lasted from 62–110 min (79±
11.88 min); no alterations in the EEG recordings were observed in

transgenic mice from 2 to 24 h after glutamate injection. Wild-type
mice did not show behavioral alterations or changes in electroence-
phalographic activity after the administration of glutamate.

Fig. 5. (A) Representative EEG recordings showing no alterations in electrical activity in the wild-type male mouse as evaluated at different times after glutamate injection. The
transgenic male mouse shows hypersynchronic activity and trains of high-amplitude spikewaves after glutamate administration. (B) Nissl and Fluoro Jade-stained coronal sections of
the same animals shown in (A) depict the extension of the injured area. Amplifications show the detailed cell morphology inside the lesion area. In Fluoro Jade stained sections the
scale bar in the inset is the same as in cresyl violet.
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Twenty-four hours after EEG recordings animals were sacrificed
and the brains extracted, the left hemisphere was processed for cresyl
violet and Fluoro Jade staining (injected striatum; Fig. 5), while the
right hemisphere was used for western blot analysis (contralateral
striatum; Fig. 6). Fig. 5B shows coronal sections stained with cresyl
violet and Fluoro Jade corresponding to the animals shown in Fig. 5A.
As observed in female mice, striatal lesions induced by glutamate
were 1.6-fold larger in transgenic mice as compared to wild-type
littermates (lesion volume, wild-type mice=1.32±0.127 mm3; R6/2
mice=2.106±0.265mm3; p≤0.037, n=4), and the striatal area showing
neurons positive to Fluoro Jade was more extensive. Similarly to
female mice, males showed a reduced content of both GLT-1 and
GLAST glutamate transporters in the striatum, according to western
blot analysis (Fig. 6).

Discussion

The role of excitotoxic damage in HD was suggested by early
studies showing that the administration of the glutamate receptor
agonists, kainate and quinolinic acid, in the striatum of rodents
induced the death of medium spiny neurons, the most affected
neuronal population in HD (McGeer and McGeer, 1976; Schwarcz et
al., 1983). In R6/2 transgenicmice the role of excitotoxicity was studied
through the administration of kainate and quinolinic acid (Morton and
Leavens, 2000; Hansson et al., 2001; MacGibbon et al., 2002).
Although, increased vulnerability of transgenic mice to excitotoxic
damage was expected in these studies, either decreased or a similar
degree of damage, was reported. On the other hand, previous studies
reported that the R6/2 mice show reduced levels of the glutamate
transporter protein, GLT-1, from 11–12 weeks of age (Liévens et al.,
2001; Behrens et al., 2002; Shin et al., 2005). A reduced content of GLT-
1 mRNA and glutamate uptake has also been observed in HD patients
(Arzberger et al., 1997; Hassel et al., 2008). Based on these
observations we aimed to study the vulnerability of R6/2 mice to
glutamate intrastriatal administration. Glutamate was chosen as
excitotoxin because it was reasoned that impaired glutamate removal
would render striatal neurons more vulnerable to glutamate toxicity.
In addition, glutamate is the major excitatory neurotransmitter in
mammalian brain and its administration will activate all its receptors
subtypes. Therefore, it is of relevance to study whether impaired
clearance of the endogenous neurotransmitter could have a role in HD
neuropathology.

Our results show that transgenic mice are more vulnerable than
wild-type littermates to glutamate toxicity at 14 weeks of age, while
10 week-old mice show similar vulnerability. Three hours after

glutamate administration, the number of damaged neurons in the
striatum of 14 week-old R6/2 and wild-type mice was very similar. At
24 h the number of Fluoro Jade-positive cells increased in transgenic
and wild-type littermates, but this increase was larger in R6/2 mice.
This observation suggests that between 3 and 24 h after glutamate
injection, tissue injury progresses farther away from the injection site
in transgenic animals as compared to wild-type. Increased vulner-
ability to glutamate neurotoxicity correlates with a reduced content of
glutamate transporters in the striatum of transgenic animals. At
14 weeks of age a reduction in the protein levels of both the GLT-1 and
GLAST transporters was observed in the striatum of R6/2 mice (∼45%
for both transporters), while at 10 weeks no changes were detected,
suggesting a progressive impairment of glutamate clearance in these
animals. From these results we hypothesize that impaired removal of
exogenously administered glutamate in transgenic animals, leads to
the continuous activation of glutamate receptors and to excitotoxic
damage. This hypothesis is supported by the observations from the
EEG recordings showing that in transgenic animals, glutamate
intrastriatal injection induced epileptic discharges, whereas in wild-
type mice glutamate administration did not alter electrical activity.
Likewise, western blot analysis confirmed the decrease of GLT-1 and
GLAST transporters in the striatum of these animals, and histological
analysis revealed the presence of larger lesions in transgenic male
mice as compared to wild-type littermates. Altogether, our results
suggest for the first time a strong correlation between reduced
glutamate transport and increased vulnerability to glutamate neuro-
toxicity in the R6/2 strain. Supporting this hypothesis, Miller et al.,
(2008) have recently shown that up-regulation of GLT-1 transporter
attenuates some of the behavioral alterations in the R6/2 transgenic
model, and recent findings show that decortication of glutamatergic
projections to the striatum prevents neuronal death and mhtt
aggregation, and prolongs the life-span of R6/2 transgenic model
(Stack et al., 2007).

In contrast to the observed reduction in GLT-1, previous reports
found no changes in GLAST protein in 11–12 week-old animals
(Liévens et al., 2001; Behrens et al., 2002; Shin et al., 2005). However,
these studies were not extended to 14 weeks. Our results show that at
this age, there is a significant reduction in the content of both
transporter subtypes suggesting progressive alterations in glutamate
neurotransmission. Results also suggest that the decrease in GLAST
protein occurs later than that in GLT-1 in the R6/2 mice. Because
GLAST transporter is abundantly expressed glial cells of the striatum
(Danbolt, 2001), a reduction in its content might contribute to an
impaired removal of glutamate from the synaptic space. Therefore,
exacerbated glutamate neurotoxicity in 14 weeks-old transgenic

Fig. 6. Protein levels of GLT-1 and GLAST glutamate transporters in the striatum of both wild type and transgenic male mice used for EEG recordings. Graph show the ratio of GLT-1/
actin and GLAST/actin. Data are means±SEM. ⁎P≤0.05 relative to wild-type mice.
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animals might be the consequence of reduced protein levels of both,
GLAST and GLT-1 transporters. The present study was focused on the
changes in GLT-1 and GLAST because a predominant role of these
proteins on glutamate clearance, compared with the part played by
EAAC1 transporters, has been previously proposed (Danbolt, 2001),
and failure of these transporter subtypes might lead to excitotoxicity
(Rothstein et al., 1996). In contrast, a minor contribution of EAAC1 to
glutamate removal was suggested by the observation that its down-
regulation does not induce neuronal degeneration (Rothstein et al.,
1996).

Reduced levels of glutamate transporters, are expected to cause the
accumulation of the neurotransmitter in the extracellular space.
However, according to microdialysis studies, glutamate levels in the
striatum of R6/2 mice at 10–12 weeks of age are not different to the
levels reported in wild-type animals (Behrens et al., 2002; Gianfriddo
et al., 2004; Traficante et al., 2007). On the other hand, microdialysis
studies have suggested diminished glutamate release upon KCl
perfusion in the striatum of 12 week-old animals, suggesting impaired
neurotransmitter release (Traficante et al., 2007). These observations
might suggest that a low concentration of ambient glutamate might
be maintained at this stage due to reduced glutamate release or
compensatory glutamate uptake by GLAST transporter. Our results
show that at 14 weeks when GLT-1 and GLAST levels are significantly
reduced, glutamate administration produces an extensive lesion.

A previous study showed decreased vulnerability of 9 week-old R6/
2 mice to kainic acid-induced seizures and hippocampal damage
(Morton and Leavens, 2000). Similarly, resistance to quinolinic acid
neurotoxicity was reported from 6 to 12 weeks of age in R6/2 mice
(Hansson et al., 2001; MacGibbon et al., 2002), as well as in 18 week-
old presymptomatic R6/1 mice (Hansson et al., 1999). The R6/1 mice
model expresses a lower number of CAG repeats (∼115 glutamine
residues) within the human mhtt gene, and the phenotypical
alterations progress more slowly appearing after 22–26 weeks
(Hansson et al., 1999, 2001). Interestingly, at 22 and 35 weeks of age
when R6/1 mice are symptomatic, they are highly resistant to
quinolinic acid neurotoxicity (Hansson et al., 2001). The mechanisms
underlying resistance to quinolinic acid are unknown, but some
compensatory mechanisms might counteract toxicity, including the
interaction of mhtt with other proteins (for review see Zuchner and
Brundin, 2008). In contrast to quinolinic acid, we found an age-
dependent increase in striatal vulnerability to glutamate neurotoxicity
in the R6/2 mice. This effect might be due to the activation of AMPA,
kainate and metabotropic glutamate receptors subtypes in addition to
NMDA, by the administration of exogenous glutamate. In agreement
with this hypothesis the study by Hansson et al., (2001) reports that
18 week-old R6/1 mice are vulnerable to AMPA intrastriatal toxicity,
but not to quinolinic acid injection, suggesting a role of AMPA receptor
activation in excitotoxic neuronal death in this strain.We are currently
studying the role of AMPA/kainate and metabotropic receptors on
glutamate-induced injury in the R6/2 mice.

The R6/2 mice usually show neuronal death at the final stages of
the disease (16 weeks) (Mangiarini et al., 1996). According to the
present results neuronal death can be precipitated when glutamate is
administrated to these animals only at late stages, possibly because
striatal neurons at this phase are already dysfunctional, as evidenced
by the presence of oxidative stress, mitochondrial impairment and
mhtt aggregates. Bogdanov et al., (1998) showed that 12 week-old R6/
2 mice are more vulnerable to the toxicity of the mitochondrial toxin
3-nitropropionic acid (3-NP) and show increased production of theUOH radical after 3-NP administration. Moreover, at 12 weeks of age
R6/2mice showmitochondrial abnormalities (Tabrizi et al., 2000), and
decreased activities of aconitase and mitochondrial complexes II/III
and IV, have been demonstrated in the striatum of HD patients,
suggesting deficient energy metabolism (Gu et al., 1996; Browne et al.,
1997; Browne and Beal, 2006). In addition oxidative stress has been
implicated in the neuropathology of HD and a progressive increase in

lipoperoxidation products has been observed in R6/2 mice from 8–
14 weeks of age, as well as in oxidative damage to nuclear DNA
(Bogdanov et al., 2001; Browne and Beal, 2006), and proteins (Perluigi
et al., 2005). Similarly, the R6/1 strain show augmented lipoperoxida-
tion products in the striatum, which parallels the phenotypic
alterations of the disease (Pérez-Severiano et al., 2000). Therefore, it
is possible that under compromised functioning and impaired
glutamate removal, striatal neurons are no longer capable of coping
with the continuous activation of glutamate receptors, and thus an
excitotoxic cell-death cascade is set in motion. Progressive alterations
and decline in defense mechanisms might render striatal neurons
more vulnerable to glutamate neurotoxicity. In patients, striatal
neurons survive for a long period of time before massive neuronal
loss occurs during the hyperkinetic phase, 5–8 years after the initial
clinical alterations (Vonsattel et al., 1985; Vonsattel and DiFiglia,
1998). Possibly, at this time neurons might be severely altered, and
vulnerable to glutamate-induced excitotoxicity. Thus, excitotoxic
damage might be one of the mechanisms precipitating neuronal loss
aftermany years of the disease progression. Treatmentwith glutamate
antagonists has shown some benefit to Huntington's disease's patients
reducing the progression of the illness (Lucetti et al., 2002; Beister et
al., 2004). Determining the temporality of neuronal vulnerability to
excitotoxic damage in patients would be of relevance for the
treatment of Huntington's disease with glutamate receptor blockers.
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Glycolysis inhibition decreases the levels of glutamate transporters and enhances glutamate 

neurotoxicity in the R6/2 Huntington´s disease mice 

Ana María Estrada-Sánchez1, Teresa Montiel1 and Lourdes Massieu1,*  

 

Excitotoxicity has been associated with the loss of medium spiny neurons (MSN) in 
Huntington’s disease (HD). We have previously observed that the content of glial glutamate 
transporters diminishes in R6/2 mice at 14 weeks of age but not at 10 weeks, and that this change 
correlates with an increased vulnerability of striatal neurons to glutamate toxicity. We have also 
reported that inhibition of the glycolytic pathway decreases glutamate uptake and enhances 
glutamate neurotoxicity in the rat brain. We now show that at 10-weeks of age, glutamate 
excitotoxicity is precipitated in R6/2 mice, after the treatment with iodoacetate (IOA), an 
inhibitor of the glycolytic enzyme, glyceraldehyde-3-phosphate dehydrogenase (GAPDH). IOA 
induces a larger inhibition of GAPDH in R6/2 mice, while it similarly reduces the levels of glial 
glutamate transporters in wild-type and transgenic animals. Results suggest that metabolic failure 
and altered glutamate uptake are involved in the vulnerability of striatal neurons to glutamate 
excitotoxicity in HD.  
 
Key words: GAPDH, excitotoxicity, GLT-1, GLAST, iodoacetate   

Introduction 

An increased number of CAG repeats 
in the first exon of huntingtin (htt) gene 
leads to the development of Huntington’s 
disease (HD) [1], a chronic 
neurodegenerative disorder where the 
medium spiny neurons (MSN) in the 
caudate-putamen, are the mostly affected [2, 
3]. Excitotoxicity has been suggested as a 
mechanism underlying the loss of MSN in 
HD, since the administration of the 
glutamate analogues kainate and quinolinic 
acid causes severe lesions in the rodent 
striatum, resembling those observed in HD 
patients [4, 5]. Supporting this hypothesis, 
decreased mRNA and protein levels of 
glutamate transporters have been 
consistently reported in postmortem brain 
tissue of HD patients and transgenic models 
[6-11]. The role of GLT-1 (glutamate 
transporter 1) on the loss of MSN neurons 
has recently been suggested because its over 
expression, reduces the motor alterations 

present in R6/2 HD transgenic animals [12]. 
Moreover, we have recently reported that at 
14 weeks of age, the striatum and the cortex 
of R6/2 mice show decreased levels of the 
glial transporters, GLT-1 and GLAST 
(glutamate-aspartate transporter), which 
correlate with enhanced glutamate 
neurotoxicity [13]. This evidence suggests 
that failure of glutamate uptake is a 
component associated with neuronal loss in 
HD, possibly contributing to excitotoxic 
neuronal damage.  

Glutamate transporters, mainly those 
located in glial cells, regulate the 
extracellular concentration of glutamate 
preventing its neurotoxicity. Glutamate 
uptake requires sodium ions, thus, it depends 
on the sodium gradient and in turn on energy 
supply [14]. Moreover, it has been shown 
that glutamate transport stimulates glucose 
uptake in astrocytes [15-17]. Glucose 
oxidation through the glycolytic pathway is 
particularly important, since glutamate 



 
 

transport inhibitors prevent the stimulation 
of the glycolytic activity induced by 
excitatory amino acids [18, 19]. In 
agreement, glycolysis inhibition impairs 
glutamate uptake causing the accumulation 
of this neurotransmitter in the extracellular 
medium, promoting its toxicity [20-22]. In 
previous studies we have observed that the 
continuous inhibition of the glycolytic 
pathway with iodoacetate, a potent and 
irreversible inhibitor of glyceraldehyde-3-
phosphate dehydrogenase (GAPDH), 
reduces the protein content of GLT-1 and 
decreases glutamate uptake in the rat 
hippocampus in vivo. Under this condition, 
glutamate toxicity is enhanced whenever it is 
injected into the rat hippocampus or striatum 
[22-24]. Similarly, the intrastriatal or the 
intrahippocampal administration of IOA 
induces the accumulation of glutamate and 
aspartate in the extracellular medium and 
generates extensive lesions, which are 
reduced by the blockade of glutamate 
receptors, suggesting an excitotoxic 
mechanism of neuronal death [25-27]. 
Altogether, this evidence suggests that 
energy production through the glycolytic 
pathway is required to ensure the 
functioning of glutamate transporters, and 
whenever it is impaired glutamate-mediated 
toxicity might take place. 

Defective glycolytic metabolism has 
been reported in the striatum of 
presymptomatic HD patients [28], as well as 
lactate accumulation in the cerebrospinal 
fluid [29]. On the other hand, a direct 
interaction between mutant htt (mhtt) and 
GAPDH, possibly affecting its activity, has 
been described [30, 31]. Based on these 
observations, we aimed to evaluate whether 
a sustained inhibition of the glycolytic 
pathway reduces the content of glutamate 
transporters and facilitates glutamate 
neurotoxicity in the striatum of R6/2 mice at 
10 weeks of age, a stage when no change in 
glutamate transporter levels is observed and 

animals are equally vulnerable to glutamate 
toxicity as wild-type littermates [13]. 
 

Experimental procedures 

Animal treatments 
All animals were handled according 

to the National Institute of Health Guide for 
the Care and Use of laboratory animals (NIH 
Publications N0. 80-23), and animal 
treatments were approved by the local 
Animal Care Committee. All efforts were 
made to minimize the number of animals 
used and their suffering. B6CBA female 
mice carrying ovaries of R6/2 transgenic 
females, and wild-type male animals were 
purchased from The Jackson Laboratory 
(Bar Harbor, ME, USA), and a colony was 
established at the vivarium of the Instituto 
de Fisiología Celular at the Universidad 
Nacional Autónoma de México. Mice were 
housed and kept under controlled 
temperature (20-22°C) with a regulated 12 h 
light/dark cycle. Genotyping was carried out 
in DNA samples obtained from ear tissue as 
previous described [13]. Ten weeks-old R6/2 
and wild-type female mice were used 
throughout the study. Animals were 
intraperitoneally injected with either 
iodoacetate (IOA, 15 mg/Kg, Sigma Aldrich, 
Toluca México) or vehicle solution 
(phosphate buffer 10 mM) during three 
consecutive days. A group of animals was 
used for the determination of GAPDH 
activity and Western blot assays (see below), 
and another one for the intrastriatal 
administration of glutamate. Two hours after 
the last injection of IOA or vehicle solution 
animals were anesthetized with 2-3% 
halothane in 95% O2/5% CO2 mixture and 
placed on a stereotaxic frame; an unimetrics 
needle was positioned in the right striatum 
(coordinates: AP +0.8 mm from bregma, L 
+2.2 from midline and V -3.2 from dura) 
according to the mouse brain atlas of 
Paxinos and Franklin [32]. A solution 
containing 500 nmol/0.5 µl of glutamate 



 
 

monosodium salt (Sigma Aldrich, Toluca 
México) pH 7.0 was injected at a rate of 
0.175 l/min with the aid of an injection 
pump (Harvard apparatus pump model 55, 
South Natik, MA, USA). Five min after the 
injection, the needle was gently withdrawn 
and the skull was sutured. Mice were 
allowed to recover from anesthesia and 
placed in individual cages with water and 
food ad libitum. 
 

Determination of GAPDH activity  
    GAPDH activity was determined as 
previous described [22]. Two hours after the 
third IOA or vehicle injection, brains were 
extracted and the striatum, the hippocampus 
and the cerebral cortex were dissected. 
While the right hemisphere was used for 
immunoblot assays (see below) the left 
hemisphere was homogenized in 1:10 
(wt/vol) Tris-HCl (0.1 M) pH 8.5, and 
GAPDH activity was monitored in 1 ml a 
solution containing (mM): 1.7 arsenic acid, 
20 sodium fluoride, 1 NAD+ and 5 KH2PO4. 
The reaction was initiated by the addition of 
glyceraldehyde-3-phosphate (1 mM final 
concentration). GAPDH activity was 
estimated by the amount of NADH produced 
during the first 30 sec, as monitored at 340 
nm in the spectrophotometer. The amount of 
NADH formed in mol was calculated using 
a molar extinction coefficient of 2.07. 
Protein content was determined by the 
Bradford´s method [33] and data are 
expressed as mol NADH/min/mg protein. 
 
Western blot analysis 

Immunoblot assays of glutamate 
transporters GLT-1 and GLAST were 
carried out as previous described [13]. Two 
hours after IOA treatment mice were 
sacrificed and the brains removed; the 
striatum and cerebral cortex of the right 
hemisphere were dissected and homogenized 
in 1:10 (wt/vol) extraction buffer containing 
Tris-HCl (25 mM) pH 7.5 and a cocktail of 

protease inhibitors containing EDTA (final 
concentration 2 mM; Roche, Mannheim, 
Germany). Samples were centrifuged at 
38,000 rpm at 4ºC during 35 minutes and 
pellets were resuspended in 180 l of the 
same buffer. Samples (5 g of protein) were 
electrophoresed at 70 V during 5 hours and 
then transferred to an immobilon-P 
membrane (Millipore, Bredford MA, USA) 
during 12 h at 4ºC. Membranes were 
incubated in medium containing 5% dry 
milk in Trizma-base buffer saline/Tween 20 
(TBS-T; Trizma Base 0.1 M pH 7.2, NaCl 
0.9%, Tween 20 0.1%) during 1 h. Later on, 
membranes were incubated with either 
GLAST or GLT-1 antibody (1:3,000 for 
each one; Chemicon, Millipore) for 12 h at 
4ºC. Membranes were washed (4 times/5 
min) in TBS-T and incubated with anti-
guinea-pig horseradish peroxidase-
conjugated antibody (1:10,000 Zymed, 
Invitogen, USA) for 1 h. Finally, membranes 
were washed with TBS-T (4 times/5 min) 
and incubated with chemiluminescence 
reagent (ECLTM Amersham Biosciences, 
Little Chalfont, UK) and exposed to X-ray 
film. Levels of immunoreactivity were 
quantified densitometrically with the aid of 
an image analyzer (ImageJ). Densitometry 
analysis was corrected relative to the actin 
content (1:3,000, Chemicon, Millipore) used 
as loading control. Data represent means ± 
SEM of 5-6 animals per each group.       

 
Histology and quantification of lesion 
volume 

Twenty-four hours after glutamate 
intrastriatal injection, mice were deeply 
anesthetized with sodium pentobarbital and 
transcardially perfused with 25 ml of 0.9% 
saline solution followed by 35 ml of 4% 
paraformaldehyde solution (in 0.1 mM 
phosphate buffer pH 7.3). Brains were 
removed and kept in the fixative solution at 
4°C. Striatal coronal sections of 40 m were 
obtained in a vibratome (Leica VT 1000s) 



 
 

for cresyl violet staining. The lesioned area 
(observed as a pale area containing pyknotic 
nuclei and loss of cell somata) was 
delineated manually in all brain sections and 
measured with the aid of an image analyzer 
(NIH Macintosh Image 1.6). Total lesion 
volume was obtained from the sum of all 
damaged areas multiplied by the width of 
the sections (40 m).  
 
Statistical analysis  

Data were analyzed through one-way 
ANOVA followed by a Fisher´s post-hoc 
multiple comparison test to determine the 
difference between groups. Significant 
differences between data were considered 
when p ≤ 0.05. Data from Western blots 
were analyzed considering the optical 
density values. 
 
Results 

 At 10 weeks of age animals received 
a daily intraperitoneal injection of IOA (15 
mg/kg) or vehicle for 3 days. Two hours 
after the last injection, GAPDH activity was 
evaluated in the striatum, cerebral cortex and 
hippocampus. According to the results, basal 
GAPDH activity was the same in wild-type 
and transgenic control animals in all the 
brain regions studied (Fig. 1). However, 
after IOA treatment GAPDH activity 
showed a larger decline in brains from 
transgenic mice as compared to wild-type 
(Fig. 1). In the striatum, GAPDH activity 
showed a 41.9 % and a 52.9% reduction in 
wild-type and R6/2 mice, respectively (Fig. 
1A). In the cerebral cortex GAPDH activity 
was inhibited in 23.9% in wild-type animals 
and 67.9% in transgenic mice, while in the 
hippocampus a reduction of 33.1% in 
GAPDH activity was observed in wild-type 
animals and 63.6% in R6/2 mice (Fig. 1 B-
C).  

Then, we evaluated the changes in 
GLT-1 and GLAST glutamate transporter 
levels after IOA treatment. Two hours after 

the treatment a reduction of 21.3% in GLT-1 
protein content was observed in wild type 
mice and a 26.1% in R6/2 animals (Fig. 2A). 
In the case of GLAST, levels were reduced 
37.3% in wild-type and 40.2% in transgenic 
mice (Fig. 2B). Similar changes were found 
in the cerebral cortex, GLT-1 protein content 
was decreased in 48.5% in wild-type and 
31% in R6/2 animals (Fig. 3A), while 
GLAST levels were reduced in about 50% in 
both groups of animals (Fig. 3B).  

Subsequently, we evaluated the 
vulnerability of the striatum to glutamate 
toxicity under conditions of glycolysis 
inhibition. Two hours after IOA or vehicle 
treatment, 500 nmol of glutamate was 
injected in the left striatum and the lesion 
volume was quantified twenty-four hours 
later. Glutamate-induced lesions in wild-
type and transgenic animals were 
statistically larger than saline-induced 
lesions (Fig. 4), as previously reported [13]. 
In both cases, IOA treatment exacerbated 
glutamate toxicity since lesions observed in 
IOA-treated animals were larger than those 
observed in the saline-treated group; 
nonetheless this effect was similar in wild-
type and R6/2 animals (Fig. 4B). 
Representative striatal coronal sections 
showing the lesioned area in transgenic and 
wild-type mice are depicted in figure 4A. 
The lesioned area is delineated by the 
dashed line. 
 

Discussion 

Failure in glutamate uptake during 
the progression of HD might be associated 
with excitotoxic damage to MSN in the 
striatum. Reduced glutamate transport has 
been observed in the frontal cortex of 
presymptomatic HD patients and at late 
stages of the disease, decreased levels of 
GLT-1 mRNA have been reported [6, 11]. In 
the R6/2 transgenic model, over-expression 
of GLT-1 delays the appearance of motor 
alterations and prolongs the lifespan of mice 



 
 

[12]. These observations suggest that failure 
in glutamate transport is associated with the 
presence of motor abnormalities and the 
striatal neuronal loss observed at late stages 
of the disease, in this transgenic model. We 
have previously observed that, as a 
consequence of disease progression, GLT-1 
and GLAST levels are decreased in R6/2 
mice at 14 weeks of age. At this stage, 
glutamate injection exerts a toxic action 
leading to cell death and seizures, while in 
wild-type animals glutamate elicits moderate 
toxicity [13]. These results suggested a 
strong correlation between a progressive 
decline in glutamate uptake and 
excitotoxicity in HD. The lack of changes in 
the content of glutamate transporters and an 
equal vulnerability to glutamate toxicity in 
wild-type and R6/2 mice at earlier stages of 
the disease (10 weeks of age), supports this 
suggestion [13]. To further study the role of 
glutamate uptake and excitotoxic damage in 
HD, in the present study we aimed to induce 
a decrease in glutamate transporters, through 
the inhibition of the glycolytic pathway in 
R6/2 mice at 10 weeks of age. According to 
previous studies in the rat, sustained 
inhibition of GAPDH with IOA leads to a 
reduction in the content of GLT-1 
transporter, decreased [3H]-D-aspartate 
uptake and a progressive increase in 
glutamate and aspartate extracellular levels 
[22]. In addition, IOA treatment enhances 
glutamate toxicity in the rat striatum and 
hippocampus [23, 24].  

In agreement with our previous 
observations, the present results suggest that 
down regulation of glutamate transporters in 
R6/2 mice, enhances the vulnerability of the 
striatum to excitotoxic damage. According 
to the results, IOA exerted a larger inhibition 
of GAPDH activity in transgenic (59.2%) 
relative to wild-type animals (41.9%) in the 
striatum. However, IOA treatment resulted 
in a similar reduction of GLT-1 (21-26%) 
and GLAST (37-40%) levels in wild-type 

and R6/2 mice, and exacerbated glutamate 
neurotoxicity to the same extent in both 
groups of animals. These observations 
suggest that at 10 weeks of age, transgenic 
animals show the same vulnerability to 
excitotoxic damage than wild-type 
littermates, and that the sensitivity of the 
glutamate transport system to the failure of 
the glycolitic pathway is the same in both 
groups of mice. Results also suggest that 
metabolic failure can precipitate excitotoxic 
damage in R6/2 animals. It is unknown 
whether the changes observed in glutamate 
transporters in R6/2 mice at 14 weeks of 
age, are the consequence of a progressive 
decline in energy metabolism, but defects in 
the glycolytic pathway have been described 
in HD patients, even at early stages [28]. On 
the other hand, in vitro studies have shown 
that mhtt is able to bind to GAPDH, and 
GAPDH aggregates have been observed in 
the brain of the R6/2 mouse both in the 
cytoplasm and the nucleus [30, 31, 34]. 
However, in postmortem tissue from HD 
patients Kish et al. reported only a discrete 
but significant reduction in GAPDH activity, 
while Browne et al. found no changes [35, 
36]. Another study reported no changes in 
enzyme activity during resting conditions in 
fibroblasts from HD patients, but under 
energy demanding conditions a lower 
activation of GAPDH was observed, as 
compared to that shown by fibroblasts from 
control individuals [37]. The present study 
shows no changes in basal GAPDH activity, 
but IOA treatment induced a larger 
inhibition of the enzyme in transgenic mice, 
particularly, in the cerebral cortex and the 
hippocampus. However, similar reductions 
in glutamate transporter levels were found 
after IOA treatment in transgenic and wild 
type animals, even in the cerebral cortex, 
suggesting that partial inhibition of GAPDH 
activity is sufficient to down regulate 
glutamate transporters and exacerbate 
glutamate toxicity. 



 
 

Previous studies have shown that at 
10 weeks of age R6/2 mice are not 
vulnerable to excitotoxic damage, and are 
even resistant to quinolinic and kainic acid 
neurotoxicity [38, 39]. In contrast, in the 
present study we show that mice are 
vulnerable to glutamate neurotoxicity both 
in normal conditions and under metabolic 
challenge. Since glutamate instead of kainate 
or quinolinic acid was used in the present 
study, results suggest an important role of 
AMPA receptors stimulation in glutamate 
neurotoxicity in R6/2 mice. In fact, a 
relationship between the onset of the disease 
and the editing of AMPA receptors subunits 
in HD patients has been described [40].  

Altogether, the present data support 
the role of glutamate transporters on the 
development of excitotoxic damage in HD, 
and indicate that this mechanism of neuronal 
death can be precipitated under metabolic 
stress. To our knowledge, this is the first 
report in a HD rodent model, showing that 
impaired energy metabolism can cause the 
alteration of glutamate neurotransmission 
rendering neurons more vulnerable to 
excitotoxicity. In addition to glutamate 
uptake failure, some others alterations such 
as increased oxidative damage, failure in 
calcium buffering and aggregation of mhtt, 
might converge and render MSN neurons 
more vulnerable to glutamate-mediated 
damage at late stages of the disease.  
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