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Resumen 

La exposición de forma crónica y simultánea a tóxicos en el medio ambiente es un factor inevitable 

y de preocupación económico-social, debido a que se les ha relacionado con la generación de 

cáncer y alteraciones neurológicas. Actualmente, los modelos experimentales se han centralizado 

en tóxicos como los herbicidas que afectan el transporte de electrones como atrazina, debido a que 

pueden alterar la producción de adenina trifosfato (ATP) y ocasionar alteraciones dopaminérgicas, 

así como la generación de las especies reactivas de oxígeno, modificando el entorno intracelular 

produciendo citotoxicidad, predisponiendo a la neurodegeneración. El objetivo del presente estudio 

fue determinar el efecto neurotóxico por la exposición crónica al herbicida ATR en los sistemas 

oxidantes/antioxidantes en los blancos dopaminérgicos, en el modelo de rata albina y su posible 

relación con la alteración en el comportamiento y la conducta motor. La evaluación crónica de 

atrazina en el modelo de rata dio como resultado una actividad locomotora espontánea alterada, en 

los últimos meses de tratamiento en el grupo tratado con 10 mg ATR/kg. Mientras que en la 

conducta motora no se observaron efectos del tratamiento con el herbicida atrazina en la 

coordinación motora, pero en el protocolo de barra de equilibrio y en el laberinto elevado en cruz 

se observaron efectos ansiolíticos en el grupo tratado con 10 mg ATR/kg en comparación con el 

grupos control. El ensayo de lipoperoxidación mostró una disminución en la formación de dienos 

conjugados en cerebelo y mesencéfalo, y la nula tasa de formación de sustancias reactivas al ácido 

tiobarbitúrico (TBARs) en las regiones analizadas. Concluyendo que las concentraciones de 1 ó 10 

mg ATR/kg no es un afactor que altere el estatus antioxidante y la conducta en rata. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Abstract 

The exposure of chronic and simultaneous to toxics in the environment is an inevitable, factor of 

social economic-concern. Currently the studies have focused on herbicides that effect the transport 

of electrons, such as atrazine, since they alter then production of ATP and increase the 

concentration of reactive oxygen species by modifying the intracellular environment generating 

cytotoxicity, which could predispose the generation of neurodegenerative, diseases affecting the 

antioxidant system. The objective of the present study was to determine the neurotoxicity effect by 

the chronic exposure to the herbicide ATR in the oxidant/antioxidant system in the white 

dopaminergic targets, in the model of the albino rat and it also effects to motorbike behavior. The 

atrazine chronic evaluation in the rat model resulted in impaired spontaneous locomotor activity in 

different months of treatment for those treated with 10 mg ATR. While in the motor behavior 

protocols they did not show effects on motor coordination, but shower anxiety effects in the 10 mg 

ATR group, unlike the 1 mg ATR group and the control group. These results indicate that the 

chronic exposure to ATR caused different changes in the white dopaminergic, which induce 

different effects on the behavior of the rat. The lipoperoxidation assay showed a decrease in the 

formation of conjugated dienes in cerebellum and mesencephalon, and the null ravni of formation 

of thiobarbituric acid reactive subtances (TBARs) in the regions analyzed. Concluding that the 

concentrations of 1 and 10 mg ATR/kg is not an agent that alters the antioxidant status in rat brain. 
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1. Introducción 

1.1 Alteraciones del sistema antioxidante por efecto de tóxicos ambientales 

La exposición crónica y simultánea a contaminantes ambientales como herbicidas, metales y 

tóxicos se les ha relacionado con la afectación del sistema antioxidante, así como de su posible 

papel en el desarrollo de enfermedades neurodegenerativas y cáncer. La alteración del sistema 

antioxidante (enzimático y no enzimático), la acumulación de hierro en la sustancia nigra en su 

parte compacta (SNpc), la alteración en la homeostasis de calcio, proteólisis alterada (Michel et 

al., 2016), así como proteínas mal plegadas (Riederer et al., 1989) conduce a la formación 

desregulada de especies reactivas de oxígeno (ERO), que al interactuar con los componentes 

celulares generan metabolitos activos, causando falla en la homeostasis celular y daño al ADN. El 

daño provocado aumenta con la edad, induciendo la activación o silenciamiento de genes que 

codifican para factores de transcripción, produciendo desregulación enzimática para proteínas con 

función antioxidante y estructural (Dalton et al., 1999). Durante la degeneración, disminuye la 

síntesis de ATP por fallas en la cadena de transporte de electrones en la membrana mitocondrial 

(complejo II), alterando la actividad sináptica al aumentar los niveles de ERO (Singh et al., 2017), 

así como en el ciclo de Krebs (Rustin & Rötig 2002) y la función autofagosómica y el pH lisosomal 

(Filomeni et al., 2015), contribuyendo a producir inflamación (Dexter & Jenner 2013) y 

neurodegeneración (Singh et al., 2017), por medio de activar vías proapoptóticas y de muerte 

celular (Michel et al. 2016), con la consecuente manifestación de alteraciones cognitivas y 

conductuales (Langston 2006). 

Con el fin de describir los aspectos del proceso de la neurodegeneración, por efecto de la exposición 

a contaminantes ambientales, se han desarrollado diferentes modelos experimentales. Entre los 

modelos con mayor éxito en reproducir los aspectos neurodegenerativos están algunos herbicidas, 

debido a que estos afectan el transporte de electrones en el complejo 1 de la mitocondria, 

ocasionando degeneración dopaminérgica nigroestriatal altamente selectiva (Singh et al., 2017), 

así como proteólisis (Dexter & Jenner 2013), inflamación central y periférica (Hernández-Romero 

et al., 2012), debido a que provocan un desequilibrio en la formación de radicales libres en la 

mitocondria, manifestándose conductualmente con hipocinesia, temblor, inestabilidad postural y 

rigidez por la disminución en los niveles de dopamina (DA) y la muerte de células dopaminérgicas 

(Singh et al., 2017). Un modelo usualmente utilizado para estudiar la neurodegeneración 

nigroestriatal es el herbicida rotenona, que en la rata provoca alteraciones neuroquímicas, 

https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0891584913000282#!
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0891584913000282#!
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0891584913000282#!
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0891584913000282#!


conductuales y neuropatológicas que pueden asociarse con el fenotipo de la enfermedad de 

Parkinson (EP) (Betarbet et al., 2000). Existen otros agentes productores de estrés oxidativo e 

insuficiencia energética por inhibición del complejo 1 de la cadena de transportadores de electrones 

mitocondrial, como es el caso de la toxina 1-metil-4-fenil-1,2,3,6-tetrahidropiridina (MPTP) y el 

herbicida 1,1'-dimetil-4,4'-bipiridilo (paraquat) que son usados para el desarrollo de modelos de 

neurodegeneración dopaminérgica (Singh et al., 2017).  

Estudios recientes se han centralizado en el herbicida atrazina (ATR), debido a que este herbicida 

inhibe el transporte de electrones en los cloroplastos en plantas y a su amplio espectro de uso. 

Resultados en modelos con roedores han demostrado que el herbicida ATR causa neurotoxicidad 

dopaminérgica, que se manifiesta con la disminución en los niveles de DA en estriado (Coban y 

Filipov 2008; Bardullas et al., 2011, 2013; Rodríguez et al., 2013), con deficiencias en tareas de 

aprendizaje e hiperactividad locomotriz en ratas cuando fueron expuestas de forma crónica (un año 

de tratamiento) a 10 mg ATR/kg (Bardullas et al., 2011), y diminución en el número de células 

positivas a tirosina hidroxilasa (TH+) en la sustancia nigra pars compacta (SNpc) (Coban y Filipov 

2008; Bardullas et al., 2013). Mientras que la exposición repetida al herbicida ATR (6 inyecciones) 

indujo hipoactividad y una reducción de los niveles de DA y sus metabolitos ácido 

dihidroxifenilacético (DOPAC) y ácido homovanílico (HVA), sin producir alteraciones en la 

expresión estriatal de los mRNA para superóxido dismutasa dependiente de manganeso (Mn-SOD) 

y tiorredoxina-1 (Trx-1), por el contrario, en el núcleo accumbens solo se reportó una baja 

regulación de mRNA para Trx-1 (Rodríguez et al., 2013). Por otro lado, en el mesencéfalo ventral 

se reportó una regulación a la baja del mRNA para TH+ y transportador de dopamina (DAT), y un 

aumento de la expresión de transportador vesicular de monoaminas de tipo 2 (VMAT-2). 

Actualmente se desconoce cómo la ATR afecta los sistemas antioxidantes en los blancos 

dopaminérgicos del cerebro de rata cuando se les expone de forma crónica por un año a ATR, así 

como de su posible afectación en los blancos dopaminérgicos que regulan la actividad motora y 

cognitiva. Por tal motivo, se decidió realizar el presente estudio con el fin de conocer la afectación 

de los sistemas antioxidantes en los blancos dopaminérgicos en el modelo de rata albina (Sprague-

Dawley). 

 

 

 



2. Antecedentes 

2.1 Atrazina 

La atrazina (ATR; 6-cloro-N-etil-N-isopropil-1,3,5-triazina-2,4-diamina) es un herbicida de tipo 

organoclorado, selectivo, sistémico y residual de uso pre y post emergencia, perteneciente a la 

familia de las cloro-s-triazinas. La ATR normalmente es aplicada en cultivos de maíz, sorgo y caña 

de azúcar para el control de malezas y gramíneas inhibiendo su crecimiento (Rong et al., 2013). La 

ATR es absorbida por medio de las raíces y las hojas inhibiendo el proceso de fotosíntesis, 

bloqueando el transporte de protones en el fotosistema 2 de la clorofila en las membranas de 

tilacoidales en los cloroplastos, aumentando la generación de radicales libres y la disminución en 

la producción de ATP. La ATR al competir selectivamente por el complejo II de unión a la 

plastoquinona (PQ) en la proteína D1 (gen psbA en plantas) en el fotosistema 2 (Hess 2000), 

aumenta el estrés oxidativo (aumento de los niveles oxígeno singulete 1O2) provocando la muerte 

celular (Macpherson et al., 1993; Gotardo et al., 2006). Lo que plantea la hipótesis, dado que los 

complejos 1 y 3 de la cadena de transferencia de electrones mitocondrial poseen sitios bioquímicos 

similares en la estructura de unión a PQ en plantas. Se especula que ATR podría unirse a los 

complejos mitocondriales 1, II y III dando como resultado, la supresión de la fosforilización 

oxidativa mitocondrial y la síntesis de ATP alterando el medio intracelular (Cheney et al., 1997) 

activando vías proapoptóticas y de muerte celular (Michel et al. 2016). 

Debido a su uso general y consistente en una variedad de cultivos, ATR puede tener una alta 

persistencia en suelos y subsuelos de hasta un año en condiciones de humedad, lo que le confiere 

un elevado potencial de contaminar los mantos acuíferos por efecto de la erosión y la lixiviación 

(Song et al., 2009), así como de encontrarse en alimentos y agua de personal expuesto y no expuesto 

a herbicidas (Curwin et al., 2005; Gammon et al., 2005). Estudios epidemiológicos han relacionado 

la exposición a ATR con efectos adversos en humanos (Catenacci et al., 1993) y en organismos no 

blanco (Gammon et al., 2005), lo que ha motivado el desarrollo de investigaciones en modelos 

animales para determinar cómo se producen las alteraciones metabólicas, fisiológicas y de 

comportamiento (Simpkins et al., 2011). 

 

2.1.1 Propiedades fisicoquímicas de atrazina 

La atrazina es un compuesto orgánico que consiste en un anillo aromático heterocíclico y dos restos 

alquilo, perteneciente a los herbicidas triazínicos organoclorados (Hansen et al., 2013). La ATR se 



presenta en forma de polvo blanco, cristalino e inodoro, tiene una fórmula molecular de C8 H14 Cl 

N5 y un peso molecular de 215.68 g/mol, con una densidad de 1.87 g/cm3 a 20 °C y una solubilidad 

en agua de 33 mg/L a 25.7 °C (Fan y Alexeeff 1999). La ATR puede ser estable en un medio neutro 

(pH es de 6 - 8 a 24 °C), aunque se puede hidrolizar en medios ácidos a temperaturas mayores de 

60 °C, por lo que puede ser ligeramente ácida o básica dependiendo del medio en que se disuelva 

(Fan & Alexeeff 1999; Gammon et al., 2005). Por lo que ATR se puede comportar como una base 

débil que se protona a un pH ≦ 4, favoreciendo la absorción en sustancias iónicas, y ser alterada 

por la composición del suelo (Ahmad & Rahman 2009). 

La baja solubilidad de ATR en agua le confiere una baja movilidad en sólidos y una volatilidad por 

presión en vapor menor de 3 x 10-7 mm Hg a 20 °C, lo que le permite una alta persistencia en el 

suelo con una vida media de 100 días, y una vida media de degradación bacteriana de 12 días 

(Gammon et al., 2005). Normalmente la ATR se degrada por hidrólisis en suelos a una temperatura 

de 55.7 °C (Orme & Kegley 2004). Por lo que ATR y sus metabolitos son considerados químicos 

potencialmente tóxicos en mantos acuíferos y el suelo, en zonas donde se les utiliza para el control 

y tratamiento de maleza en cultivos de maíz y trigo (Fan & Alexeeff 1999).  

 

2.1.2 Toxicocinética 

El herbicida ATR tiene amplio espectro de uso, lo que le permite una alta permanencia en zonas 

de cultivo de hasta un año. En el suelo, la fotólisis y la acción microbiana degradan el ATR en el 

medio ambiente produciendo metabolitos más móviles y reactivos que la propia molécula de ATR, 

esto se debe a que no pueden romper o deshalogenar el anillo s-atrazina (Mulbry 1994). Como es 

el caso de las bacterias Rhodococcus sp (Behki et al., 1993) y Pseudomona sp (De Souza et al., 

1995) que degradan la ATR por medio de la actividad de citocromo P450 (N-desalquilación) en 

dietilatrazina, deisopropilatrazina e hidroxiatrazina contaminando los mantos acuíferos (De Souza 

et al., 1995), alterando procesos fisiológicos en organismos no blancos como anfibios y peces 

(Khan et al., 1979). Desde 1991, en los EE. UU. se implementó la regulación del uso de ATR en 

los cultivos, debido a que se le relacionó con efectos perjudiciales en el ser humano y organismos 

no blanco (Gammon et al., 2005). Implementando un límite permisible de detección en agua para 

consumo humano de 2 µg/L (Shipitalo & Owens 2003). Mientras que, para el caso de la Unión 

Europa la concentración permitida en el suelo para ATR es de 0.1 µg/kg, y en el agua de 0.1 µg/L 



para compuestos únicos del plaguicida, y de 0.5 µg/L para mezclas de herbicidas (suelo y agua) 

(Vonberg et al., 2014). 

Al ingerirse y absorberse la ATR por el tracto gastrointestinal, sus metabolitos se excretan por 

medio de la orina y las heces fecales, mientras que en sangre la ATR tiene una vida media de 24 a 

48 h a una exposición de 0.1 mg/kg (Abarikwu et al., 2012). De acuerdo con estudios, donde se 

administró de forma crónica ATR en ratas de la cepa Wistar, se observó que el 20 % de la dosis 

administrada de ATR se excretó a través de las heces fecales dentro de las 72 h posteriores a la 

ingesta, y el 80 % restante permaneció en sangre, por lo que el 65 % se elimina a través de la orina 

y el 15 % puede detectarse en cerebro, hígado, riñones y pulmón (Campos-Pereira et al., 2012). 

Mientras que, por contacto su sintomatología es irritación ocular y cutánea, por ingesta provoca 

diarrea, vómitos, espasmos musculares, dificultad respiratoria, así como daño en el riñón, hígado, 

corazón y cerebro produciendo alteraciones fisiológicas (Khan et al., 1979). 

Tras su administración oral de ATR (30 mg ATR/kg) en ratas (cepa Fisher), se metaboliza mediante 

la oxidación del citocromo P450 a metabolitos clorados desalquilados, los cuales pueden sufrir una 

segunda conjugación con glutatión (GSH) para formar conjugados no clorados por N-

desalquilación, eliminando un grupo alquilo formando 2-cloro-4,6-diamino-s-triazina (DACT), un 

compuesto más solubles que se metaboliza y se elimina mayoritariamente a través de la orina y las 

heces dentro de las primeras 48 horas tras su ingesta (Timchalk et al., 1999).  

En un estudio donde se examinó la distribución de ATR en la madre lactante y el neonato, se 

encontró que después de una exposición aguda (tres días) de 2 - 4 mg ATR/kg vía nasogástrica, y 

después del periodo de lactancia (2.5 horas), los resultados mostraron que ATR se transfería en un 

0.007 % de la dosis al estómago y 0.002 % al cerebro de las crías después del periodo de lactancia. 

Por otro lado, en la madre se encontró que la ATR se distribuía en hígado y riñón cuando se les 

administraba las concentraciones mayores de ATR (2 y 4 mg ATR/kg), mientras que el 0.003 % 

de la dosis se encontró en hipotálamo, caudado y corteza cerebral (Stoker & Cooper 2007).  

En protocolos donde utilizaron ratones de la cepa C57BL/6 que fueron expuestos a diferentes 

concentraciones de ATR (5, 25, 125 o 250 mg ATR/kg), encontraron que el principal metabolito 

encontrado en cerebro fue DACT (Lin et al., 2011). Cuyos niveles disminuyeron lentamente en 

paralelo a la cinética del DACT en plasma, lo que sugiere que ATR se distribuye y metaboliza 

ampliamente a niveles elevados cuando se excreta por medio de orina, encontrándose en altas 



concentraciones en orina, plasma, hígado y cerebro después de un lapso de 2 horas de la ingesta de 

ATR (Ross et al., 2009) (Figura 1).  

 

Figura 1. Biotransformación de ATR en estudios in vitro. La ATR es metabolizada por citocromo P450 y en menor 

grado por glutatión transferasa (GST). Donde los principales metabolitos derivados de la acción de P450 son N-

desalquilados a desetilatrazina (DE), desisopropil-atrazina (DIP) y didealquil-atrazina (DACT) siendo el principal 

metabolito detectado en rata, ratón y humano cuando estuvieron expuestos de forma crónica a ATR (Ross et al., 2009). 

 

Actualmente se desconoce cómo es que la ATR interacciona con los órganos diana, pero estudios 

en rata (Sprague-Dawley) que fueron expuestos a diferentes concentraciones de ATR (0, 10, 30, 

100 o 300 mg ATR/kg/día) por tres días, observaron que ATR formaba aductos covalentes con la 

hemoglobina, al reaccionar con sitios nucleofílicos en proteínas y lípidos modificando su 

solubilidad produciendo cambios en los grupos sulfhidrilo de proteínas en los aminoácidos cisteína, 

lisina, arginina y metionina lo que facilita su incorporación y permanencia en el organismo, 

permitiéndole atravesar la barrera placentaria y la barrera hematoencefálica (Dooley et al., 2006). 

En estudios de espectrometría de masas, han demostrado que tanto ATR y su metabolito DACT 

son capaces de formar aductos covalentes con macromoléculas celulares, interaccionando con 

residuos de cisteína en proteínas membranales de células en roedores y posiblemente con la 

albúmina en humanos (McMullin et al., 2003), inhibiendo la señalización por calcio en la hormona 

luteinizante (LH), al formar aductos en proteínas involucradas en la regulación de calcio, 

inhibiendo la función hormonal de la hormona liberadora de gonadotropina (GnRH) y la liberación 

de la hormona luteinizante (LH) en la línea celular adenohipofisarias β (LβT2) a una concentración 

de 300 µM durante 24 horas (Dooley et al., 2013). Con el propósito de conocer los aspectos que 



relacionan a los xenobióticos y la relación en la aparición de enfermedades neurodegenerativas, se 

han desarrollado modelos experimentales para determinar cómo se produce la afectación en el 

sistema nervioso central (SNC). 

 

2.1.2.1 Mecanismo de desintoxicación de xenobióticos en el sistema nervioso central  

El proceso de desintoxicación se encarga de metabolizar drogas, neurotoxinas, así como 

componentes endógenos y exógenos que actúan sobre el SNC (Ferguson y Tyndale 2011). Los 

mecanismos de desintoxicación en el SNC se producen de forma conjunta entre la familia de las 

enzimas citocromo P450 produciendo N-desalquilación y el GSH que es catalizada por la glutatión 

transferasa (GST) (Gotardo et al., 2006). El proceso se da a través del desplazamiento del enlace 

carbono-cloro y su posterior formación de un conjugado de atrazina-GSH (dipéptidos y conjugados 

de ATR-Cisteína) permitiendo la desintoxicación (Rong et al., 2013).  

Durante el metabolismo de xenobióticos por citocromo P450 y GST, las defensas antioxidantes 

enzimáticas (SOD-Mn y GPx-1) pueden reducir su actividad y ocupar sustratos endógenos que los 

convierten en metabolitos neuronales activos, induciendo la predisposición a la neurotoxicidad por 

el desequilibrio entre agentes formadores de ERO (Dutheil et al., 2008). O bien, por la inhibición 

del citocromo P450 (isoforma CYP2E1) por acción de xenobióticos, ya que puede generar una 

nueva ruta metabólica de DA, aumentando los niveles de DA extracelular en la sustancia nigra en 

rata, afectando la neurotransmisión dopaminérgica en el estriado como se observa en enfermedades 

neurodegenerativas (Nissbrandt et al., 2001).   

 

2.1.3 Efectos tóxicos por exposición a atrazina  

La exposición ambiental u ocupacional a contaminantes ambientales puede acarrear diferentes 

efectos y perturbaciones celulares como; alteraciones inmunológicas, metabólicas y conductuales 

(Khan et al., 1979), tanto en modelos animales como en el humano (Carpenter et al., 1998).  

 

2.1.3.1 Efectos de la exposición a ATR en humanos 

Se estima que las poblaciones que utilizan aguas subterráneas como su fuente principal de agua 

potable, pueden estar expuestas a una concentración de 1 μg ATR/L (Abarikwu et al., 2012). En 

Indiana EE. UU. las mujeres que consumieron agua contaminada con ATR mostraron niveles 

cuantificables de ATR (> 1 µg ATR/L) y mercapturato de ATR en la orina (> 0.2 µg ATR/L), lo 



que se asoció con la restricción del crecimiento fetal y el tamaño de la circunferencia de la cabeza 

del bebe (Chevrier et al., 2011), así como de parto prematuro (Ochoa-Acuña et al., 2009). Por otro 

lado, un estudio reveló que la exposición combinada de ATR y a otros herbicidas de jardín como 

glifosato, tiocarbamatos, carbaril e insecticidas tuvieron una correlación positiva con la generación 

de aborto prematuro (Savitz et al., 1997). La ATR también se ha relacionado con el desarrollo de 

cáncer en riñón, cerebro (Mcelvoy et al., 2006) y de mama en mujeres (20 a 79 años) que estuvieron 

expuestas de 1 a 2.9 mg ATR/kg en áreas rurales de Wisconsin (Bassil et al., 2007). Estudios 

epidemiológicos donde se incluyó a trabajadores agrícolas del estado de Iowa en los EE. UU. se 

observó que después de su día laboral presentaban compuestos de acetato de etilo, trazas y 

mercapturato, así como un pH ácido (pH = 2) en su orina como efecto de la exposición a ATR 

(Mendaš et al., 2012). Entre tanto, obreros de una planta procesadora de ATR, mostraron una 

excreción diferencial de ATR (10 a 700 µmol) y de sus metabolitos como ATR-desalquilada (80 

%), ATR-desisopropilada (10 %) y ATR-desetilada (8 %) a través de la orina en un lapso de 24 

horas (Catenacci et al., 1993).  

 

2.1.3.2 Efectos de la exposición a ATR in vitro 

Estudios epidemiológicos han señalado que la ATR puede generar efectos adversos a la salud, sin 

embargo, el mecanismo celular es desconocido. Con el fin de esclarecer el mecanismo de acción 

de ATR y su efecto celular, se han realizado estudios in vitro para determinar su posible efecto en 

el organismo. En un estudio donde se utilizó células de neuroblastoma humano (línea celular SH-

SY5Y) y que fueron expuestas a concentraciones mayores de 50 µg ATR/mL en un rango de tiempo 

de 24 a 48 horas, los resultados mostraron una disminución en la viabilidad celular e inducir la 

presencia de características fenotípicas apoptóticas, con un aumento de la expresión de marcadores 

asociados a la apoptosis como Bax, p53 y p21, así como el aumento en la formación de ERO 

conforme aumentaba la concentración de ATR (Abarikwu & Farombi 2015). Al observar los 

cambios en la expresión de los marcadores apoptóticos, se llevó a cabo una indagación de como la 

ATR produciría daño en el ADN. En células epiteliales de mamas humanas (MCF-10A) cuando se 

expusieron a concentraciones que variaron de 0.1 a 10 μg ATR/mL, la ATR aumentó la expresión 

del receptor de muerte celular TNRF1 (receptor 1 del factor de necrosis tumoral) y la Rad17 

(proteína RAD17 es el punto de control del ciclo celular en células humanas) fosforilada (ser 635), 



sugiriendo que la ATR induciría roturas de la doble cadena de ADN predisponiendo a las células 

al desarrollo de cáncer (Huang et al., 2015).  

En diferentes estudios se ha reportado que la ATR tiene el potencial de afectar el sistema 

dopaminérgico (Coban & Filipov 2007; Bardullas et al., 2011; Bardullas et al., 2013; Rodríguez et 

al., 2013) lo que ha motivado a realizar estudios in vivo para revelar la consecuencia de la 

exposición a ATR en neuronas dopaminérgicas a nivel celular. Un ejemplo de esto se observó en 

la exposición a ATR en un cultivo celular en células tirosina hidroxilasa positivas (TH+) de 

mesencéfalo o N27, que demostró una disminución de la viabilidad celular en células diferenciadas 

y no diferenciadas, cuando estuvieron en exposición a una concentración de 300 µM de ATR y de 

su metabolito DACT (300 µM) por un lapso de 48 horas. También se observó una disminución de 

la capacidad mitocondrial en producir ATP, y un tamaño disminuido en el soma, lo que demostró 

el efecto citotóxico en el cultivo celular y la susceptibilidad en producir apoptosis mientras aumenta 

el tiempo de exposición a ATR (Lin et al., 2013). Las modificaciones en la síntesis y los niveles de 

DA, se observaron en explantes de estriado de rata cuando estuvieron expuestas a 100 µM ATR, 

con la diferencia en que no se produjo efecto en la actividad de TH+, pero se observó un aumento 

en los niveles de los metabolitos DOPAC y HVA en relación con los niveles de DA (Filipov et al., 

2007). Hay que tener en cuenta que la ATR no se puede degradar por completo, el análisis de 

estudios anteriores han revelado que la ATR es una molécula que presenta grupos Cl- e OH- unidos 

al anillo de triazina, lo que le confiere una alta persistencia en el organismo, tal y como se observó 

en una preparación in vitro, donde se evaluó la degradación por hidrolisis y N-desalquilación de 

una mezcla de atrazina/simazina en homogenados de una fracción soluble de hígado de oveja y 

cerdo (Khan et al., 1979). 

 

2.1.3.3 Efectos de la exposición a ATR en aves 

La bioacumulación y la persistencia ambiental de ATR plantea un peligro para el ecosistema, las 

aves al ser sensibles a la contaminación ambiental pueden ser considerados como un bioindicador 

del estado ecológico por efecto del a exposición a tóxicos ambientales. Lo que ha motivado a 

realizar estudios para determinar las alteraciones y los mecanismos tóxicos en modelos animales 

como las codornices. La exposición a 250 mg ATR/kg puede regular positivamente el nivel de 

actividad de la citocromo P450 en ovarios de codornices (Coturnix coturnix) hembras, 

predisponiendo a los órganos reproductivos al daño por la acumulación de ATR en el tejido 



ovárico, afectando la síntesis de hormonas esteroideas produciendo infertilidad (Qin et al., 2015). 

También puede evitar el desarrollo ovárico y del oviducto, como efecto del ajuste hormonal, 

regulando el factor esteroidogénico interrumpiendo el eje hipotálamo-hipófisis-ovario, sin inducir 

efecto sobre la mortalidad ni en su peso corporal. Por otro lado, la ATR ocasionó un aumento de 

la expresión de factores apoptóticos y disfunción mitocondrial en codornices machos cuando se les 

administró ATR (0, 50, 250 o 500 mg ATR/kg) vía oral por 45 días, así como un aumento del estrés 

oxidativo y la disminución de las defensas antioxidantes (enzimático-no enzimático) cuando 

estuvieron expuestas a concentraciones letales de ATR (500 mg ATR/kg), bloqueando la respuesta 

de defensa mediada por el factor nuclear derivado de eritrocitos 2 (Nrf2), derivando en cambios 

estructurales-funcionales en el hígado (Zhang et al., 2017). En otro estudio, donde se utilizó la 

misma metodología y tratamiento de ATR, se observó una respuesta alterada en la homeostasis de 

la actividad de citocromo P450, así como de su expresión en el cerebelo, permitiendo la 

acumulación de ATR en el organismo generando neurotoxicidad en el cerebelo, modificando la 

ejecución motora. En el estudio también se observaron efectos al alza en la expresión de factores 

de transcripción activados por ligando, siendo el responsable de la transcripción de genes 

relacionados con la respuesta a xenobióticos como receptores nucleares a xenobióticos 

(NXR)/receptor constitutivo de androstano (CAR), lo que aumentó la respuesta tóxica producida 

por ATR en el cerebelo (Xia et al., 2017).  

 

2.1.3.4 Efectos de la exposición a ATR en peces y anfibios 

Debido a su persistencia en el suelo y de su probabilidad a contaminar los mantos acuíferos, la 

ATR es considerada un factor ecotóxico, con la cualidad de inducir defectos en organismos 

acuáticos como peces y anfibios. La exposición a ATR (10 o 20 mg ATR/kg) en etapas tempranas 

del desarrollo, puede ser una condicionante en el efecto teratogénico en peces cebra (Danio 

rerio), produciendo defectos fisiológicos y sistémicos en las primeras 48 horas de desarrollo, 

como retardos en la organogénesis, una desaceleración en sus movimientos y trastornos 

funcionales en el corazón. La ATR también puede inducir una baja actividad en la glutatión-s-

transferasa (GST), lo que indicaría que el sistema de desintoxicación se ve afectado, dando lugar 

a anomalías morfológicas en el pez (Wiegand et al., 2001). En otro estudio, con diferentes 

concentraciones de ATR (0, 0.3, 3 o 30 µg ATR/kg) y el mismo modelo animal, se observaron 

alteraciones en los niveles de serotonina (5-HT) y su metabolito ácido 5-hidroxiindolacético (5-



HIAA) en peces hembras, cuando se mantuvieron en su etapa de embriogénesis (3 µg ATR/kg por 

3 días), así como alteración en los niveles de expresión para los mRNA para genes implicados en 

la síntesis, transporte y metabolismo de 5-HT (VMAT y sus receptores a serotonina como HTR2C 

y HTR1A), alterando la función neuroendocrina y el ciclo celular, contribuyendo a modificar las 

funciones neurológicas en la etapa adulta del pez (Wirbisky et al., 2015). ATR también puede 

inducir la secreción de mucosidad en las branquias alterando su respiración, generando 

movimientos letárgicos y descoordinados, así como la reducción en la pigmentación corporal. Al 

aumentar el tiempo de exposición (15 días) a concentraciones letales de ATR (4.24, 5.3 ó 10.6 mg 

ATR/L), produce cambios en la actividad de desintoxicación, generan estrés oxidativo en el hígado, 

con aumento de la actividad de la enzima superóxido dismutasa (SOD), catalasa (CAT) y glutatión 

reductasa (GR) aumentando la mortalidad en peces (Channa Punctatus) (Ddidigwu et al., 2010). 

Otro de los organismos que presentan efectos fisiológicos y reproductivos por exposiciones a 

ATR son los anfibios. Uno de los modelos utilizados para determinar el efecto de ATR, son las 

ranas de la especie Xenopus laevis, que a concentraciones de 0.1–1 µg ATR/L presentan 

desmasculinización con cambios morfológicos gonadales y reducción en los niveles de testosterona 

(Gammon et al., 2005). Mientras que en ranas leopardo macho (Rana pipiens) expuestas a 

diferentes concentraciones de ATR (0.1 o 25 ppm) en transectos agrícolas entre los estados de Utah 

a Iowa en los EE. UU. ATR les indujo anormalidades con retraso en el desarrollo y la generación 

de hermafroditismo, como resultado de la alteración de la enzima aromatasa, causando efectos en 

la síntesis y secreción de estrógenos en los machos, inhibiendo la espermatogénesis como resultado 

posible del agotamiento de andrógenos, por lo que ATR es considerada una amenaza para la 

población de anfibios en los ecosistemas en los EE. UU (Hayes et al., 2002).  

 

2.1.3.5 Efectos de la exposición a ATR en roedores 

Los estudios epidemiológicos han demostrado el vínculo entre la exposición a ATR y los resultados 

adversos para la salud humana, aunque estos no son concluyentes y es debido a que la exposición 

a ATR no se ha cuantificado con precisión. Por tal motivo se han realizado diferentes estudios en 

roedores de laboratorio con el fin de esclarecer su mecanismo de acción. 

ATR puede provocar alteraciones en roedores, como se pudo observar en ratones C57BL/6 cuando 

se exponen oralmente a dosis única de ATR (5 - 250 mg ATR/kg), reportando que su principal 

metabolito encontrado después de su dosificación fue DACT en orina, plasma y tejido, aunque los 



niveles de DACT disminuyeron después de 2 horas de la dosificación. Por otro lado, los niveles 

cerebrales de ATR (1.5 µM) se mantuvieron hasta las 72 horas después de la dosificación, a medida 

que aumenta la concentración (Ross et al., 2009). Por otra parte, cuando se administra ATR por un 

lapso de 21 días en ratones Balb/c a diferentes concentraciones de ATR (100 - 400 mg/kg), produce 

inmunotoxicidad con afectación en la homeostasis del calcio, 24 horas después de su 

administración, en conjunto con la generación de ERO en el bazo de ratones causando agotamiento 

de GSH en suero, desencadenando cambios en la transcripción en el ADN (Gao et al., 2016). Los 

resultados de las investigaciones en ratas Wistar, reportan cambios en las concentraciones de la 

hormona adrenocorticotrópica (ACTH) 15 minutos después de la exposición, encontrando como 

metabolito principal el DACT, aunque DACT no tuvo efectos sobre ACTH y en la liberación de 

esteroides, esto cuando estuvieron expuestas a ATR una dosis de 0.5 a 200 mg ATR/kg de peso 

(Laws y Hotchkiss 2009). Mientras que en ratas Sprague-Dawley, cuando se les administró una 

inyección de ATR (100 mg ATR/kg), no causó alteraciones en los niveles tisulares del aminoácido 

ácido γ-aminobutírico (GABA) y L-glutamato, mientras que el marcador de actividad neuronal c-

Fos aumentó su expresión en el tálamo, la amígdala, el núcleo accumbens y la sustancia nigra,  lo 

que estuvo conductualmente asociado a hipoactividad locomotora durante 90 minutos de su 

administración (Rodríguez et al., 2017). 

La ATR tiene la cualidad de afectar el sistema reproductivo en ratas Long-Evans y Sprague-

Dawley, cuando se les expone por 21 días a concentraciones de 75, 150 ó 300 mg ATR/kg, se 

observó interrumpido el ciclo estral (Cooper et al., 1996). La ATR puede causar un inicio tardío de 

la pubertad en ratas hembras Sprague-Dawley cuando se les administra 30 ó 100 mg ATR/kg por 

25 días (Ashby et al., 2002), o alterar los niveles de la hormona luteinizante y el nivel sérico de 

prolactina (Cooper et al., 2000). Por otro lado, en ratas Sprague-Dawley de ocho semanas de edad 

expuestas a 30 ó 300 µg ATR/kg en el agua debida por un lapso de 5 meses, ocasionó obesidad y 

resistencia a la insulina, bloqueando la actividad de los complejos de fosforilización oxidativa 1 y 

3, disminuyendo los niveles de ATP y el consumo de oxígeno. Mientras que en el hígado y el 

músculo esquelético se observaron mitocondrias hinchadas con crestas parcialmente alteradas, así 

como una disminución de la tasa metabólica y aumento del peso corporal (Lim et al., 2009). La 

ATR también puede modificar las defensas antioxidantes en ratas, como se pudo observar en un 

estudio donde se evaluó una dosis de ATR (120 mg ATR/kg) en co-tratamiento con selenio (0.25 

mg/kg) en ratas macho de la cepa Wistar (118 g de peso corporal). El tratamiento produjo inhibición 



de la actividad de la GST y un aumento de la formación de malondealdehído (MDA) en hígado, 

testículos y el epidídimo. La dosis de ATR disminuyó la actividad de SOD en hígado y testículo, 

pero aumentó su actividad en epidídimo. Mientras que los niveles de glutatión hepático y de lactato 

deshidrogenasa aumentaron, y la actividad enzimática para la enzima catalasa aumentó en 

epidídimo, disminuyendo la actividad del glutatión peroxidasa (GPx-1) en el hígado (Adesiyan et 

al., 2011).  

 

2.1.3.5.1 Efectos de la exposición a ATR en los sistemas dopaminérgicos de roedores 

La exposición a herbicidas que afectan el transporte de electrones en la mitocondria se les ha 

relacionado con la etiología de la enfermedad de Parkinson, como estaría actuando ATR. Esto ha 

motivado a realizar investigaciones con el fin de esclarecer el mecanismo de acción de ATR en el 

sistema dopaminérgico en roedores. Resultados previos de varios autores (Coban & Filipov 2007; 

Bardullas et al., 2011; Bardullas et al., 2013; Rodríguez et al., 2013) han demostrado que la 

exposición a ATR produce alteraciones en la fisiología de los sistemas dopaminérgicos, con 

afectación en la actividad locomotora y en procesos cognitivos. 

La exposición a sustancias tóxicas durante la etapa gestacional puede atraer una variedad de efectos 

adversos en organismos en desarrollo, al evaluar los efectos de ATR (0, 25 ó 50 mg ATR/kg, vía 

oral) en la descendencia de ratas preñadas Sprague-Dawley durante la etapa de gestación al día 

postnatal 1. Los resultados mostraron una disminución de los niveles de DA en estriado en las 

hembras preñadas cuando fueron tratadas con 50 mg ATR/kg, también se observó que la madre 

podría transferir la ATR a los fetos vía barrera placentaria, observando niveles bajos de DA en los 

sistemas dopaminérgicos de las crías. Al mismo tiempo, se pudo observar una disminución en la 

expresión de mARN para Nurr1 (gen esencial para el mantenimiento del sistema dopaminérgico 

en el mesencéfalo), DAT, VMAT-2, mostrando un efecto transitorio en la descendencia, 

predisponiéndolos a la generación de enfermedades neurodegenerativas como el Parkinson (Li et 

al., 2014). ATR produjo una disminución en los niveles tisulares de DA estriatal, así como en la 

captación de DA en las vesículas sinápticas en ratas Sprague-Dawley. Mientras que sus metabolitos 

formados por acción de la citocromo P450 y GSH, dietilatrazina (DE) y diisopropilatrazina (DIP) 

pero no DACT, inhibieron la captación de DA en las vesículas sinápticas estriatales y en el 

transportador vesicular, lo que siguiere que ATR disminuye la DA vesicular y aumenta la DA 

citoplasmática (Hossain & Filipov 2008), que al oxidarse y acumularse en las terminales sinápticas 



ocasionaría estrés oxidante con la posible formación de radicales libres, produciéndose así 

lipoperoxidación en las membranas celulares. 

Estudios en ratas de la cepa Sprague-Dawley expuestas crónicamente (un año de tratamiento) a una 

concentración 10 mg ATR/kg de peso corporal y en ratones macho de la cepa C57BL/6 a 

concentraciones de 5 - 200 mg ATR/kg durante 14 días, han demostrado que ATR es un agente 

potencialmente tóxico para los sistemas dopaminérgicos con repercusiones tanto cognitivas como 

motoras. Los resultados mostraron que ATR en roedores altera la actividad motora, como reflejo 

de disminución de los niveles de DA en estriado y en el número de células positivas a la enzima 

TH+ en la SNpc (Coban & Filipov 2007; Bardullas et al., 2013), y el área ventral tegmental (AVT) 

(ratón) (Coban & Filipov 2007).  De igual forma, la exposición repetida a 100 mg ATR/kg (seis 

inyecciones vía intraperitoneal en un lapso de dos semanas) produce hipoactividad inmediatamente 

después de cada inyección, y dicha hipoactividad prevalece por un lapso de cinco días, acompañada 

de la reducción de los niveles de DA, DOPAC y HVA en estriado, sin producir cambios en los 

niveles de expresión en la enzima TH. La administración repetida no produjo efectos en la 

expresión de los genes de las enzimas antioxidantes SOD-Mn y Trx-1 en estriado, aunque en el 

núcleo accumbens reportó disminuida la expresión del gen Trx-1 sin cambios en los niveles de DA 

y sus metabolitos. Mientras que en el mesencéfalo ventral se encontró que ATR inducía una 

regulación a la baja del mARN para TH+ y DAT, pero producía un aumento en la expresión de 

mRNA para VMAT2 (Rodríguez et al., 2013). Conductualmente ATR induce defectos en la 

memoria espacial en la prueba del laberinto acuático de Morris en ratas puberales de la cepa 

Sprague-Dawley, que estuvieron expuestas por 28 días a ATR de forma oral (50, 100 ó 200 mg/kg 

de peso corporal), reduciendo el número de visitas a plataforma de escape a medida que aumentaba 

la dosificación de ATR (Li et al., 2015). 

Es importante resaltar que el metabolismo alterado de DA genera estrés oxidativo. Debido a que la 

DA normalmente se vesícula, el exceso de DA en el espacio extracelular puede oxidarse por vía 

enzimática generando dopamina-quinona, por modificación covalente de los nucleófilos celulares 

como el GSH y residuos de cisteinilo de las proteínas. También se ha observado que la dopamina-

quinona puede inactivar el DAT y producir disfunción mitocondrial e inflamación en las 

mitocondrias cerebrales. Este proceso se produce por la oxidación de DA y la modificación de 

quinona, siendo los dos principales factores generadores de estrés oxidativo en las neuronas 

dopaminérgicas (Berman & Hasting 1999). Estudios anteriores sugieren que la exposición a ATR 



produce deficiencias motoras, produciendo alteraciones en la neuroquímica dopaminérgica 

estriatal (Coban & Filipov 2007; Bardullas et al., 2011; 2013, Rodriguez et al., 2013), que son 

consecuencia de la pérdida de neuronas dopaminérgicas en el mesencéfalo (Coban & Filipov 2007; 

Bardullas et al., 2013; Sun et al., 2014), lo que explicaría las alteraciones en la conducta motora, 

tal y como se observan en patologías como la enfermedad de Parkinson. 

 

2.2 Sistema dopaminérgico  

La dopamina (DA) o 3,4-dihidroxifenilalanina es una catecolamina formada por dos anillos de 

benceno con dos grupos hidroxilos que forman el núcleo catecol y un radical etilo unido al núcleo. 

La DA necesita de la enzima tirosina hidroxilasa (TH) en presencia de Fe2+ y tetrahidropteridina 

forma L-DOPA o levodopa (4,3-dihidroxifenilalanina), la L-DOPA se descarboxila a DA por 

medio de L-aminoácido aromático descarboxilasa (AADC) en presencia de fosfato piridoxal como 

coenzima (Brady et al., 2012). La DA se encuentra en el núcleo arcuato en el mesencéfalo ventral 

(Voiculescu et al., 2014), bulbo raquídeo (Höglinger et al.,2015), en el eje hipotálamo-hipófisis 

(Grattan 2015) y las capas plexiformes de la retina (Hamilton et al., 2012). Las diferentes regiones 

donde se encuentra DA puede formar múltiples aferencias y eferencias desde y hasta el neoestriado, 

la corteza cerebral, hipotálamo, el sistema límbico y los ganglios basales regulando el control del 

movimiento, sistema inmune y la secreción hormonal (Voiculescu et al., 2014). 

La DA presenta una variedad de receptores de tipo metabotrópicos, cada uno con características 

farmacológicas y bioquímicas particulares. Kebabian y Calne en 1979 dividieron a los receptores 

dopaminérgicos en dos grupos; D1 y D2, en el grupo D1 incluyeron a los receptores D1 y D5, 

mientras que los receptores del grupo D2 incluyen los receptores D2, D3 y D4 (Voiculescu et al., 

2014). Al liberarse la DA en la hendidura sináptica pueden activar receptores de clase D1, por 

medio de activación de la familia de Gαs/olf de las proteínas G que estimulan la formación de AMPc 

por acción del adenilato ciclasa. Mientras los receptores de clase D2 se unen a la familia Gαi/Gαo 

inhibiendo la actividad del adenilato ciclasa (Beaulieu & Gainetdinov 2011). La DA regula la 

acción de circuitos neuronales por medio de la modulación de forma lenta o rápida de la transmisión 

de glutamato y GABA, dependiendo del tipo de receptor (D1 y D2) que active. La DA regula las 

vías nigroestriatal, mesolímbica y mesocortical mediante la activación del receptor de DA, 

regulando las funciones del organismo como el control del movimiento, recompensa, funciones 

cardiovasculares y el sistema inmunológico (Beaulieu & Gainetdinov 2011). 



2.2.1 Vías dopaminérgicas 

Las vías dopaminérgicas en el SNC se encargan del control movimiento voluntario, se asocian con 

los mecanismos de motivación y las emociones (Brady et al., 2012). Las neuronas dopaminérgicas 

mesodiencefálicas tienen la función de regular las funciones cerebrales como el movimiento, 

cognición y conductuales. Estas funciones son ejecutadas por distintos subtipos de neuronas 

dopaminérgicas localizadas en la sustancia nigra en su parte compacta (SNpc) y el área ventral 

tegmental (AVT) que forman las vías nigroestriatal, mesolímbica y mesocortical que producen la 

mayoría de la DA del SNC. Los axones de neuronas de la SNpc se dirigen al estriado dorsal 

formando la vía nigroestriatal que controla el comportamiento motor, mientras que las neuronas 

dopaminérgicas del AVT inervan numerosas regiones que incluyen el estriado, núcleo accumbens 

(vía mesolímbica) y la corteza prefrontal (vía mesocorticolímbico), aéreas que están involucradas 

en procesos conductuales, de recompensa y motivación (Chabrat et al., 2017) (Figura 2). 

   

Figura 2. Localización de las vías dopaminérgicas en el sistema nervioso central de rata, en el que se esquematizan 

las vías nigroestriatal, mesolímbica y mesocorticolímbica. Corteza prefrontal (CPF), Núcleo accumbens (Ncc), Área 

ventral tegmental (AVT), sustancia nigra (SN) (Modificado de Kandel et al., 2001). 

 

La información procesada en la corteza cerebral se proyecta a el cuerpo estriado formando el 

sistema corticoestriatal (Raju et al., 2006), por medio de proyecciones glutamatérgicas a las 

dendritas de las neuronas espinosas medianas (MSN por sus siglas en inglés) estriatales. Las 

neuronas piramidales de la capa 3 y 4 de la corteza inervan la matriz del estriado dando lugar a la 

vía indirecta, mientras que las neuronas de la capa 5 proyectan al estriosoma en el estriado 

formando la vía directa (Lei et a., 2004). Por otro lado, la vía nigroestriatal se origina en la SNpc 

proporcionando la DA que llega al estriado (Haber et al., 2000), los axones nigroestriatales realizan 



sinapsis con MSN, generando la entrada dopaminérgica con un efecto facilitador en D1 en MSN 

formando la vía directa y un efecto inhibidor sobre los receptores D2 en MSN en la vía indirecta, 

por lo que este tipo de conectividad ejerce un efecto modulador de la DA por las proyecciones 

nigroestriatales (Matsuda et al., 2009). La regulación del flujo de DA en el control motor, se puede 

observar en el flujo de información que se forma en los ganglios basales y sus núcleos se pueden 

categorizar en tres; los núcleos de entrada, los núcleos de salida y los núcleos intrínsecos, 

modulando la función a través de la vía tálamo - cortical. Los núcleos de entrada son las estructuras 

que reciben información proveniente de la corteza, tálamo y la SN, es decir el núcleo caudado, 

putamen y el núcleo accumbens son considerados como núcleos de entrada. Los núcleos de salida 

son aquellas estructuras que envían información a los ganglios basales, al tálamo, al globo pálido 

interno (GPi) y a la sustancia nigra en su parte reticular (SNpr). Y los núcleos intrínsecos como el 

globo pálido externo (GPe), el núcleo subtalámico (NST) y la SNpc se ubican entre los 

componentes de entrada y salida en el relevo del paso de información. El funcionamiento de los 

ganglios basales necesita de DA en los núcleos de entrada, por lo que su disfunción se asocia con 

diferentes trastornos del movimiento (Lanciego et al., 2012). 

Las anomalías del sistema motor son una de las características de las enfermedades 

neurodegenerativas, estas presentan un cuadro clínico con diferentes grados de temblor en reposo, 

rigidez, bradicinesia y trastorno en la marcha, como resultado de la disfunción de los ganglios 

basales y su participación de los circuitos cerebelo – tálamo – cortical por la disminución en los 

niveles de dopamina (Lewis et al., 2011). El proceso de neurodegeneración se produce en diferentes 

fases, que de acuerdo a la progresión de las alteraciones motoras y cognitivas se divide en tres 

fases. En la fase inicial o temprana se inicia en la medula espinal y el bulbo olfatorio, la cual se 

caracteriza por alteraciones en el gusto y el olfato, sin presentarse trastornos motores. En la fase 

media del proceso de neurodegeneración, se generan alteraciones en el mesencéfalo (SNpc), 

observándose alteraciones motoras, y finalmente en la fase tardía se producen cambios en el área 

premotora y en el neocórtex alterando funciones sensoriales y cognitivas (Ferrer 2011), así como 

degeneración axonal en los nervios motores periféricos, produciendo disfagia y disartria (Mu et al., 

2013). Además de las alteraciones motoras y cognitivas, el daño oxidativo y la disfunción 

mitocondrial son la interfaz de las alteraciones genéticas que codifican para proteínas relacionadas 

con la enfermedad de Parkinson, como la α-sinucleína, quinasa 1 inducida por PTEN (PINK I), 



quinasa repetida rica en leucina 2 (LRRK2) y Parkin, que es una ligasa cuya función radica en el 

proceso de ubiquitinación (Schapira 2008).   

Nuestro campo de estudio se circunscribe, al estudio de los mecanismos mediante los cuales la 

ATR puede inducir daño oxidativo en los blancos dopaminérgicos en el cerebro de roedores y cómo 

afecta el control del movimiento y la cognición. El estrés oxidativo generado por ATR pudiera ser 

el responsable de la inducción del estrés oxidativo al interferir en la producción de ATP en la 

mitocondria, aumentado los niveles de ERO produciendo un desequilibrio entre los ERO 

endógenos y exógenos, disminuyendo las defensas de tipo antioxidantes como, el GSH, vitamina 

E y carotenoides, así como interferir en la actividad enzimática de SOD-Mn, catalasa (CAT), GPx 

lo que desencadenaría daño en hígado, riñón y cerebro (Valavanidis et al., 2006). 

 

2.3 Estrés oxidante  

El estrés oxidante se define como una situación en la que las concentraciones de ERO y 

antioxidantes se encuentran en desequilibrio, provocando afectación en la homeostasis celular y 

daño al ADN (Dalton et al., 1999), ocasionando citotoxicidad lo que aumenta los niveles de ERO 

y el daño celular (Lushchak, 2014; Singh et al., 2017). Las alteraciones fisiológicas producidas por 

ERO, puede generar neurodegeneración que se exacerba en el SNC, debido a que es un tejido con 

un grado alto de vulnerabilidad a los radicales libres, esto debido a su consumo excesivo de O2 y 

por estar formado por ácidos grasos poliinsaturados oxidables, así como la presencia de metales 

redox activos en las membranas como el Fe2+ y Cu2+, que en patologías o traumas cerebrales se 

oxidan produciendo un aumento desregulado de ERO, que los mecanismos antioxidantes no 

pueden regular induciendo cambios bioquímicos en la mitocondria y en el núcleo celular (Valko et 

al., 2006; Jones 2008). El daño oxidativo puede generar variaciones en los niveles de calcio 

citosólico por el aumento de la descarga en neuronas dopaminérgicas, aumentando la tasa de 

formación del radical superóxido (O2
 ,disminuyendo la fluidez de la membrana celular ,(־

reduciendo el potencial de membrana aumentando la permeabilidad de la membrana celular a iones 

catiónicos (Na+ y Ca2+) generando daño celular (Valko et al., 2006) por la activación sostenida de 

receptores de glutamato de tipo N-metil-D-aspartato (NMDA) en NST (Blandini et al., 2004). 

La disfunción mitocondrial es la principal fuente de estrés oxidativo, por lo que se le ha asociado 

con el daño oxidativo en la enfermedad de Parkinson. La disfunción mitocondrial produce cambios 

en el proceso de respiración aeróbica al cambiar la generación del ATP, lo que lleva a un aumento 



de los niveles de peróxido de hidrógeno (H2O2) y radical superóxido (O2
 que se forman durante (־

la alteración del proceso de fosforilización oxidativa como productos de la disfunción mitocondrial 

(Hwang 2013). Durante el proceso de neurodegeneración, se produce la muerte celular como 

resultado de la inhibición del complejo I de la cadena de transporte de electrones en la mitocondria, 

induciendo cambios en la producción de ERO y en la actividad proteasoma, modificando la función 

mitocondrial al aumentar el estrés oxidativo y la expresión de proteínas alteradas (Hyun et al., 

2002), mientras que en el citosol se inhibe el complejo III (St-Pierre et al., 2002) y la alteración del 

ADN como resultado de la afectación del complejo II al alterar la función de ubiquinona (Sun et 

al., 2005) por el aumento de los niveles de succinato intracelular iniciando la vía apoptótica (Ishii 

et al., 2005). Aunque hay que tener en cuenta, que el oxígeno consumido en el transporte de 

electrones no se reduce por completo por acción de citocromo c a agua, sino a O2
 por proteínas ־

que contiene Fe2+ y Cu2+ (reacción de Fenton), o la interacción de O2
- con H2O2 (reacción de 

Harber-Weiss) formando ONOO- (Murphy 2008), por la coenzima Q semiquinona, ejerciendo un 

doble papel en la regulación de los niveles de oxígeno (Beyer 1990). Al incrementar la 

concentración de oxígeno, produce un estado oxidado de la coenzima Q elevando la tasa de 

formación de O2
 en la mitocondria, incrementando los niveles intracelulares de ERO (Dalton et ־

al., 1999). Por lo que cualquier variación en los niveles ERO disminuyen las defensas antioxidantes 

afectando a los lípidos de membrana, causando lipoperoxidación en la membrana mitocondrial 

liberando el citocromo c al citosol, permitiendo la activación de la vía de la caspasa 9 que llevaría 

al inicio del proceso de apoptosis (Hwang 2013). Pero debemos tener en cuenta que la consecuencia 

del estrés oxidativo mitocondrial en la célula es la reducción de la capacidad energética en neuronas 

dopaminérgicas, volviendo vulnerables por una condición de mayor requerimiento metabólico 

(Rivero-Ríos et al., 2014). 

Un aspecto importante del daño oxidativo es la pérdida de la capacidad proliferativa para restaurar 

el medio, que se produce en el transcurso de la edad. También se puede observar la disminución 

del nivel de expresión de genes que reducen la eficacia en la reparación del ADN, el ensamble de 

proteínas mal plegadas, así como proteínas dañadas por la oxidación, unido a un funcionamiento 

inmunológico anormal, que conduce a generar neurodegeneración y cáncer. Se ha descrito que la 

aconitasa mitocondrial, una enzima del ciclo tricarboxílico es el blanco del daño oxidativo durante 

el envejecimiento, sensibilizando a los lípidos mitocondriales a la oxidación (Barja & Herrero 

2000). 



2.3.1 Especies reactivas de oxígeno 

El SNC es vulnerable a la lesión oxidativa debido a su composición celular, requerimiento y su 

baja capacidad antioxidante. En la SNpc se ha observado daño oxidativo en su ADN, con niveles 

significativos de aldehídos y una alta actividad de la enzima monoamino-oxidasa (MAO), alterando 

el metabolismo dopaminérgico y la excesiva formación de H2O2 y ON generando estrés oxidativo 

y la disfunción mitocondrial (Mizuno et al., 2008). La vulnerabilidad del SNC aumenta con el paso 

del tiempo, debido a la reducción de la integridad de la barrera hematoencefálica y a la disfunción 

mitocondrial, produciendo inflamación crónica por activación de la microglía y a su alto nivel de 

citocinas proinflamatorias formadas por el estrés oxidativo (Cappellano et al., 2013). El aumento 

de la concentración de ERO en las membranas celulares afectan la actividad enzimática, 

produciendo cambios en la fluidez y permeabilidad de la membrana, alterando el transporte de 

iones (Na+ y Ca2+) e inhibición de procesos metabólicos (Nigam & Schewe 2000), predisponiendo 

a generar neurodegeneración por la disminución de ATP, y el aumento de los niveles de glutamato 

y calcio intracelular (Miller et al., 2014). Las ERO se forman por la reducción secuencial del 

oxígeno por efecto del metabolismo celular, así como por el proceso de metabolismo de 

xenobióticos y lesión celular. Las ERO se forman a partir del radical superóxido (O2
 y el radical (־

perhidroxilo (HO2
 posteriormente se forma el peróxido de hidrógeno (H2O2), el radical oxhidrilo ,(־

(OH-), ON, oxígeno singulete (1O2), anión peroxinitrito (ONOO-) y el radical peroxilo, donde su 

tasa de formación es dependiente de la presencia de metales de transición (Ferreira et al., 2013). 

La formación de ERO induce una baja estabilidad de la membrana celular y alta reactividad de sus 

componentes, que al interactuar con moléculas intracelulares forman una diversidad de reacciones 

causando desequilibrio en el funcionamiento celular (Lushchak 2014), ya sea produciendo 

inactivación enzimática, peroxidación de lípidos y/o daño a la hebra del ADN (Ddidigwu et al., 

2010). En condiciones patológicas, las ERO y especies reactivas de nitrógeno (ERN) se generan a 

tasas superiores de las normales, produciendo peroxidación lipídica con deficiencia de α-tocoferol, 

formando aldehídos que pueden inhibir la síntesis de proteínas, alterando las señales quimiotácticas 

y la actividad enzimática intracelular (Halliwell y Gutteridge 1984). Entre los aldehídos formados 

se encuentran malondialdehído (MDA) y el 4-HNE, 4-oxo-trans-2-nonenal (4-ONE), alcoholes, 

cetonas, alcanos, éteres, acroleína, isoprostanos que se derivan del ácido araquidónico liberado de 

los glicerofosfolípidos de la membrana neuronal a través de la activación de fosfolipasas A2n 

(cPLA2) (Reis y Spickett 2012).  



2.3.2 Mecanismo de daño por efecto de la lipoperoxidación en membranas celulares 

Tanto las proteínas como los lípidos de membrana son vulnerables a la oxidación, debido a la 

presencia de oxígeno en la bicapa lipídica que interacciona con los PUFA de las membranas 

celulares. El daño oxidativo en la membrana celular se produce en cadena hasta que los PUFA se 

desintegran, formando hidroperóxidos y OH־, atacando el carbono alílico para formar un radical 

centrado en carbono, iniciando la lipoperoxidación (Reed 2011). La oxidación de fosfolípidos 

altera las propiedades de las membranas biológicas, cambiando la polaridad de los fosfolípidos de 

la membrana, reorientando la cadena del grupo acilo exponiéndolo a formar un dieno conjugado, 

modificando las propiedades biofísicas de las membranas alterando la comunicación celular, por 

cambios en las interacciones lípido-lípido y lípido-proteína (Catalá 2012).  

Existen dos vías implicadas en el proceso de lipoperoxidación; la vía enzimática y no enzimática. 

En el proceso de lipoperoxidación enzimática, las enzimas como la ciclooxigenasa (COX), 

lipooxigenasa (LOX) y citocromo P450, se encargan de catalizar la reacción de lipoperoxidación, 

debido a que contiene Fe2+ en la forma hemo o no hemo, que les permite formar aductos con 

aminoácidos (cisteína, lisina o histidina) de los componentes de la membrana celular. La reacción 

es catalizada en el fosfolípido cardiolipina en mitocondrias y fosfatidilserina en la membrana, por 

medio de la reacción de adición de Michael, interrumpiendo la homeostasis de calcio deteriorando 

el transporte de glutamato dañando la membrana celular (Esterbauer et al., 1991), o formar 

productos altamente reactivos como las prostaglandinas, prostaciclina y tromboxano que median 

procesos como la inflamación, vasodilatación, transporte de iones y la actividad neuronal 

aumentando el daño celular (Kuhn et al., 2015). Por otro lado, en la vía no enzimática de 

lipoperoxidación, se produce por la interacción de los radicales libres con metales de transición 

(Fe2+, Cu2+, Ni2+, Co2+) por medio de la reacción de Fenton, formando el radical hidroxilo que al 

interaccionar con los ácidos grasos de las membranas celulares producen lipoperoxidación (figura 

3) alterando la actividad metabólica oxidativa en el SNC, generando metabolitos reactivos de 

oxígeno facilitando las reacciones oxidativas aumentando el daño celular (Anthonymuthu et al., 

2016). 

 



 
Figura 3. Proceso de lipoperoxidación por la exposición a atrazina. La atrazina inhibe el foto complejo II en 

cloroplastos. 1) Estos al tener sitios bioquímicos similares a la mitocondria se inhiben, 2) aumentando la formación 

del radical superóxido, 3) que la regulación enzimática/no enzimática regulando los niveles de superóxido, 4) si el 

factor generador se mantiene se produce estrés oxidativo, 5) que en regiones con altos niveles de hierro como el 

mesencéfalo, 6) que es regulado por la reacción de Fenton/Haber-Weiss produciendo oxhidrilo o en forma de radical,  

7) y 8) que al aumentar sus niveles es regulado por la actividad enzimática. Pero si se mantiene el factor generador de 

estrés oxidativo, 9) se produce estrés oxidativo que se manifestá con altos niveles de glutatión oxidado e hidroxilo, 10) 

que lleva a producir aldehídos activos, grupos carbonilo y oxido nítrico (ON)/peroxinitrito (ONOO). (modificado de 

Anthonymuthu et al., 2016; Catalá 2012; Valko et al., 2006, Walters et al., 2015). Peróxido de hidrogeno (H2O2), 

superóxido dismutasa (SOD), tioredoxina (Trx-1), glutatión (GSH), glutatión peroxidasa (GPx-1), glutatión reductasa 

(GR), nicotinamida adenina dinucleótido fosfato (NAPDH), glucosa-6-fosfato deshidrogenasa (G6PDH).  

  

El proceso de peroxidación lipídica se divide en tres etapas: iniciación, prolongación y terminación. 

En la fase inicial de peroxidación se extrae un átomo de H+ de un grupo metileno (-CH2) en la 

cadena de los PUFA, en el que se produce un enlace desapareado al C en su orbital (-•CH), 

produciendo la liberación de un protón de H+ de los PUFA, formando un radical libre, dando lugar 

a la formación de un dieno conjugado. La reacción inicial del •OH con los ácidos grasos es que 

producen un radical lipídico (L•), que reacciona con O2 formando el radical LOO•. El radical LOO• 

extrae el H+ del ácido graso adyacente para formar LOOH y un segundo radical LOOH. El LOOH 

se somete a la escisión reductora por metales reducidos como Fe2+ produciendo un radical alcoxilo 

lipídico (LO•). Por lo que los radicales alcoxilo y peroxilo, estimulan la reacción en cadena de la 

peroxidación de lípidos al extraer los átomos de H+. Posteriormente, el radical LOOH atrae al O2 

de la reserva de O2 disponible para la formación del peroxilo lipídico, para volver iniciar el proceso 

al extraer un H+ desencadenando la reacción de peroxidación. En la terminación se forma un no 



radical a partir de la combinación de dos radicales, teniendo como productos finales hidroperóxidos 

y aldehídos activos (4-HNE y MDA) (Anthonymuthu et al., 2016), así como productos de la 

degradación de proteínas y carbohidratos (Guillén-Sans & Guzmán-Chozas 1998) (Figura 4). 

 

Figura 4. Reacción en cadena del proceso de peroxidación lipídica. La reacción en cadena de la peroxidación 

lipídica se produce en tres pasos: 1) Iniciación, se elimina un H+ de PUFA para formar un radical lipídico centrado en 

carbono; 2) Propagación, se une un grupo peróxido al radical lipídico para formar un radical peroxilo lipídico. Este 

radical inicia un nuevo ciclo extrayendo un H+, perpetuando así la reacción de peroxidación; 3) Terminación, se 

produce la desaparición del radical libre formando un no radical tal como hidróxido, teniendo como producto el 

malondialdehído, 4-hidroxialquenal y 2 alquenos. Modificado de Mimica-Dukic et al. (2012). Malondeladehído 

(MDA), oxígeno molecular (O2), radical oxhidrilo (OH•), extremo carboxilo (COOH).    

 

En las enfermedades neurodegenerativas, se forman aductos entre aldehídos y los componentes de 

las membranas celulares en las neuronas neocorticales como producto de la lipoperoxidación, 

alterando el transporte de dopamina, disminuyendo la densidad de neuronas dopaminérgicas 

(Morel et al., 1998). La determinación del grado de daño producido por el estrés oxidativo se divide 

en tres categorías; la cantidad de productos como MDA es proporcional a la concentración de ERO, 

ya que pueden detectarse en los sitios donde ocurre el ataque. El nivel de actividad enzimática se 

asocia con el metabolismo de ERO, como el γ-glutamil-cisteína-glicina (GSH) que indica el estado 

del estrés oxidativo. La modificación de factores de transcripción en la expresión de enzimas 

antioxidantes como SOD-Mn (Reed 2011; Mañon et al., 2016). Mientras que la disminución de 

GSH aumenta la producción de ON y la ruptura de hierro en células dopaminérgicas, en conjunto 

con la disfunción del complejo I mitocondrial (Hsu et al., 2005). 

Las ERO que se forman en la mitocondria y el citosol determinan el estado redox en las células.  

Debido a esto las células tienen un sistema antioxidante que regulan las ERO formadas, donde el 



glutatión (GSH) es el principal regulador del estado redox celular, por lo que su relación 

GSH/glutatión disulfuro oxidado (GSSG) (20:1 mM respectivamente) es un bioindicador del 

estado oxidante celular (Dringen et al., 2000). En el SNC, los astrocitos disminuyen la toxicidad 

por H2O2 aportando los grupos cisteínilos en las neuronas para la síntesis de GSH, y la actividad 

de GST (Dringen et al., 2000). Por lo que pequeñas variaciones en la proporción GSH/GSSG, 

produce un aumento en el nivel de GSSG, promoviendo la oxidación de proteínas alterando el 

proceso de transducción de señales (Thomas et al., 1995; Dalton et al., 1999), generando 

mutaciones somáticas en genes responsables del mantenimiento de la expresión de genes como la 

síntesis de proteínas como la proteína activadora 1 (AP1) y factor nuclear de isoleucina 6 (NF-IL6) 

(Hsu et al., 1994). Esto se debe a que las ERO, en específico el radical OH rompen el enlace 

formado entre la desoxirribosa en los carbonos 4 y 5 los sitios primarios del ataque y el grupo 

fosfato de los nucleótidos, así como las bases nitrogenadas degenerando la cadena de ADN, por 

medio de deleciones e inserciones en el par guanosina-citocina, o en su defecto eliminando la 

guanosina de la cadena de ADN (González-Torres et al., 2000). Ante este factor de riesgo celular, 

el organismo presenta estrategias para contrarrestar los efectos producidos por los radicales libres 

y evitar la perturbación de la homeostasis del medio intracelular (Ahmad et al., 2014) y la función 

celular (Lushchak, 2014). 

  

2.3.3 Antioxidantes 

Para mantener la intregridad celular, las células contienen un sistema de defensa antioxidante que 

se ubica de manera estratégica en distintos orgánulos celulares para reparar las macromoléculas 

lesionadas. Los antioxidantes son sustancias que se presentan en concentraciones bajas en 

comparación con la del sustrato oxidable, retrasando la oxidación del sustrato disminuyendo o 

evitando la formación de ERO y el daño celular (Reed 2011). Los antioxidantes pueden ejercer su 

acción por medio de dos sistemas; sistemas enzimáticos y no enzimáticos a partir de regular los 

niveles intracelulares de ERO. Entre los mecanismos de desintoxicación enzimática se encuentran 

las enzimas antioxidantes como SOD, GPx y CAT, mientras que el sistema no enzimático ocupa 

vitaminas liposolubles como vitamina E, vitamina C y GSH para disminuir el exceso de formación 

de radicales, que al reaccionar con el H2O2 detienen la reacción de peroxidación lipídica, al donar 

un protón al H2O2 controlando su concentración intracelular (Martínez-Sámano et al., 2011), así 



como agentes reductores o secuestrantes que se ubican en diferentes orgánulos celulares, evitando 

los cambios transduccionales y la conformación y/o ensamble de moléculas.  

En condiciones fisiológicas los niveles intracelulares de antioxidantes son determinados por la 

regulación de pH intracelular (Shen et al., 2005). El GSH puede interactuar de forma directa o 

indirecta (vía enzimática) con ERO neutralizándolo evitando el daño celular (Lushchak 2014), o 

servir como sustrato para la actividad de la generación de GST en el proceso de eliminación de 

xenobióticos o productos endógenos, lo que disminuye el nivel de GSH (Díaz-Hung et al., 2015). 

Pero si aumenta los niveles de ERO y disminución de GSH, se forma el GSH oxidado (GSSG) que 

se acumula en la célula, (Jones 2008), si disminuyeran los niveles de GSH generarían un ambiente 

oxidante iniciando la vía apoptótica (Valko et al., 2006) (Figura 5).    

 

Figura 5. Metabolismo oxidativo. En el esquema se muestra cómo es la interacción de agentes oxidantes, 

prooxidantes y el sistema antioxidante que presentan los organismos en la mitocondria y el citosol (Modificado de 

Díaz-Hung et al., 2015). Glutatión peroxidasa (GPx), glutatión oxidado (GSSG), glutatión-S-transferasa (GST), 

nicotinamida adenina dinucleótido fosfato (NADPH), peróxido de hidrógeno (H2O2), peroxinitrito (ONOO‐), radical 

oxhidrilo (OH), radical superóxido (O2
‐), superóxido dismutasa Cu/Zn (SOD Cu/Zn), superóxido dismutasa 

manganeso (SODMn), tiorredotoxina tipo 1 (Trx1) y tiorredotoxina tipo 2 (Trx2),   

 

En el sistema enzimático SOD/CAT, se encarga de reducir la concentración de radicales OH y el 

O2
-, evitando la generación peroxidación de lípidos, al mismo tiempo que reducen la velocidad de 

reacción en la formación de ERO en sistemas modificados por la concentración de ERO. SOD 

disminuye la concentración de OH por medio de la reacción de Fenton, aumentando la 

concentración de H2O2, e internalizarse a otros compartimentos celulares y ser oxidados a H2O y 

O2 por CAT (Kalyanaraman 2013). Las modificaciones oxidativas en las proteínas las hacen 

susceptibles al ataque proteolítico, lo que sucede después de la exposición a un agente oxidante. 



La señalización redox es un proceso regulador, la ausencia de dicha regulación puede conducir a 

un desequilibrio en la respuesta fisiológica a ERO, por lo que en condiciones patológicas se pueden 

producir cambios permanentes en la transducción en la expresión genética (Valko et al., 2006).   

 

2.3.4 Técnicas analíticas para la detección de daño lipídico 

Los biomarcadores en el daño lipídico por estrés oxidativo se definen como medidas que indican 

el estado de un proceso biológico o patológico, por acción del metabolismo celular o en respuesta 

a fármacos y toxinas. Los biomarcadores ofrecen información del daño a las proteínas y lípidos, 

que tras ser afectando la función fisiológica promueve el daño celular (Niki 2014). En el estrés 

oxidativo, se produce la acumulación de compuestos carbonilos provenientes de proteínas, que se 

forman por la acumulación directa de ERO en los residuos de aminoácidos (Amici et al., 1989), 

mientras que por peroxidación de lípidos se originan los, formando fragmentos carbonilo reactivos 

a β-insaturados (Esterbauer et al., 1991). En la etapa de inicio de la peroxidación se produce la 

sustracción de un protón (H+) por efecto de un ERO reordenándose el ácido graso, formando un 

radical libre que se caracteriza por la formación de un dieno conjugado, el cual se puede monitorear 

por medio de métodos espectrofotométricos (Halliwell & Gutteridge 1999). En la etapa de 

terminación de la peroxidación, se producen diferentes productos secundarios como los aldehídos 

provenientes del ácido araquidónico, los cuales pueden utilizarse como biomarcadores del estado 

funcional de las membranas por acción de los radicales libres (Miller et al., 2014), los cuales pueden 

detectarse por reacción colorimétrica con el ácido tiobarbitúrico por efecto de la formación de un 

aducto (Grintzalis et al., 2013; Mañon et al., 2016) (figura 6). 

 

Figura 6. Mecanismo de la reacción entre el malondialdehído y el ácido tiobarbitúrico. Reacción entre 

malondialdehído (MDA) y ácido tiobarbitúrico (TBARs) para la formación de un aducto que es detectado a un rango 

de 535-550 nm del espectro de luz visible.  

 



Existen otros métodos para la detección de los niveles de ERO en las patologías, una de ellas es 

por medio de la vía directa, en esta técnica se ocupa la resonancia paramagnética electrónica y el 

método de atrapamiento de spin, aunque menos utilizado debido al tiempo de vida reactiva de los 

radicales libres (Grintzalis et al., 2013). Motivo por el cual se utiliza la técnica de medición de F2–

isoprostano (F2-IsoPs), siendo el mejor biomarcador in vivo e in vitro para la detección de los 

componentes en el proceso de lipoperoxidación. En este proceso el ácido araquidónico se somete 

a varias abstracciones de átomos de H+ y la inserción de oxígeno, concluyendo la formación de 

radical peroxilo, para formar cuatro endoperóxidos que pueden reducirse a F2-IsoPs. Por lo que su 

medición por espectrometría de masas es un buen marcador de estrés oxidativo in vivo. Los IsoP 

se pueden cuantificar en diferentes fluidos corporales como la orina, sangre y el líquido 

cefalorraquídeo (LCR), o por medio del aire exhalado, lo cual nos da un índice confiable y no 

invasivo del estado de la peroxidación lipídica (Miller et al., 2014). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



3. Justificación  

La contaminación ambiental es un factor condicionante en la generación de estrés oxidante y su 

posible papel en el surgimiento de enfermedades neurodegenerativas. En este tipo de patologías, el 

aumento de los niveles de ERO se debe a la exposición recurrente a tóxicos que afectan el transporte 

de electrones, aumentando los niveles de ERO y la consecuente disminución de los niveles de 

antioxidantes, predisponiendo a la neurodegeneración. En los últimos años, los estudios se han 

centralizado en el herbicida ATR, debido a que, ante su exposición a diferentes concentraciones (3 

- 500 mg ATR/kg de peso) en una variedad de organismos, se ha observado la disminución en la 

actividad enzimática antioxidante como SOD-Mn y en el contenido de GSH después de su 

exposición (Ddidigwu et al., 2010; Campos-Pereira et al., 2012; Blahova et al., 2013; Li et al., 

2014; Abarikwu 2014; Zhang et al.,2016). Lo que sugiere que, ATR aumenta la producción de 

ERO generando estrés oxidante, causando daño en las membranas celulares y al ADN induciendo 

neurodegeneración (Song et al., 2009), con la consiguiente disminución en los niveles de dopamina 

por efecto de la muerte de células dopaminérgicas y alteraciones en la actividad locomotora 

(Bardullas et al., 2011; 2013).  

Por tal motivo, realizamos evaluaciones conductuales durante el transcurso del tratamiento con 

ATR, lo que nos permitiría explicar cómo la exposición al herbicida provoca alteraciones en el 

sistema dopaminérgico y su consecuente cambios en su actividad motora, así como relacionarlos 

con la modificación en los sistemas prooxidantes/antioxidantes al final del tratamiento. Ya que 

actualmente se desconoce cómo es que ATR afecta los sistemas antioxidantes en los blancos 

dopaminérgicos en el cerebro de rata, cuando se les expone de forma crónica a ATR, así como su 

relación con las modificaciones motoras y cognitivas que presenta durante el transcurso de la 

exposición.   

 

4. Hipótesis  

La exposición crónica a ATR causaría alteraciones en los sistemas prooxidantes/antioxidantes en 

los blancos dopaminérgicos en ratas de la cepa de Sprague-Dawley, las cuales pudieran producir 

alteraciones motoras y conductuales por efecto de la susceptibilidad en los blancos 

dopaminérgicos. 

 

 



5. Objetivo general 

Determinar el efecto neurotóxico por la exposición crónica al herbicida ATR en los sistemas 

oxidantes/antioxidantes en los blancos dopaminérgicos de las vías nigroestriatal, mesolímbica y 

mesocortical de la cepa Sprague-Dawley, y su probable relación con defectos motores y 

conductuales.  

 

6. Objetivos particulares 

 Evaluar los niveles de TBARS y dienos conjugados en el estriado, núcleo accumbens, 

corteza prefrontal, mesencéfalo ventral, hipocampo y amígdala en ratas de la cepa de 

Sprague-Dawley crónicamente tratadas con atrazina.  

 Determinar los niveles de expresión de las enzimas antioxidantes SOD-Mn y GP-x1 en 

estriado, núcleo accumbens, corteza prefrontal, mesencéfalo ventral, hipocampo y amígdala 

en ratas de la cepa Sprague-Dawley crónicamente tratadas con ATR. 

 Evaluar la conducta motora y la actividad locomotora espontanea en rata de la cepa 

Sprague-Dawley cuando fueron expuestas crónicamente a ATR.  

 

7. Material y métodos  

Para determinar los efectos de ATR en los marcadores del estatus antioxidante en los blancos 

dopaminérgicos en roedores, así como su relación en los blancos dopaminérgicos y su efecto 

conductual se planteó el siguiente diseño experimental: 

 

8. Sujetos 

En el presente estudio se usaron 30 ratas de la cepa Sprague-Dawley de 19 días de edad posnatal, 

obtenidas de Envigo Inc. México las cuales se mantuvieron con acceso al agua ad libitum, y 

restricción de alimento en un ciclo de luz/oscuridad invertido (20:00/8:00), con humedad y 

temperatura controladas. Los procedimientos conductuales como los experimentales, se llevaron a 

cabo según las regulaciones y procedimientos establecidos por el reglamento de la ley General de 

Salud en Materia de Investigación de la Salud de la Secretaria de Salud (publicación de 1987), y 

en base a la Norma Oficial Mexicana NOM-062-ZOO-1999, en su apartado de especificaciones 

técnicas para la producción, cuidado y uso de animales de laboratorio. 

 



9. Preparación de galletas 

Se prepararon galletas con 30 ó 300 mg ATR/kg de alimento purina. Para la preparación de las 

galletas, se mezcló el alimento control de purina (Rat Chow formula 5001) con agua desionizada, 

para homogenizar la mezcla y se adicionó atrazina, que se obtuvo de Chem Service (West Chester, 

PA, USA). La masa formada fue moldeada en trozos regulares de 60 g y secada en un horno (Cole 

Parmer modelo 05015-50) a 60°C por un lapso de ocho horas.  

 

10. Diseño experimental  

Se utilizaron 30 ratas macho de la cepa Sprague-Dawley de 19 días postnatal, habituadas a un ciclo 

de luz/oscuridad (20:00/8:00) de las cuales se formaron tres grupos, el grupo control fue alimentado 

con Rat Chow fórmula 5001, mientras que los grupos tratados con ATR fueron alimentados con 

galletas elaboradas en el laboratorio (galletas de 30 y 300 mg ATR/kg previamente descritas), de 

las cuales se les administró diariamente una dosis de 1 ó 10 mg ATR/kg de peso por un lapso de 

12 meses (los roedores fueron pesados una vez al mes). La dosis administrada de ATR se seleccionó 

de estudios previos del laboratorio, en el que Bardullas et al. (2011, 2013) observaron alteraciones 

conductuales y una disminución en los niveles de dopamina acompañados por la disminución en 

el número de células TH+ en la SNpc en el modelo de rata. Una vez que los roedores alcanzaron 

los 300 g de peso corporal, se mantuvieron en ese rango de peso por medio de la restricción del 

alimento, mientras que el agua se mantuvo ad libitum durante el curso del experimento. Al final de 

la administración se evaluó el índice de Lee para determinar la talla del roedor, para cuantificar el 

índice se utilizó el peso del roedor y la longitud corporal. El índice de Lee se calculó tomando la 

longitud desde la nariz al inicio de la cola, obteniendo la raíz cúbica del peso corporal, dividiendo 

longitud corporal y la raíz cúbica del peso por mil (Lee & Ma 1929). 

Al final de cada mes de exposición se evaluó la actividad locomotora, y se realizó una batería de 

pruebas conductuales (barra de equilibrio, coordinación motora (rotarod) y laberinto elevado en 

cruz) en dos fases que correspondieron a los 6 y 12 meses de tratamiento, lo anterior fue con la 

finalidad de determinar si se presentó afectación durante la administración con ATR y descartar el 

efecto de la edad del roedor. Al final del experimento, los roedores se sacrificaron por decapitación 

y se les extrajo el cerebro, para ser diseccionadas las regiones cerebrales. Las muestras de tejido se 

procesaron para las pruebas bioquímicas (determinación dienos conjugados y TBARs, el nivel de 



expresión de enzimas antioxidantes), con la finalidad de determinar el grado de afectación por el 

herbicida ATR en las regiones cerebrales (Figura 7). 

 

Figura 7. Diseño experimental. En el esquema se muestra el diseño experimental, en el cual se muestran los grupos 

experimentales a los cuales se les registro el peso y la actividad locomotora al final del mes. En el registro se 

esquematiza por medio de una línea del tiempo, el cual se realizaron en dos fases (6 y 12 meses) una batería de pruebas 

motoras y conductuales. Una vez finalizado el tratamiento se cuantificó el índice de Lee, posteriormente se decapitaron 

los roedores y se les extrajo el cerebro para la disección de las diferentes regiones cerebrales, para posteriormente 

cuantificar los niveles de dienos conjugados y las sustancias reactivas al ácido tiobarbitúrico. 

 

11. Tareas conductuales durante la exposición a atrazina 

11.1 Registro de la actividad locomotora espontánea 

A cada roedor de los tres grupos experimentales, se les evaluó mensualmente la actividad 

locomotora espontánea en una caja de registro que está hecha de acrílico transparente, sus 

dimensiones son 40 x 40 x 30 cm (Figura 8) acoplada con un sistema automatizado Accuscan Inc. 

(Colombus, Ohio, USA), el cual posee dos niveles de sensores infrarrojos los cuales detectan los 

movimientos del roedor. Los datos obtenidos son transmitidos a una interfase que los cuantifica y 

los ordena, para ser enviados a una computadora donde se clasifican en distintos parámetros según 

el tipo de actividad que realicen. El tiempo de registró tuvo una duración de 25 horas, durante el 

cual los animales tuvieron el alimento controlado y el agua ad libitum. Los registros de la actividad 

locomotora durante el ciclo de luz/oscuridad (6:00 p.m. – 6:00 a.m.) se ajustaron para cada registro 

realizados a los tres grupos experimentales, con el fin de estandarizar los registros de la actividad 

del roedor durante la prueba. 



 

Figura 8. Caja de registro de actividad locomotora espontánea. La caja de registro está hecha de acrílico 

transparente de dimensiones 40 x 40 x 30 cm, con un sistema automatizado (Accuscan inc. Colombus, Ohio, USA) de 

dos niveles de sensores infrarrojo que está conectado a una interfase que ordena y cuantifica las variables. 

 

Las variables en la prueba de actividad locomotora espontánea se definen de la siguiente forma:  

Actividad horizontal (AH): es el número total de interrupciones en el sensor horizontal en un 

tiempo de muestreo determinado. 

Actividad Vertical (AV): es el número de interrupciones en el sensor vertical en un tiempo de 

muestreo. 

Conteo de episodio de actividad estereotipada (CEAE): es el número de interrupciones del 

sensor por el roedor durante la actividad estereotipada. 

Distancia en el centro (DC): es la distancia en cm que el animal recorre en el centro de la caja. 

Distancia en el margen (DM): es la distancia en cm que el animal recorre en el margen o esquina 

de la caja. 

Distancia total (DT): indica la distancia recorrida (cm) en un tiempo de muestra determinado. El 

cuál es el componente de la actividad ambulatoria dentro de la caja. 

Número de estereotipias (NE): es el número de veces que el sistema capta el comportamiento 

estereotipado en el animal, tales como acicalamiento y balanceo de cabeza. Se requiere que el 

movimiento dure 1 segundo o más para poder diferenciar un episodio estereotipado del siguiente. 

Número de movimientos (NM): es el número de movimientos horizontales realizados en un 

tiempo de muestreo, y se diferencian de los movimientos individuales en que están separados por 

un periodo de un segundo. 



Tiempo de movimiento (TM): es el tiempo en segundos que el animal está en actividad 

ambulatoria durante un periodo de tiempo. 

Tiempo de actividad vertical (TV): es el tiempo en segundos que el animal se encuentra 

obstruyendo el sensor vertical al incorporarse, por lo que la variable aumenta cuando el animal está 

por debajo del sensor vertical.  

 

11.2 Barra de equilibrio 

El protocolo de barra de equilibrio evalúa alteraciones motoras provenientes de la corteza 

sensoriomotora, por efecto de una lesión o intoxicación. La coordinación motriz puede ser afectada 

por alteraciones en la corteza motora y la falla en la regulación dopaminérgica proveniente de los 

componentes de salida en los ganglios basales. El protocolo de la barra de equilibrio evalúa la 

habilidad de mantener el balance y atravesar una barra de madera de 1.5 m de largo y 2 cm de 

espesor (figura 10). El protocolo consistió en colocar la barra de equilibrio a una altura del piso de 

50 cm, mientras que en un extremo de la barra se coloca una caja negra que tuvo la función de 

plataforma de escape, la prueba se realizó en condiciones de silencio e iluminación roja para su 

registro, el cual se realizó en dos fases; la fase de entrenamiento y de prueba que se describen a 

continuación.  

▪ Entrenamiento: Tuvo una duración de dos días, durante el cual se colocaron las ratas sobre la 

barra horizontal a diferentes distancias (20 y 150 cm) alejadas de la plataforma de escape. 

Durante cada día se realizó un ensayo por distancia con un intervalo de tiempo de 2 minutos 

entre ensayos, así como un periodo de habituación en la caja de escape por 1 minuto. 

▪ Prueba: Después de la etapa de entrenamiento (tercer día), la prueba consistió en colocar al 

roedor a 10 cm de la plataforma de escape para que recordara la tarea. Durante la prueba se 

colocó la rata a 150 cm de la plataforma de escape, en la prueba se evaluó la latencia de llegada 

a la plataforma, así como el número de errores, congelamiento y número de pasos que cometió 

al realizar la prueba. 

La latencia se considera como el tiempo que le toma a la rata en llegar desde su colocación en la 

barra horizontal, hasta que consigue entrar a la plataforma de escape con sus cuatro patas. Se 

considera error cuando el animal durante su traslado a la plataforma de escape pierde la posición 

sobre la barra de cualquiera de las patas trasera, o cuando al dar el paso no consigue colocar la pata 



sobre la barra, también se considerará error por cada pata que pierda su posición con respecto a la 

barra. 

 

Figura 10. Barra de equilibrio: En el esquema se muestra la barra de equilibrio, la barra tiene una superficie plana 

de 1.5 mm de espesor, 150 cm de largo y 5 cm de ancho, suspendida a una altura de 50 cm del piso, y en sus extremos 

hay una plataforma de escape (caja negra). Modificado de Sweis et al. (2016). 

 

11.3 Coordinación motora (Rotarod) 

El protocolo de coordinación motora evalúa y analiza la habilidad del roedor de mantener el 

equilibrio de sus extremidades traseras y delanteras sobre un rodillo de 7 cm de diámetro (3.5 

pulgadas), que se mantiene a una velocidad constante en diferentes patrones de tiempo (figura 9). 

Esta prueba se fundamenta, en que la coordinación motora puede verse afectada por alguna 

patología cerebral en las cuales se presenta implicada la vía nigroestriatal, alterando el sistema 

motor. Para la realización de la prueba de coordinación motora se utilizó el equipo IITC 755 

Rotarod (IITC life science, Woodland Hills, San Diego, CA, EUA) (Figura 9), que consiste en una 

estructura de metal con cinco cilindros internos de 3.75 pulgadas de diámetro impulsados por un 

motor, el cilindro tiene una superficie rugosa que permite que el roedor no se resbale del cilindro. 

El equipo rotarod registra el tiempo y la velocidad (rpm) a las cuales el roedor pierde el equilibrio 

y cae durante la prueba. El método de coordinación motora consiste en tres etapas: la fase de 

reconocimiento, entrenamiento y la prueba, en las cuales se utilizan diferentes velocidades para 

medir la coordinación del roedor, el protocolo se describirá a continuación:  



▪ Reconocimiento: se coloca al roedor durante 60 segundos sobre el rodillo sin movimiento, se 

realizarán 2 ensayos por un día, entre cada ensayo se dejó un intervalo de 20 a 30 minutos de 

reposo.  

▪ Entrenamiento: en esta fase se realizaron 2 ensayos por cada patrón de velocidad (6, 12, 18 y 24 

rpm) con una duración de 60 segundos cada uno, por tres días consecutivos. 

▪ Prueba: en el periodo de prueba se realizó un protocolo de aceleración que consistió en colocar 

al roedor sobre el rodillo, que tuvo una velocidad de giro de 42 rpm por un tiempo de 300 

segundos, el protocolo se realizó durante cinco días consecutivos.  

La prueba Rotarod se determinó en dos fases del tratamiento, a los seis y a los doce meses. En cada 

fase de prueba se evaluó la latencia de caída del rodillo o cuando se detiene al finalizar la tarea. 

Esta tarea conductual se realizó en la fase de oscuridad con luz roja para permitir la visibilidad. 

 Códigos para programar el aparato Rotarod para el protocolo de coordinación motora 

 

 

 

 

 

NOTA: la velocidad de aceleración hace referencia a las revoluciones finales (20 a 45 rpm) que se 

alcanzan hasta los 20 u 80 segundos según sea el caso.   

 

 
Figura 9. Rotarod IITC 755. Es un aparato automatizado con cinco compartimentos atravesados por un rodillo de 

3.5 pulgadas, posee controles de velocidad que dispara el temporizador una vez que la rata cae en la varilla, la varilla 

gira a diferentes variaciones de aceleración (rpm) en un tiempo determinado (Bardullas et al., 2011). 

 

 

Entrenamiento 
Tiempo:                                 E0160 

Línea:                                    E2001 

Velocidad Inicial:                 E3004 

Velocidad Final:                   E4020 

Velocidad Aceleración:        E5020 

Giro de rodillo:                     E6004 

Prueba 
Tiempo:                                 E1240 

Línea:                                    E2001 

Velocidad Inicial:                 E3010 

Velocidad Final:                   E4045 

Velocidad Aceleración:        E5180 

Giro de rodillo:                     E6004 

 



11.4 Protocolo de laberinto elevado en cruz 

La prueba de laberinto elevado en cruz fue diseñada con el fin de proporcionar una medida del 

nivel de ansiedad en roedores. La prueba de laberinto se basa en el conflicto del roedor por 

permanecer un área segura y evitar la exploración de áreas abiertas. La prueba se realizó en una 

área aislada del ruido mantenida en completa oscuridad, asemejando las características de un 

ambiente propicio para el roedor, y así poder visualizar su conducta exploratoria fielmente.  

La prueba se realizó dos veces durante el tratamiento (a los 6 y 12 meses del tratamiento con ATR) 

con el fin de determinar el efecto de la exposición crónica a ATR a lo largo del tiempo. La prueba 

consistió en una sesión para cada roedor, en los dos tiempos diferentes del tratamiento. Para lo cual 

utilizamos el laberinto elevado en cruz, que consta de un aparato elevado 50 cm con respecto al 

piso, el cual está formado por cuatro brazos (dos brazos abiertos y dos brazos cerrados) de 50 cm 

de largo y 10 cm de ancho (figura 11). El protocolo consistió en colocar al roedor en el centro del 

laberinto viendo hacia un brazo abierto (brazo 4), tomando como variable el tiempo que cursa el 

roedor entre brazos del laberinto como medida el rendimiento motor, así como, el número de 

entradas de los brazos como medida de alteración cognitiva. Para corroborar los datos obtenidos 

de la prueba, se grabó la prueba. Entre el cambio del roedor, el laberinto fue limpiado con una 

solución de ácido acético al 1% v/v, después de cada sesión. 

 

Figura 11. Laberinto elevado en cruz. Es un equipo hecho de acrílico, que se usa para realizar la prueba de ansiedad. 

Consta de 4 brazos (dos brazos abiertos y dos brazos cerrados) de 50 cm de largo y 10 cm de ancho, los cuales están a 

una altura de 50 cm del piso. Modificado de Sweis et al. (2016). 

 

 



12. Determinación del nivel de lipoperoxidación por efecto de atrazina  

Después de haber terminado el tratamiento con ATR (12 meses) y de haber realizado las pruebas 

motoras y conductuales, se sacrificaron a los roedores por decapitación para posteriormente ser 

diseccionadas las regiones cerebrales usando el método de Glowinski - Iversen (1966). 

Primeramente, se sacrificaron a los roedores por decapitación y se extrajo el cerebro el cual fue 

colocado en una caja Petri (mantenida a una temperatura de 4 °C) para la disección de las regiones 

cerebrales, las cuales preservamos a una temperatura de -70 °C para posteriormente medir los 

niveles de peroxidación de lípidos mediante la determinación de dienos conjugados y especies 

reactivas al ácido tiobarbitúrico (TBARs), así como el nivel de expresión de enzimas antioxidantes 

GPx-1 y SOD-Mn2+, por medio del uso de anticuerpos específicos (Western Blot).  

 

12.1 Determinación de dienos conjugados en los blancos dopaminérgicos 

En el proceso de peroxidación de lípidos, se produce el desprendimiento de un protón (H+) de los 

PUFA formando un radical libre, el electrón desapareado se reordena para estabilizar la cadena del 

PUFA formando un dieno conjugado. La formación de dienos conjugados es la etapa inicial del 

proceso de lipoperoxidación, estos se producen como resultado de la degradación de los PUFA 

debida al aumento en los niveles de ERO intracelulares. En el inicio de protocolo se cuantificó la 

concentración de proteínas por el método de Lowry, utilizando albúmina sérica de suero bovino 

como estándar. Para esto se homogenizó cada región en 200 µL de solución balanceada de fosfatos 

(PBS 0.1 M, pH =7.4). Para cuantificar la formación de dienos conjugados se utilizó el método de 

Klaassen y Plaa (1969), en el cual se hizo reaccionar 1 mg de proteína de tejido. El método consistió 

en colocar un volumen proporcional a 250 µg de proteína de muestra, 40 µL de agua desionizada 

y 400 µL del reactivo Folch (dos partes de cloroformo y una parte de etanol) en un tubo de ensaye, 

realizándose este procedimiento para cada región cerebral. La muestra se agitó en un vortex por 15 

segundos, para posteriormente ser centrifugada a 3000 rpm por 10 minutos, se tomaron 250 µL del 

sobrenadante del vial y se dejó secar por 8 horas. Una vez secos los frascos se les agregó 150 µL 

ciclohexano y se agitaron por 15 segundos. Posteriormente, los dienos conjugados se midieron en 

un espectrofotómetro usando como agente blanco (control) el ciclohexano, que fue colocado en 

una cubeta de cuarzo para ser leído en un rango del espectro de luz a 233 nm.  

 

 



12.2 Determinación de especies reactivas al ácido tiobarbitúrico (TBARs)  

El ensayo de TBARs permite medir el grado de oxidación/actividad antioxidante en una muestra, 

la prueba mide los aldehídos formados en ausencia de un catalizador como Fe2+/Cu2+, o por efecto 

de la aceleración de la reacción por un catalizador (FeSO4). Este método nos permite medir los 

productos del proceso de peroxidación lipídica, que se cuantificaron usando el método del TBARs 

y la concentración de aldehídos reactivos que se expresara en nmol/mg de proteína (Figura 12). El 

método se basa en la que una molécula del aldehído reacciona con dos moléculas del ácido 

tiobarbitúrico formando un cromóforo con una absorbancia de 532 nm. Para lo que se realizaron 

dos ensayos, el primero que se llama basal en donde se llevan a cabo reacciones con el ácido 

tiobarbitúrico y otro al que se le agregó Fe2+SO4, la reacción forma hidroperóxido (LOOH) en la 

fase de propagación en el proceso de peroxidación de lípidos, aumentando los niveles de TBARS.  

Para determinar la reacción de TBARs se tomó como referencia el protocolo de Luna-Moreno et 

al. (2007), el cual se describe a continuación: Este ensayo se realiza por duplicado, un ensayo es el 

basal y el otro es el grupo con hierro (FeSO4, reto). En el ensayo basal se le colocan un volumen 

proporcional a 250 µL de proteína de la muestra, y se ajusta a un volumen de 100 µL con buffer 

TRIS 0.15 M, mientras que en los tubos de ensayo con hierro se adicionaron 50 µL de FeSO4 (500 

µM) para las diferentes regiones cerebrales, posteriormente las muestras se incubaron a 37 °C por 

30 minutos. Después de la incubación se tomaron 40 µL y se le adicionaron a cada tubo 150 µL de 

ácido acético al 20 %, 150 µL de ácido tiobarbitúrico y 50 µL de agua desionizada, se agitaron y 

se colocaron en un baño maría a una temperatura de 95 °C por un tiempo de 45 minutos. Para 

posteriormente enfriarlos a chorro de agua, después se les agregó 100 µL de KCl y 500 µL de la 

solución piridina/butanol (1:15 v/v respectivamente) agitándose por 15 segundos. Finalmente, se 

tomó la fase superior del tubo (cromóforo) y se le colocó en viales para posteriormente ser 

centrifugados a 3000 rpm por 10 minutos, después de ser centrifugados se tomó el sobrenadante y 

se depositó en la celdilla de cuarzo para ser determinado en un espectrofotómetro a un rango de luz 

de 532 nm. 

 

12.3 Detección de enzimas antioxidantes (Western Blot) 

El método de inmunotransferencia de proteínas (Western Blot), nos ayudará a cuantificar el estado 

enzimático de los sistemas antioxidantes SOD-Mn y GPx-1 de los blancos de los sistemas 

dopaminérgicos de ratas expuestas a ATR. 



En el método de Western Blot se determinaron las enzimas antioxidantes, permitiendo la detección, 

separación y cuantificación de proteínas específicas por medio del uso de anticuerpos específicos 

(SOD y GPx-1). El protocolo se divide en tres etapas; la electroforesis que permite determinar 

proteínas presentes en una determinada muestra que se desplazan dentro de un gel de poliacrilamida 

separándose de acuerdo con su peso molecular, en la segunda etapa se realizó la transferencia de 

las proteínas separadas a una membrana de fluoruro de polivinilideno (PVDF), y finalmente se 

incubó la membrana con anticuerpos primarios y específicos para las proteínas inertes.  

Para la determinación de las enzimas antioxidantes SOD y GPx1. Las muestras se homogenizaron 

con un buffer de homogenización modificado de Pan et al. (2006) que contiene; 50 mM de TRIS-

HCl, 50 mM de NaCl, 5 mM de EDTA, 1 mM de EGTA, 1% de TRITON X-100, 0.1 % de SDS, 

10 % v/v glicerol y 0.1 % de coctel de inhibidores de proteasas y fosfatasas, para posteriormente 

determinarse la concentración de proteínas por el método de Lowry. 

Electroforesis. Las muestras se cargarán en geles de poliacrilamida al 12%, posteriormente se 

corrieron las muestras con un buffer de electroforesis ((MOPS-SDS Running buffer 1X) a 100 V 

durante 120 minutos a temperatura ambiente (Scopes et al., 2001). 

Transferencia: Los geles fueron colocados en forma de sándwich con un papel filtro y una 

membrana de PVDF (previamente equilibrada con metanol) en un buffer de transferencia (buffer 

MOPS-SDS 1x) a 15 Volts por 110 minutos. 

Inmunodetección: Las membranas se bloquearon con blotto por un lapso de 120 minutos, después 

se realizaron tres lavados con TBS-Tween 1X por 10 minutos cada uno. Posteriormente se incubó 

la membrana con el anticuerpo primario (dilución 1:1000) por un lapso de 18 horas, después se 

retiró el anticuerpo y se realizaron tres lavados con TBS-Tween 1X de 10 minutos cada uno. 

Después se colocó el anticuerpo secundario (dilución 1:3000) durante 2 horas, para luego lavar el 

anticuerpo con TBS-Tween 1X. Finalmente, las bandas de proteínas se revelaron con una solución 

quimioluminiscente (ECL), en la cual se incubaron por un lapso de tres minutos, la membrana se 

llevó a una caja de revelado en donde se colocó en una placa fotográfica hasta obtener el revelado 

de la placa. Las bandas se analizaron utilizando el software libre Imagen J. 

 

 

 

 



13. Análisis estadístico 

Las pruebas estadísticas para evaluar efectos del tratamiento en el peso corporal, actividad 

locomotora espontánea, pruebas conductuales (rotarod y barra de equilibrio), así como de la prueba 

de laberinto elevado en cruz y de las diferentes pruebas bioquímicas (determinación de dienos 

conjugados, reacción de TBARs, expresión de enzimas con actividad antioxidante SOD y GPx), se 

analizaron por medio de una varianza (ANDEVA) de una o dos vías según sea el caso. Las 

diferentes comparaciones se realizaron con un nivel mínimo de significancia de 95 % (p ≦ 0.05). 

Los datos obtenidos de los sujetos expuestos a ATR se analizaron con el paquete estadístico 

Statview versión 5.0 (SAS Institute Inc. Cary. NC, USA), mientras que la elaboración de las 

gráficas, fueron realizadas utilizando el programa Sigmaplot (Systat Softweare Inc.4.0 SYSTAT 

Softweare). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



14. Resultados  

14.1 Efecto de la administración de atrazina sobre el peso corporal 

El tratamiento con ATR no produjo cambios en el aspecto de los roedores, al mismo tiempo que 

no se presentaron decesos durante el periodo de registro. Durante el tratamiento con atrazina, se 

registró el peso corporal de los roedores durante el proceso de intoxicación crónica (12 meses) a 

dos diferentes dosis de ATR (1 ó 10 mg ATR/kg de peso corporal) y el grupo control. La 

administración con atrazina no produjo diferencias significativas entre los grupos durante el 

tratamiento [F (2, 27) = 0.547, p = 0.5852], solo se observó efecto en el tiempo de muestreo [F (12, 

324) = 691.453, p < 0.0001], sin observarse efecto en la interacción tratamiento x tiempo [F (24, 

324) = 1.345, p = 0.1321]. En la siguiente gráfica se muestran los pesos registrados en los 13 meses 

de exposición a ATR en los grupos tratados (1 ó 10 mg ATR/kg) y el grupo control (Figura 12). 
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Figura 12. Registro del peso corporal. Cada figura muestra el peso corporal de los tres grupos experimentales 

(control, 1 ó 10 mg ATR/kg) durante 13 meses, en el que se muestra el registro mensual de los grupos cuando fueron 

tratados con atrazina y el grupo control. Cada figura muestra el promedio del grupo experimental por mes de 

tratamiento, media ± EEM.  

 

Al no observar efecto en el peso corporal del roedor, decidimos analizar el efecto de ATR sobre el 

índice de obesidad o de Lee. El cual es un parámetro antropométrico que nos proporciona si ATR 

modificó el aspecto de los roedores durante el tratamiento con ATR. 



14.1.1 Índice de Lee 

El parámetro antropométrico de obesidad puede cuantificarse por el índice de Lee, este parámetro 

se analizó al final del tratamiento el cual arrojó que tras el fin de la administración de ATR produjo 

efecto debido al tratamiento [F (2, 24) = 3.693, p = 0.0400]. El análisis post hoc de Fisher mostró 

que al final del tratamiento con ATR, los grupos tratados con el herbicida (1 y 10 mg ATR/kg) 

fueron diferentes entre ellos, mientras que el grupo de 1 mg ATR/kg disminuyo con respecto al 

grupo control (figura 13). Lo que nos demuestra que la administración de ATR, indujo efectos en 

el metabolismo de los roedores, aunque no en el tamaño de los roedores [F (2, 24) = 0.998, p = 

0.3834]. 
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Figura 13. Índice de Lee. La gráfica muestra el valor de índice de Lee de los tres grupos experimentales (control, 1 

mg ATR/kg, ó 10 mg ATR/kg) al final del tratamiento. Cada punto de la barra muestra el promedio de los grupos 

experimentales y el grupo control al final del tratamiento, media ± EEM. * muestra que el grupo de 1 mg ATR/kg fue 

diferente de los grupos control. p < 0.05.  

 

 

 

 

 



  14.2 Efectos de la exposición a atrazina en la primera hora de exploración en el registro de 

la actividad locomotora espontánea durante el tratamiento. 

La actividad locomotora nos permite valorar el estado físico del roedor durante la exposición 

crónica a ATR (12 meses). Para determinar el grado de afectación por ATR en los roedores se 

cuantificó el proceso de exploración y la actividad locomotora espontánea. Para esto se tomaron 

diez variables como las más significantes: cuentas estereotipadas, actividad horizontal, distancia al 

centro, distancia total, distancia en el margen, número de estereotipias, tiempo de actividad vertical, 

tiempo en el centro, tiempo en el margen y el tiempo de movimiento. Para esto se analizó la primera 

hora de registro durante los 12 meses de tratamiento. Los datos generados muestran solamente 

efecto de tratamiento en la actividad vertical [F (2, 23) = 4.132, p = 0.0272]. Por otro lado, todas 

las variables analizadas mostraron efecto de tiempo (12 meses de registro) [F´s (11, 297) = 6.312 

– 27.749, p < 0.05]. Mientras que ninguna variable mostró efectos de interacción (tratamiento x 

tiempo). Los datos estadísticos de las variables analizadas analizadas con respecto a la primera 

hora de registro se pueden observar en la tabla 1 que muestra el resumen de los valores de F´s. 

 

14.2.1 Efecto de la exposición crónica a atrazina sobre la actividad vertical  

El análisis de la actividad vertical de la primer hora de registro mostró mediante el análisis de 

ANOVA de medidas repetidas, efecto significativo en el tratamiento [F (2,27) = 4.132, p = 0.0272], 

se observó diferencias significativas en el tiempo de muestreo [F (10, 270) = 27.149, p < 0.0001), 

mientras que en la interacción tratamiento y tiempo no se observó efecto [F (20, 270) = 0.921, p = 

0.5612]. Por otro lado, los resultados de la ANOVA de una vía nos arrojaron efecto de tratamiento 

para los meses 3, 4, 5, 6, 7, 11 y 12 [F´s (2, 27) = 2.607 – 6.131, p < 0.05]. Donde el análisis post 

hoc de Fisher nos mostró que el grupo de 10 mg ATR/kg presento hipoactividad con respecto al 

grupo control. En la siguiente figura se muestra el periodo de exploración con respecto a la 

actividad vertical del roedor a lo largo del tratamiento (figura 14).  
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Figura 14. Actividad vertical. La gráfica representa la actividad vertical dentro de la caja de registro de la primera 

hora de la actividad locomotora espontánea de los tres grupos experimentales a lo largo de los 12 meses de tratamiento. 

Cada punto de la gráfica representa el promedio del grupo por mes de tratamiento (media ± EEM). * Denota diferencias 

significativas entre el grupo de 10 mg ATR/kg y el grupo control. 

 

 

Resumen de los valores de F´s para el análisis de la primera hora de registro de las diez variables 

analizadas de la actividad locomotora espontánea durante el tratamiento con ATR. 

 

 
 
Tabla 1. Valores de F´s para las diferentes variables de actividad locomotora. La tabla muestra los valores de F 

para cada una de las variables analizadas por una ANOVA de medidas repetidas, para la primera hora de registro. 

Abreviaturas: Conteo de actividad de episodios estereotipados (CEAE), Actividad horizontal (AH), distancia al centro 

(DC), Distancia en el margen (DM, distancia total (DT), número de estereotipias (NE), actividad vertical (AV), tiempo 

en el centro (TC), tiempo en el margen (TEM), tiempo de movimiento (TM). p < 0.05, cada asterisco (*) representa 

diferencia significativa entre grupos. 

 

 

 



14.3 Efecto de la exposición crónica a la atrazina sobre la actividad locomotora espontánea 

durante el transcurso de los 12 meses (datos colapsados de las 24 horas). 

La administración crónica de ATR (1 ó 10 mg ATR/kg) en comparación con el grupo control, 

alteró la actividad locomotora en el transcurso del tratamiento. Los datos obtenidos a lo largo de 

los doce meses de registro muestran efecto de tratamiento en la DT, NE, AV y TM [F´s (2, 23) = 

3.751 – 4.901, p < 0.05]. Todas las variables muestran efecto de tiempo (12 meses de registro) [F´s 

(10, 230) = 2.542 – 26.670, p < 0.01]. Observamos efectos de interacción (tratamiento x tiempo) 

en DC, DT, DEM, TC y TEM [F´s (20, 230) = 1.698 – 14.787, p < 0.05]. 

El análisis de la actividad en términos de la actividad vertical, número de estereotipias y tiempo de 

movimiento durante el tratamiento con ATR se observaron efectos debido al tratamiento [F (2, 23) 

= 4.616, 3.751, 4.901, p < 0.05, respectivamente]. 

El análisis de varianza para la actividad vertical arrojó efecto durante el tratamiento en el mes 4, 

11 y 12 [F (2, 27) = 7.874, 18.121, 6.866, p < 0.05 respectivamente]. El análisis post hoc de Fisher 

mostró que en el mes 4 los grupos tratados con ATR (1 o 10 mg ATR/kg) exhibieron hipoactividad 

en comparación con el grupo control, mientras que en el mes 11 los grupos 1 ó 10 mg ATR/kg 

mostraron menor actividad que el grupo control, al mismo tiempo que fueron diferentes entre ellos, 

y para el mes 12 el grupo de 10 mg ATR/kg presentó menor actividad que los grupos de 1 mg 

ATR/kg y el grupo control (figura 15A).  

El análisis de una vía para el número de estereotipias mostró efecto en el mes 4, 6 y 12 [F (2, 27) 

= 7.009, 4.032, 3.881, p < 0.05 respectivamente]. Mientras que el análisis post hoc de Fisher arrojó 

que los grupos de 1 ó 10 mg ATR/kg presentaron hipoactividad en comparación con el grupo 

control en el mes 4, para los meses 6 y 11 el grupo de 10 mg ATR/kg mostró hiperactividad en 

comparación con el grupo el control (figura 15B).  

Por otro lado, el análisis de una vía en el tiempo de movimiento mostró efecto de tratamiento en el 

mes 4, 6 y 11 [F (2, 27) = 9.234, 5.004, 7.034, p < 0.05 respectivamente]. El análisis post hoc para 

el tiempo de movimiento arrojó que los grupos 1 ó 10 mg ATR/kg en el mes 4 son diferentes con 

respecto al grupo control mostrando efectos contrarios en los meses 6 y 12, donde el grupo de 10 

mg ATR/kg presentó un mayor tiempo de movimiento en comparación con el grupo control y el 

grupo de 1 mg ATR/kg (figura 15C).  
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Figura 15. Diagrama que muestra el efecto de atrazina sobre las variables de la actividad locomotora espontánea 
durante los 12 meses de tratamiento. Las variables que se muestran son la actividad vertical (A), número de 

estereotipias (B) y tiempo de movimiento (C) de los grupos tratados con ATR (1 ó 10 mg ATR/kg) y el grupo control. 

Cada punto de la gráfica representa el promedio del grupo por mes de tratamiento (± EEM), * representa diferencia 

significativa con respecto al control, # representa diferencia entre grupos de 1 y 10 mg ATR/kg, p < 0.05. 

 

Resumen de los valores de F´s para el análisis del promedio de las 24 horas de registro de las diez 

variables analizadas de la actividad locomotora espontánea para los doce meses de tratamiento.  

  

 
 
Tabla 2. Valores de F´s de la actividad locomotora espontánea global. La tabla muestra los valores de F´s para 

cada una de las variables analizadas por una ANOVA de medidas repetidas. Abreviaturas: Conteo episodio de actividad 

estereotipada (CEAE), actividad horizontal (AH), distancia al centro (DC), distancia en el margen (DMM), distancia 

total (DT), número de estereotipias (NE), actividad vertical (AV), tiempo en el centro (TC), tiempo en el margen 

(TEM) y tiempo de movimiento (TM). P < 0.05, cada asterisco (*) representa diferencia significativa entre grupos. 

 

14.4 Efecto de la exposición crónica a la ATR sobre la actividad locomotora espontánea 

durante el protocolo de 24 horas en los 12 meses de tratamiento. 

Para valorar el efecto de ATR sobre la actividad locomotora espontánea, se realizó el protocolo de 

registro de 24 horas a lo largo de los 12 meses de exposición de las variables antes descritas.  El 

registro de la actividad locomotora se muestra en lapsos de cuatro meses, como una parte 

representativa del registro de los doce meses que duró el tratamiento. 

 

 

12 meses CEAE AH DC DT DEM
Tratamiento (2, 23) = 2.397, p = 0.1134 (2, 23) = 1.575, p = 0.2286 (2, 23) = 0.141, p = 0.8689 (2, 23) = 4.807 *, p = 0.0180 (2, 23) = 0.984, p = 0.3890

Tiempo (10, 230) = 15.912 *, p < 0.0001 (10, 230) = 12.798 *, p < 0.0001 (10, 230) = 20.949 *, p < 0.0001 (10, 230) = 26.670 *, p < 0.0001 (10, 230) = 12.884 *, p < 0.0001
Interacción (20, 230) = 0.893, p = 0.5963 (20, 230) = 1.303, p = 0.1783 (20, 230) = 1.754, p = 0.0267 * (20, 230) = 14.787 *, p < 0.0001 (20, 230) = 1.921, p = 0.0121 *

12 meses NE AV TC TM TEM
Tratamiento (2, 23) = 3.751 *, p = 0.0389 (2, 23) = 4.616 *, p = 0.0206 (2, 23) = 0.979, p = 0.3909 (2, 23) = 4.901 *, p = 0.0169 (2, 23) = 1.017, p = 0.3774

Tiempo (10, 230) = 20.705 *, p < 0.0001 (10, 230) = 18.089 *, p < 0.0001 (10, 230) = 2.542, p = 0.0063 (10, 230) = 14.391 *, p < 0.0001 (10, 230) = 2.861, p = 0.0022

Interacción (20, 230) = 0.912, p = 0.5722 (20, 230) = 1.500, p = 0.0823 (20, 230) = 1.719, p = 0.0314 * (20, 230) = 0.903, p = 0.5837 (20, 230) = 1.698, p = 0.0347 *



14.4.1 Efecto de la exposición crónica a atrazina sobre la actividad vertical 

Los resultados del análisis para la actividad vertical arrojaron que para el caso del mes 4 se observó 

efecto de tratamiento [F (2, 27) = 7.874, p = 0.0020], con efecto en el tiempo de muestreo [F (23, 

621) = 17.307, p < 0.0001], sin efecto en la interacción (tiempo vs tratamiento) [F (46, 621) = 

0.880, p = 0.6979]. El análisis de varianza nos mostró que los grupos tratados con ATR (1 ó 10 mg 

ATR/kg) tuvieron efecto de tratamiento en la hora 13 [F (2, 27) = 5.885, p = 0.0076]. Por otro lado, 

la prueba post hoc de Fisher presentó hipoactividad en el grupo de 10 mg ATR/kg en comparación 

con el grupo de 1 mg ATR/kg y el grupo control. Para el mes 8, no se observó efecto de tratamiento 

[F (2, 26) = 1.673, p = 0.2073], con efecto en el tiempo [F (23, 598) = 20.802, p < 0.0001], sin 

efecto en la interacción (tiempo vs tratamiento) [F (46, 598) = 0.872, p = 0.7115]. En el mes 12 si 

se observó efecto en tratamiento [F (2,27) = 6.865, p = 0.0039] y el tiempo de muestreo [F (23, 

621) = 27.078, p < 0.0001], pero para la interacción (tratamiento x tiempo) no se observó efecto [F 

(46, 621) = 1.092, p = 0.3175]. El análisis de ANOVA de una vía nos mostró que a lo largo del 

protocolo se presentó efecto de tratamiento en las horas 5, 15 y 17 [F (2, 27) = 5.623, 4.999, 8.664, 

p < 0.05 respectivamente]. Los resultados del análisis de Fisher nos arrojaron que en la hora 5 el 

grupo de 10 mg ATR/kg presentó hipoactividad con respecto al grupo de 1 mg ATR, sin ser 

diferente del grupo control, para la hora 15 y 17 el grupo de 10 mg ATR tuvo una menor actividad 

en comparación con el grupo de 1 mg ATR y el control (figura 16).  
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Figura 16. Actividad vertical en el protocolo de 24 horas. En las gráficas se observa el registro de las 24 horas en 

el protocolo de la actividad locomotora espontánea en los tres grupos experimentales para los meses 4, 8 y 12. Cada 

punto de la gráfica representa el promedio del grupo por mes de tratamiento (± EEM). * denota diferencia significativa 

entre grupos tratados con ATR y el grupo control. 

 

 

 



14.4.2 Efecto de la exposición crónica a atrazina sobre la número de estereotipias 

El análisis de ANDEVA para el número de estereotipias se observa en la gráfica 21, que muestra 

el número de estereotipias en el protocolo de 24 horas. En mes 4 se observó efecto de tratamiento 

[F (2, 27) = 7.009, p = 0.0035] y de tiempo [F (23, 621) = 13.270, p < 0.0001], pero no fue el caso 

para la interacción (tiempo vs tratamiento) [F (46, 621) = 1.127, p = 0.2661], el ANOVA de una 

vía para la hora 14 arrojó efecto de tratamiento [F (2, 27) = 5.849, p =0.0079], mientras que el 

análisis post hoc de Fisher nos mostró que los grupos tratados con ATR presentaron hipoactividad 

en comparación con el grupo control. Para el mes 8, se observa que no hubo efecto de tratamiento 

[F (2, 26) = 2.619, p = 0.0920], pero sí para el tiempo [F (23, 598) = 20.406, p < 0.0001], sin efecto 

en la interacción entre tiempo x tratamiento [F (46, 598) = 1.042, p= 0.4004]. Para el caso del mes 

12 no presentó efecto de tratamiento [F (2,27) = 0.268, p = 0.7671], pero se observó efecto en 

tiempo [F (23, 621) = 24.280, p < 0.0001] y para la interacción (tratamiento x tiempo) no se observó 

efecto [F (46, 621) = 0.758, p = 0.8788] (figura 17).  
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Figura 17. Número de estereotipias en el protocolo de 24 horas. En las gráficas se observa el registro de las 24 

horas en el protocolo de la actividad locomotora espontánea en los tres grupos experimentales para los meses 4, 8 y 

12. Cada punto de la gráfica representa el promedio del grupo por mes de tratamiento. * representa diferencia 

significativa entre grupos. 
 

 

 

 

 

 

 

 



14.4.3 Efecto de la exposición crónica a atrazina sobre el tiempo de movimiento 

El tiempo de movimiento se analizó por medio de una ANDEVA de medidas repetidas, la cual 

presentó efecto en el tratamiento [F (2, 27) = 9.234, p = 0.0009], tiempo de muestreo [F (23, 621) 

=15.454, p < 0.0001], pero no para la interacción (tiempo vs tratamiento) [F (46, 621) = 1.059, p = 

0.3547]. El ANOVA de una vía arrojó que en la hora 14 tuvo efecto en el tratamiento [F (2, 27) = 

6.409, p = 0.0053]. Y el análisis de Fisher mostró que en la hora 14, los grupos tratados con ATR 

presentaron hipoactividad en los grupos tratados con ATR (1 y 10 mg ATR/kg) en comparación 

con el grupo control. En el mes 8, los resultados del análisis de ANDEVA mostró que no hubo 

efecto de tratamiento [F (2, 26) = 2.349, p = 0.1154], con efecto en el tiempo de muestreo [F (23, 

598) = 26.279, p < 0.0001], pero no para la interacción (tiempo vs tratamiento) [F (46, 598) = 

0.999, p = 0.47772]. Mientras que para el mes 12, la ANDEVA de medidas repetidas no mostró 

efecto de tratamiento [F (2, 27) = 0.469, p = 0.6309], mientras que para el tiempo de muestreo se 

pudo observar efecto [F (23, 621) = 26.456, p < 0.001], pero no para la interacción (tiempo vs 

tratamiento) [F (46, 621) = 0.748, p = 0.8893] (figura 18).  
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Figura 18. Tiempo de movimiento en el protocolo de 24 horas. En las gráficas se observa el registro de las 24 horas 

en el protocolo de la actividad locomotora espontánea en los tres grupos experimentales para los meses 4, 8 y 12. Cada 

punto de la gráfica representa el promedio del grupo por mes de tratamiento. * denota diferencia significante entre el 

grupo control y los tratados con ATR (1ó 10 mg ATR/kg). 

 

Los valores complementarios de las variables de la actividad locomotora se pueden observar en el 

ANEXO 1 al final del escrito. 

 

 



14.5 Efecto de la exposición crónica a la atrazina sobre el protocolo la barra de equilibrio 

durante los 12 meses de tratamiento. 

El protocolo de barra de equilibrio es una prueba de coordinación motora fina, la cual permite 

evaluar la capacidad del roedor para atravesar una viga de 1 cm de grosor manteniendo el equilibrio. 

Se tomaron como resultado el tiempo que le lleva al roedor en cursar una sección de la viga, así 

como los errores en el trayecto y el número de congelamientos. La evaluación de la prueba de barra 

de equilibrio se realizó en dos etapas del tratamiento (6 y 12 meses), en la primera etapa de la 

prueba no se observó efecto de tratamiento en el número de errores totales [F (2, 27) = 0.584, p = 

0.5648], de la misma forma para la fase dos [F (2, 27) = 1.137, p = 0.3355] (figura 19 A). El tiempo 

del recorrido en el protocolo de barra de equilibrio se puede tomar como una medida de daño en el 

control motor. Al evaluar el tiempo promedio de recorrido en la barra de equilibrio en la fase 1 del 

tratamiento, no se observó efecto de tratamiento con ATR [F (2, 27) = 0.135, p = 0.8739], ni en la 

fase 2 [F (2, 27) = 0.841, p = 0.4421] (figura 19 B). Los datos complementarios de la prueba de 

barra de equilibrio se muestran en la tabla 3. 
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Figura 19. Número de errores y tiempo de recorrido en el protocolo de barra de equilibrio. La siguiente gráfica 

nos muestra el número de errores y el tiempo de recorrido durante la prueba de barra de equilibrio. Cada barra 

representa el promedio del número de errores y el tiempo de recorrido del grupo control y los tratados con ATR (1 y 

10 mg ATR/kg) (media ± EEM). 

  



 

Tabla 3. Parámetros del protocolo de barra de equilibrio. Se muestran los diferentes parámetros de la prueba de 

barra de equilibrio, los datos presentados son la media de los tres grupos experimentales ± EEM, p < 0.05, * diferencia 

significativa con respecto al grupo control. 

 

 

 

14.6 Evaluación del efecto de la exposición a atrazina en la prueba de coordinación motora a 

los 6 y 12 meses de tratamiento. 

La evaluación del protocolo de coordinación motora (Rotarod) se realizó en dos etapas (6 y 12 

meses de tratamiento) en el transcurso del tratamiento con ATR. El análisis ANDEVA para el 

tiempo de permanencia en el rodillo en la primera etapa de prueba (seis meses de tratamiento) no 

se observó efecto de tratamiento [F (2, 27) = 0.203, p = 0.8178], hubo efecto de tiempo de muestreó 

[F (7, 189) = 3.870, p = 0.0006], y no hubo efecto de interacción (tiempo vs tratamiento) [F (14, 

189) = 0.574, p = 0.8831] a lo largo de 8 sesiones vespertinas (figura 20 A). Mientras que el análisis 

de la segunda fase de la prueba (1 año de tratamiento), no se observó efecto de tratamiento [F (2, 

27) = 0.133, p = 0.8761], ni para el tiempo de muestreo [F (4, 108) = 0.776, p = 0.5430] o para la 

interacción de tiempo vs tratamiento [F (8, 108) = 0.531, p = 0.8313] (figura 20 B) en cinco sesiones 

vespertinas.  

Grupo Control 1 mg ATR / kg 10 mg ATR / kg Estadistica

Tiempo de recorrido 43.10 ± 8.305 45.0 ± 12.214 51.100 ± 12.996 F (2, 27) = 0.135, p = 0.8739

Pasos totales 30.4 ± 1.258 31.2 ± 1.254 33.0 ± 1.571 F (2, 27) = 0.946, p = 0.4007

Errores 8.9 ± 1.609 10.8 ± 1.420 11.8 ± 2.56 F (2, 27) = 0.584, p = 0.5648

Número de Congelamientos 2.3 ± 0.335 2.2 ± 0.327 2.0 ± 0.422 F (2, 27) = 0.176, p = 0.8392

Tiempo congelamiento 1.4 ± 0.371 1.7 ± 0.517 2.5 ± 0.687 F (2, 27) = 1.105, p = 0.3457

Arrastres 0.10 ± 0.10 0.2 ± 0.133 0.2 ± 0.133 F (2, 27) = 0.220, p = 0.8043

Distancia de arrastre 0.6 ± 0.60 1.33 ± 0.923 1.62 ± 1.088 F (2, 27) = 0.346, p = 0.7103

Tiempo de recorrido 64 ± 12.022 45.2 ± 11.542 56.7 ± 6.525 F (2, 27) = 0.841, p = 0.4421

Pasos totales 33.7 ± 0.817 28.8 ± 3.476 32.5 ± 1.815 F (2, 27) = 1.22, p = 0.3111

Errores 10.9 ± 1.676  7.7 ± 1.783 10.6 ± 1.5 F (2, 27) = 1.137, p = 0.3356

Número de Congelamientos 3.1 ± 0.314 1.8 ± 0.442 3.1 ± 0.314 F (2, 27) = 4.297, p = 0.0240 *
Tiempo congelamiento 25.2 ± 3.392 16.8 ± 5.179 30.2 ± 5.168 F (2, 27) = 2.115, p = 0.1401

Arrastres 0.10 ± 0.10 0.10 ± 0.10 0.40 ± 0.221 F (2, 27) = 1.306, p = 0.2874

Distancia de arrastre 0.67 ± 0.67 1.0 ± 1.0 2.29 ± 1.333 F (2, 27) = 0.681, p = 0.5144

Barra de equilibrio (1 cm)
Etapa 1. Prueba

Etapa 2. Prueba
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Figura 20. Tiempo de permanencia sobre el cilindro. La gráfica A corresponde al registro de las 8 sesiones en el 

rodillo giratorio (rotarod) a los seis meses de tratamiento y la gráfica B es la evaluación al año de tratamiento, donde 

cada punto de la gráfica es el promedio del tiempo de latencia que el roedor permaneció sobre el rodillo durante la 

etapa de prueba (promedio ± EEM). 

 

14.7 Evaluación del protocolo de laberinto elevado en cruz sobre la exposición crónica a 

atrazina durante los 12 meses de tratamiento. 

La prueba de laberinto elevado en cruz se realizó en dos etapas del tratamiento (6 y 12 meses), con 

el fin de determinar el grado de ansiedad en los roedores, por efecto del tiempo de permanencia en 

los brazos cerrados, evitando los brazos abiertos. La evaluación del laberinto elevado en cruz en la 

primera etapa con respecto al tiempo de permanencia en los brazos cerrados y abiertos no presentó 

efecto de tratamiento en la latencia en los brazos cerrados [F (2, 27) = 0.280, p = 0.7577], ni para 

los brazos abiertos [F (2, 27) = 0.449, p = 0.6427] (figura 21 A). Para la segunda fase de la 

evaluación de la conducta durante el tratamiento no se observó efecto significativo en la latencia 

en los brazos cerrados [F (2, 27) = 2.115, p = 0.1402], observándose efecto de tratamiento para los 

brazos abiertos [F (2, 27) = 4.009, p = 0.0299]. El análisis de Fisher arrojó que el grupo de 10 mg 

ATR/kg fue diferente del grupo control en el tiempo de permanencia entre ambos brazos (cerrados 

y abiertos) (figura 21 B), mostrando una conducta ansiolítica en los roedores tratados con ATR.  
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Figura 21. Tiempo de permanencia de los roedores en los brazos abiertos y cerrados. Las gráficas muestran el 

tiempo de permanencia de los roedores en los brazos abiertos y cerrados para los grupos tratados con ATR (1 ó 10 mg 

ATR/kg) y el grupo control. Cada barra representa el promedio ± EEM del tiempo en los brazos, tanto para la primera 

fase (figura A) y la segunda fase (B) durante el tratamiento con ATR, p < 0.05, * diferente del grupo control. 

 

Al observar efecto en la latencia de permanencia por lo roedores en los brazos del laberinto, 

decidimos analizar la trayectoria de los roedores durante la prueba como una medida de una 

alteración cognitiva y poder descartar el defecto motor. La evaluación del laberinto elevado en cruz 

en la primera etapa (figura 22 A) con respecto el número de trayectos o visitas a los brazos cerrados, 

para los tres grupos experimentales no se observó efecto de tratamiento [F (2, 27) = 0.674, p = 

0.5178], de la misma forma para las visitas en los brazos abiertos [F (2, 27) = 0.797, p = 0.4611]. 

Mientras que en la fase dos de la prueba (1 año de tratamiento), los roedores no mostraron efecto 

significativo con respecto al tratamiento en el número de visitas en los brazos cerrados [F (2, 27) 

= 1.291, p = 0.2914], pero se observó efecto en el número de visitas en los brazos abiertos [F (2,27) 

= 3.632, p = 0.0401]. La prueba post hoc de Fisher mostró que el grupo de 10 mg ATR presentó 

un mayor número de visitas en el brazo abierto con respecto al grupo de 1mg ATR/kg y el grupo 

control (figura 22 B). 
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Figura 22. Número de trayectos de los roedores en los brazos abiertos y cerrados. Las gráficas muestran la media 

del número de veces de visitas de los roedores en los brazos abiertos y cerrados para los tres grupos experimentales. 

Cada barra representa la media del número de vistas ± EEM del tiempo en los brazos, tanto para la primera fase (figura 

A) y la segunda fase (B) durante el tratamiento con ATR, p < 0.05, * diferencia significativa con respecto al grupo 

control. 

 

Al finalizar las pruebas conductuales, los roedores fueros sacrificados y su cerebro diseccionado 

en las diferentes regiones cerebrales con el fin de analizar la cuantificación de dienos conjugados 

y las sustancias reactivas al ácido tiobarbitúrico, como medidas del daño en la membrana celular 

por la exposición a ATR.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



14.8 Cuantificación del daño en las membranas celulares en las diferentes regiones cerebrales 

por efecto de la exposición a atrazina 

14.8.1 Dienos conjugados 

El daño producido por las ERO en las membranas celulares se divide de acuerdo al proceso de 

degeneración de los PUFA. En la etapa inicial del daño en los lípidos de membranas celulares, se 

produce la formación de dienos conjugados por efecto de la extracción de un protón (H+) en el 

grupo metileno (-CH2-) en la cadena de los PUFA, desapareando un carbono de la cadena 

degenerando la membrana celular. El análisis de la varianza de una vía en la cuantificación de 

dienos conjugados en las diferentes regiones cerebrales nos mostró efecto de tratamiento en 

cerebelo [F (2, 15) = 5.072, p = 0.0208] y mesencéfalo dorsal [F (2, 17) = 5.242, p = 0.0169]. El 

análisis post hoc de Fisher nos mostró que en el cerebelo los grupos tratados con ATR (1 y 10 mg 

ATR/kg) fueron diferentes entre ellos, y el grupo de 10 mg ATR/kg fue diferente del grupo control, 

mientras que en el mesencéfalo los grupos tratados con ATR (1 y 10 mg ATR/kg) fueron diferentes 

del grupo control. Por otro lado, no se observó efecto de tratamiento en corteza prefrontal estriado, 

núcleo accumbens, hipocampo y amígdala (figura 23).  
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Figura 23. Formación de dienos conjugados en las diferentes regiones cerebrales. La gráfica muestra la formación 

de dienos conjugados en las diferentes regiones cerebrales, cada barra representa la media de la densidad óptica/mg de 

proteína (promedio ± EEM) de los grupos tratados con ATR (1 ó 10 mg ATR/kg) y el grupo control, * denota diferencia 

significativa en comparación del grupo control. Corteza prefrontal (CPF), estriado (Est), cerebelo (cereb), núcleo 

accumbens (Ncc), mesencéfalo (MID), hipocampo (Hipp) y amígdala (Amíg).  

 



14.8.2 Reacción de sustancias reactivas del ácido tiobarbitúrico 

En el mismo ensayo que se cuantificó la formación de dienos conjugados, se realizó el ensayo de 

sustancias reactivas al ácido tiobarbitúrico como medida del daño celular, siendo proporcional a la 

formación de ERO en la fase de terminación en el proceso de peroxidación lipídica. El análisis de 

varianza en el ensayo basal no mostró efecto debido al tratamiento con ATR en corteza prefrontal, 

estriado, cerebelo, núcleo accumbens, mesencéfalo, hipocampo y amígdala (figura 24 A). Por otro 

lado, en el ensayo de reto hierro (figura 24 B) no se observó efecto en la formación de aldehídos 

en la corteza prefrontal, estriado, cerebelo, núcleo accumbens, mesencéfalo, hipocampo y 

amígdala. Como resultado de que la exposición crónica a ATR no indujo lipoperoxidación en las 

membranas celulares de los tejidos cerebrales, lo que nos muestra que la administración de 1 ó 10 

mg ATR/kg no degenera la membrana celular (figura 24). 
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Figura 24. Formación de sustancias reactivas al ácido tiobarbitúrico. Cada barra representa el promedio de la tasa 

de formación de aductos entre aldehídos y TBARs (nanomoles/mg de proteína) ± EEM, de las diferentes regiones 

cerebrales en los animales tratados con 0, 1 o 10 mg ATR/kg de peso corporal. La imagen A muestra el ensayo basal, 

mientras que la figura B es el ensayo en el que se produjo el reto con hierro para las mismas regiones cerebrales. 

Corteza prefrontal (CPF), estriado (Est), cerebelo (cereb), núcleo accumbens (Ncc), mesencéfalo (MID), hipocampo 

(Hipp) y amígdala (Amig).  

 

 

 

 

 



15. Discusión  

Con el fin de conocer los procesos degenerativos en patologías neurológicas como la enfermedad 

de parkinson y el Alzheimer, ha motivado a utilizar diferentes modelos experimentales. Entre los 

modelos usualmente empleados para estudios neurodegenerativos destacan los herbicidas como 

paraquat (Thiruchelvam et al., 2000), rotenona (Betarbet et al., 2000) o toxinas como MPTP, cuyo 

efecto es que afectan el transporte de electrones en la mitocondria (Ayton et al., 2013), en conjunto 

con la alteración del sistema dopaminérgico nigroestriatal en roedores (Thiruchelvam et al., 2000; 

Coban & Filipov 2007; Bardullas et al., 2011; 2013, Rodriguez et al., 2013). Estudios de nuestro 

grupo con ratas macho de la cepa Sprague-Dawley expuestas a 10 mg ATR/kg de peso corporal 

durante un año, han mostrado que el herbicida ATR puede ser considerado un agente tóxico para 

el sistema dopaminérgico con el potencial de alterar la actividad locomotora y cognitiva (Bardullas 

et al., 2011; 2013), debido a la muerte de células dopaminérgicas modificando las conexiones que 

se encargan de procesar el movimiento (Gómez-Chavarín et al., 2014). El presente estudio muestra 

que la exposición crónica por un año a ATR (1 y 10 mg ATR/kg) en rata, causa variaciones en la 

actividad locomotora y en la conducta motora, como efecto de la alteración en la homeostasis en 

los sistemas dopaminérgicos. Como se pudo observar en un estudio previo de nuestro grupo donde 

la administración de ATR de forma repetida (6 inyecciones de 100 mg ATR/kg) por dos semanas 

en rata, produjo alteraciones conductuales y motoras desde la primera inyección, así como alterar 

la expresión de mRNA para Trx-1 en núcleo accumbens (Rodríguez et al., 2013).  

 

15.1 Aspecto corporal 

El tiempo que duro la administración con ATR en los roedores, se les mantuvo en restricción de 

alimento hasta alcanzar los 300 gramos de peso corporal. El registro del peso corporal de los grupos 

tratados con ATR (1 ó 10 mg ATR/kg) y el grupo control durante un año de tratamiento, no 

presentaron diferencias significativas en su ganancia o pérdida de peso, tal y como se informó 

anteriormente (Bardullas et al., 2011, 2013; Qin et al., 2015; Walters et al., 2015). Contrastando 

con el estudio publicado por Lim y colaboradores, en el cual se observó obesidad en ratas de la 

cepa Sprague-Dawley de 8 semanas cuando fueron administradas con dos dosis de ATR (30 o 300 

µg ATR/kg) en el agua (Lim et al., 2009). Por lo que no podemos descartar, que la dieta 

suministrada (1 ó 10 mg ATR/kg) con pellets elaborados en el laboratorio pueda alterar el peso 

corporal de los roedores debido a que su alimentación fue restringida. Sin embargo, Zhang y 



colaboradores informan un menor peso corporal en los roedores (ratas Wistar) tratados con pellets 

combinados con ATR (14.24 ó 89 mg ATR/kg/día) (Zhang et al., 2018). Y Elbridgea y 

colaboradores, que informan una disminución en el peso corporal de ratas Sprague-Dawley cuando 

fueron administradas con 40 mg ATR/kg de peso corporal por 6 semanas vía nasogástrica 

(Eldridgea et al., 1999).  

Como se ha mencionado anteriormente, la exposición a atrazina en roedores puede alterar la 

funcionalidad de diferentes órganos y su fisiología, desde aumentar los niveles de metabolitos en 

orina (Zhang et al., 2018), generar estrés oxidativo en hígado, riñón y cerebro (Abarikwu 2014), 

inmunotoxicidad en el bazo (Gao et al., 2016), alteraciones en los niveles hormonales (Laws & 

Hotchkiss 2009) generar obesidad (Lim et al., 2009), así como incrementar la actividad neuronal 

(Rodríguez et al., 2017). Cabe mencionar que, en nuestro estudio los animales estuvieron en 

restricción alimenticia con el fin de aminorar el daño oxidativo, retardando los cambios asociados 

con la edad (Ingram et al., 1987) así como mantener el metabolismo celular, a partir de proporcionar 

un menor número de electrones en la transferencia por la mitocondria (Thornton 2002). Por tal 

motivo se evaluó el índice de Lee, con la finalidad de conocer si la administración de atrazina alteró 

el metabolismo basal en los roedores. Este es un parámetro antropométrico que toma en cuenta la 

longitud del roedor (inicio de la nariz y la cola) y su peso corporal, para conocer las variaciones en 

la talla corporal como resultado de cambios en el metabolismo del animal (Lee & Am 1929). Al 

finalizar el tratamiento con atrazina se cuantifico el índice de Lee, el análisis nos mostró que la 

administración de 1 mg ATR/kg de peso corporal, disminuyó la talla de los roedores en 

comparación con el grupo control. Este cambio en el aspecto de los roedores se pudo observar en 

el estudio de Zhang y colaboradores, en el cual observó un menor peso corporal cuando fueron 

administrados 14.24 mg ATR/kg de peso corporal a los 4 meses de haber iniciado el tratamiento, 

como resultado del cambio en el metabolismo energético hepático (Zhang et al., 2018). Con base 

a lo anterior, podemos mencionar que la exposición a químicos que alteran la función neuronal 

también afecta otros sistemas, modificando el metabolismo energético en diferentes órganos 

alterando el aspecto corporal en los roedores (Contini et al., 2012).  

 

 

 

 



15.2 Actividad locomotora espontánea 

Las tareas que evalúan la conducta del roedor son comúnmente empleadas en estudios 

toxicológicos con el fin de comprender los cambios en la conducta, como resultado de las 

alteraciones en la neurotransmisión dopaminérgica (Alder & Zbinden 1983). Así como las 

modificaciones en las vías moduladas por dopamina en los ganglios basales, y a su vulnerabilidad 

genética para proteínas con función antioxidante durante el proceso neurodegenerativo (Ekstrand 

& Galter 2009) o cognitivo, como un reflejo de la implicación de otras regiones cerebrales en el 

proceso (Braak et al., 2003; Asakawa et al., 2016). Estudios recientes han revelado que la 

exposición al herbicida atrazina produce variaciones en el comportamiento motor, como resultado 

de la degeneración progresiva de neuronas dopaminérgicas de la SNpc y la disminución de los 

niveles de dopamina en estriado (Bardullas et al., 2011; 2013; Rodriguez et al., 2013), generando 

comportamientos motores bifásicos en rata (Bardullas et al., 2011).  

Partiendo de la información anterior, se realizó el análisis del comportamiento de los grupos 

tratados con el herbicida atrazina y el grupo control, basándonos en la premisa de que la conducta 

motora de los roedores es dependiente del ciclo luz/oscuridad, por lo que cualquier variación en 

esta actividad nos brinda evidencia de su estado fisiológico. La prueba de actividad locomotora 

espontánea consistió en medir la actividad motora del roedor al colocarlo en un ambiente nuevo 

(caja de registro). Para esto, evaluamos por separado la primer hora de registro (de un total de 25 

horas) que denominamos hora de exploración, ya que es el periodo de mayor movimiento de los 

roedores ante un ambiente novedoso. El patrón conductual motor de los roedores durante la primer 

hora del registro disminuyo con forme finalizaba el tratamiento, como un reflejo de que los 

roedores de los tres grupos se habituaron a lo largo del periodo de exploración en la caja de 

registro. Observándose efecto significativo en la actividad vertical en los meses 3, 4, 5, 6, 7, 11 

y 12 en el grupo de 10 mg ATR/kg en comparación con el grupo control. Estos resultados se ven 

sustentados por Bardullas y colaboradores en 2011, quienes al evaluar la hora de exploración 

observaron hipoactividad en el grupo expuesto a 10 mg ATR/kg a los 8 meses de haber iniciado 

el tratamiento (Bardullas et al., 2011), a diferencia de lo observado en este estudio que dicho 

efecto se observó desde el mes 3 y se postergo al final del tratamiento. Por lo que la exposición a 

ATR genera un comportamiento motor bifásico cuando se administra 10 mg ATR/kg en roedores, 

cuyo comportamiento oscilante puede ser reflejo de la alteración neuroquímica en la vía 

nigroestriatal durante el tratamiento (Bardullas et al., 2011; 2013). 



Para conocer el comportamiento general de los roedores durante el tiempo de exposición, se evaluó 

de forma global la actividad de los roedores de los tres grupos formados. Dicho análisis nos arrojó 

efecto de tratamiento para las variables de actividad vertical, actividad horizontal y estereotipias, 

mientras que en las variables de posición se observó efecto de interacción de factores (tiempo vs 

tratamiento) en el grupo de 10 mg ATR/kg en comparación con el grupo control, modificando la 

conducta exploratoria de los roedores tratados con ATR. Dichos efectos varían con lo reportado 

por Bardullas y colaboradores, ya que, en su estudio del 2011 ellos reportaron hipoactividad en el 

mes 8 e hiperactividad en el mes 12 (Bardullas et al., 2011), mientras que en nuestro estudio 

observamos hipoactividad en el grupo de 10 mg ATR/kg en los meses 3 ó 4, que se posterga al 

final del tratamiento. Lo que nos sugiere que ATR tiene un comportamiento fluctuante en los 

roedores sin ser dependientes del tiempo de exposición (Walters et al., 2015).  

Por otro lado, la actividad locomotora de los roedores en el protocolo de 24 horas disminuyo para 

las variables de actividad vertical, actividad horizontal, localización y estereotipias en el mes 4 

como reflejo del inicio del proceso de neurodegeneración como se observan en modelos 

parkinsonarios (Ferrer 2011). Dicha hipoactividad se aplazó al final de la administración en el 

grupo tratado con 10 mg ATR/kg, para el tiempo en el centro, mientras que se observó 

hiperactividad en las variables de actividad vertical, distancia en el margen, tiempo en el margen. 

Estos resultados son congruentes ligeramente con los publicados por Bardullas y colaboradores, 

que en su reporte del 2011 mencionan que a una dosis de 10 mg ATR/kg, el herbicida atrazina 

indujo hipoactividad en el mes 8 e hiperactividad en el mes 12 para las variables verticales, 

horizontales, comportamiento estereotipado y de ubicación, dicho efecto lo atribuyeron a los 

cambios en la conectividad en la vía nigroestriatal al disminuir los niveles de dopamina en estriado 

(Bardullas et al., 2011). A diferencia de nuestro estudio, donde observamos un efecto hipoactivo 

en el mes 4, que se pospone al final de la administración. 

Por lo que el efecto temporal en la conducta de los roedores puede estar determinado por la dosis 

y la edad, como dos factores preponderantes en el proceso de neurodegenerativo (Huang et al., 

2017), así como a la alteración neuroquímica dopaminérgica (Bardullas et al., 2011; 2013) y el 

estrés oxidativo (Lim et al., 2009). Resultando en cambios en el comportamiento como un reflejo 

del grado de maduración y organización neuronal (Kállai et al., 2017). Con base a lo anterior, 

podemos especular que la exposición a ATR puede afectar la vía directa en el circuito de los 

ganglios basales, al disminuir la dopamina en el estriado inhibiendo a las neuronas del GPi/SNpr 



alterando su neuroquímica, así como la reducción de los niveles de receptores D1 (Gerfen & 

Surmeier 2011) en el estriado (Márquez-Ramos et al., 2017) y D2 en los ganglios basales (Meredith 

& Surmeier 2011) modificando la actividad (Hikosaka et al., 1999; Bardullas et al., 2011) y la 

ejecución motora (Xia et al., 2017). Concluyendo que la exposición crónica a ATR ocasionó 

alteraciones en la conducta locomotora en rata, lo que sugiere que la dosis mínima necesaria para 

producir un efecto sobre la conducta ambulatoria es de 10 mg ATR/kg (Bardullas et al., 2011), 

como resultado del grado de la lesión en la vía dopaminérgica (Quinn et al., 20007). 

 

15.3 Barra de equilibrio 

La prueba de barra de equilibrio evalúa la habilidad del roedor para caminar sobre una viga de 

madera de 1 cm de grosor, esta prueba consistió en evaluar el caminar, sujeción y el equilibrio de 

los roedores en atravesar la viga. Para esto empleamos el protocolo de barra de equilibrio, el cual 

tiene por objetivo evaluar el proceso de iniciación motora fina, coordinación y equilibrio postural 

mientras atraviesa la viga de madera. Donde su efecto va a estar determinado por el grado de daño 

en la función vestíbulo-motora, donde se observa la reducción de la capacidad motora por efecto 

de la disminución en el nivel de dopamina estriatal (Bardullas et al., 2011; 2013). Otro de los 

efectos visibles en estas lesiones es la ansiedad, como resultado de la implicación de otras regiones 

subcorticales en la lesión y los niveles de dopamina (Sweis et al., 2016) que modifican la conducta 

del roedor (Gómez-Chavarín et al., 2014). La evaluación de la barra de equilibrio mostró que la 

administración de ATR no ocasionó una discapacidad motora, ya que la latencia de llegada en la 

plataforma de escape, el número de errores, tiempo de congelamiento y el número de pasos no 

presentó diferencias significativas entre los grupos tratados con el herbicida atrazina y el grupo 

control (Sweis et al., 2016). Aunque, por otro lado, se ha comprobado que la ATR altera la 

neuroquímica dopaminérgica en la vía nigroestriatal (Coban & Filipov 2007; Bardullas et al., 2011; 

2013; Rodríguez et al 2013), por lo que la concentración de 10 mg ATR/kg no fue una dosis que 

altere el proceso de equilibrio en rata pero si en su rendimiento motor, esto como una consecuencia 

de la dificultad en la ejecución de la tarea motora (Ramos-Moreno et al., 2012), o al desafío en su 

ejecución lo que llevo a un bajo rendimiento (Quinn et al., 2007). Lo anterior nos sugiere que la 

integridad de la vía nigroestriatal es indispensable para el control motor fino, por lo que, si se 

presentara un daño significativo como el que es producido por la toxina MPTP, alteraría el proceso 

de equilibrio, tal y como lo informado por Quinn y colaboradores, donde a una dosis de 30 mg/kg 



de la toxina MPTP en ratones C57BL/6 observaron un mayor número de errores al atravesar la 

viga como el grado de afectación en el proceso de coordinación en las extremidades traseras e 

inestabilidad postural, acompañado de la disminución en los niveles de dopamina en estriado como 

reflejo del grado de daño en la vía nigroestriatal (Quinn et al., 2007). O por Jiménez-Martin y 

colaboradores, que tras la lesión neurotóxica (0.5 µL NMDA) en el núcleo pedunculopontino 

observaron variación en el proceso de equilibrio y en su rendimiento motor fino, al aumentar su 

tiempo de llegada y un mayor número de errores al cruzar la barra (Jiménez-Martin et al., 2015). 

Por lo que el grado de la lesión cerebral, determina los efectos cognitivos como la ansiedad y la 

función motora (Sweis et al., 2016) 

 

 15.4 Coordinación motora 

Para descartar la alteración en la función neuromuscular y la fuerza muscular (Alder & Zbinden 

1983) como reflejo de variaciones en la función en la vía dopaminérgica, se realizó la prueba de 

coordinación motora (rotarod). La coordinación motora es un proceso complejo que necesita de la 

intervención de diferentes regiones cerebrales como los ganglios basales, cerebelo, corteza motora 

y tálamo para su ejecución. Esta metodología se fundamenta en la capacidad de los roedores en 

permanecer sobre un rodillo cuando este está girando, teniendo el fin de medir el déficit motor 

(Monville et al., 2006), así como acciones descoordinadas e ineficientes como consecuencia de la 

muerte neuronal en regiones cerebrales que intervienen en el proceso de balance (Bennet & Amrick 

1987; Bardullas et al., 2011; 2013).  

El análisis de la prueba de rotarod, no mostró variaciones en su proceso de coordinación motora 

por la administración de ATR (1 y 10 mg ATR/kg) con respecto al grupo control, ya que los 

roedores no generaron un proceso de aprendizaje en la realización de la prueba, sino que la prueba 

les genero una conducta ansiolítica evitando su realización. Esto puede ser explicado por el proceso 

de maduración de la vía dopaminérgica, ya que la exposición a edad temprana a tóxicos que alteren 

la vía dopaminérgica puede alterar el comportamiento y la función cognitiva de adulto (Ogata et 

al., 2019). Lo que induciría a desarrollar conductas alternativas (bajar del rodillo) (Gómez-

Chavarín et al., 2014) como resultado de la modificación en la conectividad corticoestriatal al 

disminuir los niveles de dopamina (Bardullas et al., 2011). Parecido a lo observado en ratones 

C57BL/6 cuando fueron sometidos al protocolo de caja de aversión (caja luz-oscuridad), que, tras 

no generar el aprendizaje para evitar la zona de castigo, no disminuyo el tiempo en la transición 



entre regiones (luz-oscuridad), sino en el tiempo de permanencia en la región con luz como un 

reflejo de la generación de conductas alternativas ante situaciones estresantes (HascoëT & Bourin 

1998). Por lo que, el estrés puede alterar el rendimiento en el rotarod no dependiente de la 

disfunción motora, si no a un estado ansiogénico del comportamiento. Semejante a lo observado 

por Mizoguchi y colaboradores, en su estudio del 2002 en ratas Wistar cuando fueron expuestas a 

un estímulo estresante (inmersión en agua), en el cual observó un bajo rendimiento en el rotarod al 

final del procedimiento de estrés (semana 4) (Mizoguchi et al., 2002). A diferencia de lo publicado 

por Bardullas y colaboradores, que tras la administración de 10 mg ATR/kg se observó una 

disminución en la estadía sobre el rodillo a los 10 meses de haber iniciado el tratamiento con el 

herbicida, lo cual se le atribuyo a un estado de madurez o de integridad de la vía nigroestriatal, así 

como al cambio en la conectividad corticoestriatal como efecto de los cambios en los niveles de 

dopamina (Bardullas et al., 2011; Ayton et al., 2013). Con lo que concluimos que la exposición 

crónica a ATR (1 ó 10 mg ATR/kg) en ratas de la cepa Sprague-Dawley no indujo un efecto en la 

latencia de permanencia sobre el rodillo, si no que genero una conducta estresante en los roedores 

al realizar la prueba de rotarod, como resultado de la alteración en la homeóestasis dopaminérgica 

(Bardullas et al., 2011). 

 

15.5 Laberinto elevado en cruz 

Al evaluar la conducta en los roedores por medio de la actividad locomotora, el proceso de 

equilibrio y la coordinación motora, los resultados nos muestra que los roedores tratados con ATR 

(1 ó 10 mg ATR/kg) en comparación con el control, exhibieron un aumento en el proceso de 

exploración en el margen en la caja de registro, así como indecisión al atravesar la viga de madera 

y evitar realizar la tarea de coordinación motora. Por lo que decidimos evaluar el grado de ansiedad 

en los roedores por medio del protocolo del laberinto elevado en cruz y poder descartar el efecto 

emotivo en la ejecución motora (Alder & Zbinden 1983). La prueba de laberinto elevado en cruz 

mide la respuesta no condicionante (no aprendida) a un estímulo novedoso, ya que este puede 

provocar un aumento en la actividad exploratoria como resultado del conflicto de permanecer en 

un espacio abierto y/o cerrado. Este comportamiento se observó en el estudio de Montgomery, en 

el cual, los roedores presentaron una conducta de miedo inducido por una situación nueva. 

Mostrando inhibición de la conducta exploratoria, siendo proporcional a la fuerza del miedo, 



disminuyendo el comportamiento exploratorio que puede explicarse en términos de la teoría del 

conflicto (Montgomery 1955). 

La evaluación de la conducta en el protocolo de laberinto se analizó en términos del número de 

entradas y el tiempo de permanencia entre brazos (Rodgers et al., 1997). Ya que la entrada inicial 

a alguno de los brazos en el laberinto aludiría el estado inicial de motivación y/o aversión del roedor 

al entrar a algún brazo, lo que nos mostraría la evolución del comportamiento exploratorio y el 

nivel de ansiedad en los roedores al realizar la prueba. Los resultados del laberinto elevado en cruz 

nos indicaron que el grupo de 10 mg ATR/kg produjo un aumento de la actividad exploratoria del 

roedor en comparación con el grupo control, aumentando el tiempo de latencia (Hogg 1996) y 

número de visitas en los brazos abiertos (Walters et al., 2015) generando un comportamiento 

ansiolítico. Este mismo efecto ansiolítico se observo en el estudio publicado por Tejeda y 

colaboradores, que tras la administración de agentes ansioliticos (midazolam 1 mg/kg ó 

clordiazepóxido 5 mg/kg) en ratas, estas mostraron una mayor actividad exploratoria en los brazos 

abiertos (Tejada et al., 2009). Por lo que el daño en la vía dopaminérgica pudo generar un 

comportamiento hiperactivo, como lo observable en la prueba locomotora espontánea (Bardulla et 

al., 2011), induciendo un mayor proceso de exploración en el laberinto elevado encruz, como lo 

observado por Ogata y colaboradores que tras el administrar 6-OHDA (50 µg/µL) 

intraventricularmente en ratas macho de la cepa Wistar, observaron un aumento de la actividad 

exploratoria en los brazos abiertos (Ogata et al., 2019). Con lo que concluimos que la 

administración crónica de ATR (10 mg ATR/kg) en ratas de la cepa Sprague-Dawley, produjo 

cambios en la conducta exploratoria de los roedores al aumentar el tiempo y el número de entradas 

en los brazos abiertos. Estos efectos se pudieron deberse a la vulnerabilidad y el grado de 

maduración de la vía nigroestriatal, como lo menciona Gómez-Chavarin y colaboradores, en su 

ensayo donde menciona que con el trascurrir del tiempo se afecta la actividad de TH+ en SNpc, el 

nivel de expresión de D1 y D2, así como el grado de maduración de la vía nigroestriatal que se 

inician en etapas tempranas del desarrollo y que se modulan en la etapa adulta (Gómez-Chavarín 

et al., 2014). Aunado a esto, si se les expone a ATR (1 ó 100 µgATR/kg), este genera cambios en 

la actividad de la amígdala y el hipocampo (Giusi et al., 2006) reorganizando las redes neuronales 

modificando la conducta exploratoria de los roedores al generar un efecto ansiolitico (Gómez-

Chavarín et al., 2014; Walters et al., 2015; Kállai et al., 2017).  

 



15.6 Dienos conjugados  

El proceso de neurodegeneración progresiva se puede observar en enfermedades como el Parkinson 

y Alzheimer, acompañada de una conducta motora deteriorada (Dawson et al., 2010), así como 

estrés oxidativo (Rustin & Rötig 2002). Durante el transcurso de la patología las ERO y ERN se 

generan a tasas superiores a las basales, formando dienos conjugados y un radical H2O2 como 

producto inicial de la lipoperoxidación. Los LOO• generados pueden alterar la síntesis de proteínas 

que contiene grupos Fe-S (Benchoua et al., 2006) y la actividad enzimática (Halliwell & Gutteridge 

1984) haciendo un ambiente oxidativo degenerando la membrana celular (Reis & Spickett 2012). 

Con el fin de evaluar si la administración de ATR (1 ó 10 mg ATR/kg) en los roedores inicio el 

proceso de lipoperoxidación, evaluamos los niveles formados de dienos conjugados. Es importante 

mencionar que los roedores tratados con ATR (1 ó 10 mg ATR/kg) y el grupo control, se 

mantuvieron en restricción alimenticia con el fin de aminorar el daño oxidativo, a partir de 

proporcionar un número menor de electrones en el proceso de transferencia por la mitocondria 

(Thornton 2002). El análisis de los niveles de dienos conjugados para los grupos tratados con ATR 

(1 ó 10 mg ATR/kg) y el grupo control, mostraron una disminución en la generación de dienos 

conjugados en el cerebelo (10 mg ATR/kg) y en el mesencéfalo (1 ó 10 mg ATR/kg), lo que nos 

demuestra lo susceptible que son estas regiones al daño oxidativo. Actualmente no hay estudios de 

exposición crónica a ATR (1 ó 10 mg ATR/kg) y su acción en la generación de estrés oxidante, lo 

que nos limita el discutir estos resultados. Pero en estudios cuando se expone a corto tiempo a este 

herbicida en concentraciones bajas del herbicida (0.4 mg ATR/L), se observó la generación de 

estrés oxidativo que indujo el aumento de la actividad de GST y GR, sin observar un incremento 

en los niveles de TBARs en camarones Palaemonetes argentinus, como consecuencia del proceso 

de desintoxicación y no por efecto del daño oxidativo (Griboff et al., 2014). Por otro lado, la 

ausencia en la formación de dienos conjugados en corteza prefrontal, núcleo accumbens, estriado, 

hipocampo y amígdala se puede explicar por el propio metabolismo de ATR, ya que la ATR se 

metaboliza en las primeras 24 horas post-ingesta (Stoker & Cooper 2007), por lo que la cantidad 

del herbicida que llega al cerebro es menor y puede ser metabolizado por la citocromo P450 

(isoforma CYP2E1) (Ghersi-Egea et al., 1993) y GSH, evitando el daño en las membranas celulares 

(Gotardo et al., 2006). Con lo que concluimos que tras la administración de 1 ó 10 mg ATR/kg de 

forma crónica, no fue una dosis que degenerara la membrana celular, por lo que el posible estrés 

oxidativo generado es regulado por la actividad enzimática y no enzimática antioxidante cerebral 

https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0896627310003272#!


(Ddidigwu et al., 2010; Campos-Pereira et al., 2012; Griboff et al., 2014; Xia et al., 2017) evitando 

la degeneración de la membrana. A diferencia de lo observado en la literatura, donde a mayor 

concentración de ATR se produce de forma desregulada el radical OH durante el proceso de 

desintoxicación (Arnold et al., 1995), aumentando la producción de ERO degenerando la 

membrana celular (Dutheil et al., 2008) en hígado (Ddidigwu et al., 2010; Campos-Pereira et al., 

2012; Blahova et al., 2013), riñón (Li et al., 2014), corazón (Abarikwu 2014) y cerebro (Rodríguez 

et al 2013; Zhang et al.,2016).  

 Por otro lado, no debemos de excluir el efecto protector de los componentes de la dieta adicionada 

con atrazina, ya que está, contiene antioxidantes que retardaría la respuesta al daño oxidativo por 

la exposición a ATR (Griboff et al., 2014). Esto permitiría regular el metabolismo celular y 

neutralizar el exceso de radicales libres como lo menciona Abarikwu en 2014, que tras la 

administración de 120 mg ATR/kg y la adición de 5 ó 10 mg/kg de quercetina en ratas Wistar 

disminuyó el daño oxidativo en hígado, riñón, corazón y cerebro al disminuir la tasa de TBARs y 

la actividad de SOD (Abarikwu 2014).  

 

15.7 Sustancias reactivas al ácido tiobarbitúrico 

La lipoperoxidación es uno de los efectos más notorios en la neurodegeneración por la 

sobreexposición a ERO, también se puede mencionar la pérdida de la permeabilidad en la 

membrana al disminuir la concentración de colesterol, aumento de la fosforilación de proteínas en 

los residuos de tirosina, y la salida de citocromo c de la mitocondria que desencadena la vía 

intrínseca de la apoptosis celular (Aitken & Baker 2013). La lipoperoxidación es el resultado de la 

degeneración de la membrana celular, que en modelos neurodegenerativos se caracteriza por altos 

niveles de TBARs como un indicador del daño en las membranas celulares, promoviendo la 

activación de vías proapoptóticas (Michel et al. 2016). Los resultados analizados nos mostraron 

que tras la administración de ATR (1 ó 10 mg ATR/kg), la dosis administrada no degeneró las 

membranas celulares al no presentarse diferencias significativas en la tasa de formación de TBARs 

en los grupos tratados con ATR (1 ó 10 mg ATR/kg). Lo que concuerda con lo publicado por 

Griboff y colaboradores, que tras la exposición a dosis bajas de ATR (0.4 mg ATR/L), la ATR 

indujo un aumento de la actividad de GST y GR en camarones Palaemonetes argentinus como 

consecuencia del proceso de desintoxicación, sin variaciones en la tasa de formación de TBARs 

(Griboff et al., 2014). A diferencia de lo observado en células de neuroblastoma humano (SH-



SY5Y) que al aumentar la concentración de ATR (50 µg ATR/mL), se redujeron la viabilidad 

celular por la sobreexpresión de marcadores de apoptosis celular Bax y p21, y su consiguiente 

aumento de los niveles de ERO (Abarikwu & Farombi 2015). 

Otro aspecto que no podemos descartar y que nos permite explicar la nula tasa de formación de 

TBARs, es el metabolismo. Ya que estudios in vivo e in vitro, han demostrado que la ATR se 

metaboliza principalmente por medio de la citocromo p450, GHS y GR (Ross et al., 2009), aunque 

también se puede degradar por medio de la reacción de Fenton (Arnold et al., 1995) retardando la 

formación de aldehídos activos. Aunado a esto, las células presentan un sistema antioxidante que 

regula la formación de radicales libres, estos son el GSH y la vitamina E, así como proteínas con 

función antioxidante (Martínez-Sámano et al., 2011) evitando que se desarrolle el estrés oxidativo 

y variaciones del pH, minimizando la probabilidad de generar daño en los lípidos de membrana 

(Reis & Spickett 2012). Esto se puede observar en diferentes modelos animales como peces 

Channa Punctatus (Ddidigwu et al., 2010), codornices (Coturnix Coturnix) (Zhang et al.,2016), 

ratas de la cepa Wistar (Li et al., 2014; Campos-Pereira et al., 2012, donde la ATR indujo estrés 

oxidativo, al aumentar los niveles cuantificables de TBARs en hígado, cerebro, hígado-riñón y en 

cerebrorespectivamente. Así como aumentar la actividad de enzimas con actividad antioxidante 

como lo son SOD, CAT, GPx-1 y tiorredoxina-1 (Trx-1) (Ddidigwu et al., 2010; Campos-Pereira 

et al., 2012; Blahova et al., 2013; Li et al., 2014; Abarikwu 2014; Zhang et al.,2016; Rodríguez et 

al., 2013 respectivamente) al aumentar la dosis de ATR, volviendo susceptibles a las proteínas al 

ataque proteolítico alterando la transducción en la expresión genética (Valko et al., 2006). 

Con lo que concluimos que al suministrar ATR (1 ó 10 mg ATR/kg) por un año, no se modifica la 

tasa de formación de TBARs en los blancos dopaminérgicos, por lo que la dosis administrada no 

es una dosis que degenere la membrana celular. Por lo que, tras su incorporación al organismo su 

efecto es regulado por la actividad enzimática (Griboff et al., 2014; Dutheil et al., 2008; Ddidigwu 

et al., 2010; Campos-Pereira et al., 2012; Blahova et al., 2013; Li et al., 2014; Abarikwu 2014; 

Zhang et al.,2016; Rodríguez et al., 2013) y no enzimática antioxidante (Gotardo et al., 2006) 

evitando la degeneración de la membrana.  

 

 

 

 



16. Conclusión 

El deterioro motor como el cognitivo parecer ser dependiente del estado cronológico de los 

roedores, así como de la susceptibilidad de la vía nigroestriatal a la exposición a atrazina al alterar 

la neuroquímica dopaminérgica. Con lo que concluimos que tras la administración crónica de 

atrazina (1 ó 10 mg ATR/kg de peso), está alteró la conducta motora, así como modificar su 

conducta de exploración. Por otro lado, la administración de 1 ó 10 mg ATR/kg no fue una dosis 

que degenere la membrana celular, al observarse una disminución en la formación de dienos 

conjugados en cerebelo y mesencéfalo y la nula tasa de formación de TBARs como resultado del 

posible aumento de la actividad antioxidante enzimática (GR y GST).  
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19. Anexo 

 

Anexo 1. Tabla de valores de Fs del protocolo de 24 horas. La tabla muestra los valores de Fs para cada una de las 

variables analizadas. Abreviaturas: Actividad estereotipada (AE), Actividad horizontal (AH), distancia al centro (DC), 

distancia en el margen (DMM), distancia total (DT), número de estereotipias (NE), actividad vertical (AV), tiempo en 

el centro (TC), tiempo en el margen (TMM) y tiempo de movimiento (TM). p< 0.05, cada asterisco (*) representa 

diferencia significativa entre grupos. 
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