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RESUMEN 

 

El consumo de dietas altas en grasa (HFDs, por sus siglas en inglés) contribuye al 

desarrollo de alteraciones metabólicas como resistencia a la insulina, obesidad y diabetes 

tipo II. En el sistema nervioso central (SNC) las HFD generan cambios estructurales y 

funcionales asociados a la reducción de la señalización de la insulina. El ácido palmítico 

(AP) es el ácido graso saturado más abundante en las HFDs y se ha encontrado que juega 

un papel muy importante en el desarrollo de resistencia a la insulina en el hipotálamo, 

hígado, páncreas y músculo esquelético. La insulina regula varios aspectos de la función 

neuronal tales como diferenciación neuronal, sobrevivencia y plasticidad. Se ha relacionado 

al AP en el desarrollo de resistencia a la insulina neuronal, sin embargo no se conocen los 

mecanismos implicados. Por lo tanto, en el presente trabajo evaluamos el papel del AP en 

el desarrollo de resistencia a la insulina en neuronas diferenciadas de la línea celular del 

neuroblastoma humano MSN. Nuestros resultados muestran que el AP inhibe la 

señalización de la insulina mediante un mecanismo que implica la  β-oxidación. Este efecto 

del AP implicó la participación de especies reactivas de oxígeno (EROs) y la producción de 

ATP. El ATP desencadenó por un lado la activación de la señalización de mTOR/S6K y la  

movilización de Ca
2+

 que activaron a la PKCα, que modula negativamente la vía de la 

insulina. 
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ABSTRACT 

 

The intake of high-fat diets (HFDs) leds to the development of metabolic disorders such as 

insulin resistance, obesity, and type II diabetes. In the central nervous system (CNS), HFDs 

induce structural and functional changes associated with the reduction of insulin signaling. 

Palmitic acid (PA) is the most abundant saturated fatty acid of HFDs and has been found to 

play a very important role in the development of insulin resistance in the hypothalamus, 

liver, pancreas, and skeletal muscle. Insulin regulates various aspects of neuronal function 

such as neuronal differentiation, survival, and plasticity. PA has been related to the 

development of neuronal insulin resistance; however, the mechanisms involved are not well 

understood. Therefore, in the present work we have evaluated the role of PA in the 

development of insulin resistance in neurons differentiated from human MSN 

neuroblastoma. Our results showed that PA inhibits insulin signaling through a mechanism 

involving the β-oxidation. We have also analyzed the participation of reactive oxygen 

species (ROS) and the production of ATP. We found that ATP produced the activation of 

mTOR / S6K signaling and the mobilization of Ca
2+

 that in turn, activated PKCα, which 

negatively modulates the insulin pathway. 
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1. INTRODUCCIÓN 

El desarrollo de enfermedades metabólicas debido al consumo de dietas altas en grasa 

(HFDs, por sus siglas en inglés),  se ha convertido en uno de los principales problemas de 

la medicina a nivel mundial, siendo México uno de los más afectados ya que ocupa el 

segundo lugar en obesidad (Barquera & Rivera, 2020). El interés por este tipo de 

alteraciones se ha acrecentado ya que estudios epidemiológicos muestran una importante 

correlación entre las enfermedades metabólicas como obesidad, resistencia a la insulina, 

diabetes y/o síndrome metabólico y el incremento en el riesgo de desarrollar algún déficit 

cognitivo, como la enfermedad de Alzheimer (EA) (Arnold et al., 2014; Busquets et al., 

2017; Chudoba, Wardelmann, & Kleinridders, 2019; Grant, 1999; McLean et al., 2019; 

Snowden et al., 2017) 

El consumo de HFDs no sólo se ha relacionado con padecimientos metabólicos a nivel 

periférico, sino que varios estudios han mostrado que este tipo de dietas produce resistencia 

a la insulina en neuronas lo que se asocia con una reducción de la potenciación a largo 

plazo (LTP) y de la plasticidad sináptica, aunque la mayoría de los estudios se han centrado 

en las regiones del hipotálamo e hipocampo (Arnold et al., 2014; Calvo-Ochoa, Hernández-

Ortega, Ferrera, Morimoto, & Arias, 2014; Clegg et al., 2011; Z. Liu, Patil, Sancheti, Yin, 

& Cadenas, 2017; Spinelli et al., 2017).  Se sabe que el ácido palmítico (AP) es el ácido 

graso saturado más abundante de las HFD y que tiene una importante participación en el 

desarrollo de resistencia a la insulina en células de tejidos periféricos (Gao et al., 2010; 

Lam et al., 2002; Pereira & Alvarez-Leite, 2014; Posey et al., 2009; Ruddock et al., 2008; 

Yu et al., 2002)  y en las neuronas (Benoit et al., 2009; Bumsup Kwon, Lee, & Querfurth, 
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2014; Mayer & Belsham, 2010); sin embargo, aún no se conocen todos los mecanismos 

moleculares implicados en estos efectos deletéreos del AP.  

A diferencia de lo que ocurre en células de tejido periférico, el papel principal de la insulina 

cerebral no es regular la recaptura de glucosa por la célula, sino controlar la homeostasis 

energética (Benomar et al., 2006; Pearson-Leary, Jahagirdar, Sage, & McNay, 2018) y 

activar las vías de señalización implicadas en el crecimiento, sobrevivencia y plasticidad 

neuronales (Cheng et al., 2003; Chiu & Cline, 2010; X. Sun et al., 2010). Por lo tanto, una 

reducción de esta vía de señalización, puede afectar de manera significativa el 

funcionamiento del cerebro.  Dado que el AP, el principal componente de las HFDs, se ha 

asociado con el desarrollo de resistencia a la insulina en diversos tejidos, este trabajo se 

enfocó en estudiar algunos de los mecanismos moleculares implicados en el desarrollo de 

resistencia la insulina en neuronas expuestas a dosis elevadas, pero no neurotóxicas del AP. 
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2. ANTECEDENTES 

 

2.1 Consumo de dietas altas en grasa y su efecto en el Sistema Nervioso Central. 

 

La incidencia de alteraciones metabólicas se ha incrementado en las últimas décadas debido 

al tipo de dietas que se consumen y al sedentarismo que predomina, especialmente en el 

estilo de vida occidental. En la actualidad el 10% de la población mundial es obesa y se 

cree que para el 2030 habrá aproximadamente 1.12 billones de personas con obesidad 

(Kelly, Yang, Chen, Reynolds, & He, 2008). Estas enfermedades metabólicas son 

consecuencia del consumo de HFD cuya composición está caracterizada principalmente por 

colesterol y ácidos grasos saturados de origen animal, incluyendo el ácido mirístico 

(C14:0), esteárico (C18:0), laúrico (C12:0) y el más abundante, el palmítico (C16:0) 

(Austin, Ogden, & Hill, 2011; Chen, Huang, Zheng, Ni, & Bernards, 2018; Lu Wang et al., 

2003).  

Se sabe que el incremento de ácidos grasos libres en el plasma conduce al desarrollo de 

enfermedades crónicas como obesidad, resistencia a la insulina, diabetes tipo 2 y síndrome 

metabólico (Blázquez & Quijada, 1968; Boden, 1999; Lavau, Fried, Susini, & Freychet, 

1979; Sheehy & Sharma, 2010; Stern, Johnson, Batchelor, Zucker, & Hirsch, 1975; 

Vessby, 2003). Sin embargo, recientemente se ha mostrado que este tipo de dietas también 

tienen un efecto nocivo en el sistema nervioso central (SNC), causando cambios 

estructurales y moleculares que incrementan el riesgo de desarrollar deterioro cognitivo y 

patologías asociadas al envejecimiento cerebral o a la EA (Arnold et al., 2014; Busquets et 
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al., 2017; Calvo-Ochoa et al., 2014; Chudoba et al., 2019; Grant, 1999; McLean et al., 

2019; Snowden et al., 2017).  

Varios estudios han mostrado que la exposición a HFD genera cambios morfológicos 

neuronales tales como reducción del árbol dendrítico o tamaño del soma, y alteraciones 

funcionales como una disminución en la potenciación a largo plazo y en la plasticidad 

sináptica (Calvo-Ochoa et al., 2014; Clegg et al., 2011; Z. Liu et al., 2017). Además, el 

consumo de este tipo de dietas se ha asociado con un incremento de especies reactivas de 

oxígeno (EROs), disfunción mitocondrial y procesos neuroinflamatorios (Tracey, Steyn, 

Wolvetang, & Ngo, 2018). Por otro lado, se sabe que las HFD afectan la homeostasis 

energética al alterar los niveles de neuromoduladores implicados en la señalización 

hipotalámica, como son el neuropéptido Y, las orexinas y la proopiomelanocortina (POMC) 

(Dziedzic, Szemraj, Bartkowiak, & Walczewska, 2007; Lemus et al., 2015). También se 

sabe que la exposición a HFD  produce  un incremento en los niveles de la proteína 

precursora del amiloide (APP) y del péptido β-amiloide (Julien et al., 2010; Maesako et al., 

2015; Mazzei et al., 2021), así como hiperfosforilación de tau (Calvo-Ochoa et al., 2014; 

Montasir et al., 2020; Takalo et al., 2014), todos ellos considerados como marcadores de la 

EA (Arai, 1996; Davies, 1983; Gottfries, 1985; Growdon, 1999; Neugroschl & Davis, 

2002).  

2.2 Recaptura de ácidos grasos en el cerebro. 

 

Los ácidos grasos se componen de una cadena de hidrocarbono con un grupo metilo y un 

grupo carboxilo terminal. Se clasifican en saturados, monosaturados y poliinsaturados de 

acuerdo al número de dobles enlaces que presenten: ninguno, uno, dos o más dobles enlaces 
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respectivamente. Además, también se clasifican de acuerdo al número de carbonos 

presentes en la longitud de su cadena: cadena corta (2-4 carbonos), cadena media (6-12 

carbonos) y cadena larga (14-18 carbonos) (Bond, Miyazaki, O´Neill, Ding, & Ntambi, 

2016; Nelson & Cox, 2005; Tvrzicka, Kremmyda, Stankova, & Zak, 2011). Se sabe que los 

ácidos grasos son capaces de cruzar la barrera hematoencefálica (BHE) y entrar a las 

neuronas; sin embargo, hay dos puntos de vista en cuanto a su principal mecanismo de 

entrada. Por un lado, se cree que por su composición química pueden cruzar la BHE por 

difusión simple y por otro lado, se propone que requieren de un sistema de transporte 

mediado por proteínas específicas para poder ingresar al cerebro.  Estos transportadores son 

llamados proteínas transportadoras de ácidos grasos (FATPs, por sus siglas en inglés) (John 

Edmond, 2001; Spector, 1988).  

Las proteínas transportadoras de ácidos grasos (FATPs) son una familia de proteínas 

transmembranales compuesta de seis isoformas, las cuales tienen una sitio de unión al ácido 

graso, un dominio de unión a ATP y se ha visto que todas presentan actividad acil CoA 

sintasa. Aunque su mecanismo catalítico aún no es muy claro, se sabe que son proteínas 

bifuncionales (transportadoras y enzimas) y que su sobreexpresión incrementa la recaptura 

de ácidos grasos. Las FAPTs están distribuidas en  diferentes tejidos localizadas en 

membrana celular, retículo endoplásmico, mitocondria y peroxisomas (Gimeno, 2007; 

Glatz, Luiken, & Bonen, 2010). En particular, las FATP-1 y -4 que se localizan en las 

células endoteliales de la BHE son las responsables del transporte de los ácidos grasos 

hacia el cerebro. Este transporte es dependiente tanto de la longitud de la cadena como de la 

saturación del ácido graso (Mitchell & Hatch, 2011; Mitchell, On, Del Bigio, Miller, & 

Hatch, 2011; Ochiai et al., 2017). Una vez dentro del cerebro, los ácidos grasos de cadena 
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corta y media entran a la neurona mediante el mecanismo tipo flip-flop, sin embargo los 

ácidos grasos de cadena larga, requieren nuevamente de las FATPs para poder ingresar a la 

célula (Hamilton, 1999; Kamp & Hamilton, 2006; E. J. Murphy, Owada, Kitanaka, Kondo, 

& Glatz, 2005). 

 

2.3 ¿Las neuronas pueden metabolizar ácidos grasos? 

 

El 20%  de la energía que utiliza el cerebro adulto proviene de la oxidación de ácidos 

grasos (Ebert, Haller, & Walton, 2003). Sin embargo, ¿qué células llevan a cabo la β-

oxidación? Esta es una pregunta que recientemente ha generado controversia. Por mucho 

tiempo se creyó que sólo los astrocitos eran los encargados de metabolizar ácidos grasos 

mediante la β-oxidación esto medido a través de producción de 
14

CO2 (Amruthesh, 

Boerschel, McKinney, Willoughby, & Ellis, 1993; Auestad, Korsak, Morrow, & Edmond, 

1991; J. Edmond, Robbins, Bergstrom, Cole, & de Vellis, 1987; M. G. Murphy, Jollimore, 

Crocker, & Her, 1992; Robert, Montaudon, & Hugues, 1983; Yim, Monsma, Hertz, & 

Szuchet, 1986). Ahora, también se sabe que las neuronas cuentan con toda la maquinaria 

para llevar a cabo el proceso de β-oxidación, como la carnitina palmitoiltransferasa (CPT) y 

la proteína desacopladora mitocondrial (UCP2) (Nalecz, Miecz, Berezowski, & Cecchelli, 

2004; Sierra et al., 2008). En un estudio previo y con la finalidad de observar si las 

neuronas respondían de igual manera a los ácidos grasos y a la glucosa, algunos autores 

evaluaron la movilización de Ca
2+

 mediante el uso Fura 2-AM en la presencia de ácido 

oleico o glucosa, lo que encontraron fue que las neuronas responden a los ácidos grasos de 

una manera independiente de la glucosa, lo cual podría indicar que éstos producen cambios 
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metabólicos independientes de la glucosa (Le Foll, Irani, Magnan, Dunn-Meynell, & Levin, 

2009).  

Actualmente, se propone que las neuronas podrían llevar a cabo la β-oxidación, pero en 

niveles limitados en comparación con los astrocitos. Esto debido a que ya se ha demostrado 

que la actividad de proteínas mitocondriales que participan en la β-oxidación es muy baja 

en las neuronas en comparación con la de las células periféricas o con los astrocitos. Por 

ejemplo, la 3-cetoacil-coenzima A tiene solamente el 0.7% de actividad comparada con las 

otras células, la acil-CoA deshidrogenasa el 50% y la enoil-CoA-deshidrogenasa el 19%. 

Así mismo, se sabe que la actividad de la cadena respiratoria mitocondrial es mayor en los 

astrocitos en comparación con las neuronas (Peter Schönfeld & Reiser, 2013; Speijer, 2011; 

S. Y. Yang, He, & Schulz, 1987). Por esta razón, se cree que los astrocitos son las 

principales células del SNC que llevan a cabo la β-oxidación de ácidos grasos, sin embargo 

cada vez hay más evidencia que sugiere que las neuronas bajo condiciones metabólicas 

especiales, también podrían realizar dicho proceso metabólico. 

 

2.4 El ácido palmítico y su efecto adverso en las células. 

 

El ácido palmítico (AP) es un ácido graso saturado de cadena larga con 16 carbonos. Se 

puede obtener de la dieta, o bien, sintetizar a partir de aminoácidos, carbohidratos y otros 

ácidos grasos. Muchos estudios se han enfocado en este ácido graso, ya que se sabe que es 

el más abundante en el cuerpo humano (65% de los ácidos grasos saturados) y el principal 

componente de las HFD (Carta et al., 2015; Innis, 2016; Mancini et al., 2015). Además, se 

ha observado que en personas con obesidad los niveles de AP se encuentran elevados en el 
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plasma asociado con el desarrollo de enfermedades como diabetes tipo 2, síndrome 

metabólico, enfermedades cardiovasculares y, recientemente, se ha asociado a 

enfermedades neurodegenerativas (Carta, Murru, Banni, & Manca, 2017; Clore, Allred, 

White, Li, & Stillman, 2002; Mancini et al., 2015; Trombetta et al., 2013).  

En células de tejido periférico ya se conocen diferentes rutas metabólicas por las cuales el 

AP en altas concentraciones ejerce su efecto nocivo, sin embargo, los mecanismos 

implicados en su metabolismo neuronal y las consecuencias deletéreas de este 

metabolismo, aún no han sido bien estudiados. Dentro de los efectos descritos a nivel de 

periferia se encuentra el incremento de los niveles de ceramidas mediante su síntesis de 

novo, la activación de PKCs y el incremento de especies reactivas de oxígeno (EROs), que 

en conjunto resultan en distintas patologías como estrés oxidativo, daño mitocondrial o 

resistencia la insulina. 

 

2.4.1 Síntesis de ceramidas a partir del AP 

 

Las ceramidas pertenecen a la familia de los esfingolípidos y se componen de un ácido 

graso unido a una esfingosina mediante un enlace amida. Una de sus principales funciones 

es proporcionar integridad estructural a la célula al ser un componente de la membrana 

celular y actuar como segundo mensajero en diferentes vías de señalización (Gomez-

Larrauri, Das Adhikari, Aramburu-Nuñez, Custodia, & Ouro, 2021; Kolesnick, 1992; 

Meckfessel & Brandt, 2014; Uchida & Park, 2021). Recientemente, se ha visto que la 

modulación del contenido de ceramidas se asocia con diferentes patologías como diabetes, 
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resistencia a la insulina, cáncer, EA, enfermedad arterial coronaria y depresión (Kurz, 

Parnham, Geisslinger, & Schiffmann, 2019), por lo que resulta importante estudiar los 

mecanismos y condiciones  implicados en el incremento de su síntesis.  

Las ceramidas son sintetizadas por tres vías: a) La hidrólisis de la esfingomielina mediante 

la acción de la esfingomielinasa, que rompe la esfingomielina en ceramida y fosfocolina. 

Esta vía es activada en respuesta al estrés. b) La vía de reciclaje, en la cual la esfingosina es 

degradada a ceramidas por la ceramida sintasa. En ambas vías tanto la esfingomielina como 

la esfingosina requieren de una previa ceramida sintetizada a partir de la vía de novo. c) En 

la vía de novo la ceramida es sintetizada a partir de la condensación de serina con palmitoil-

CoA por la acción de la serina palmitoil transferasa (Gault, Obeid, & Hannun, 2010; 

Sokolowska & Blachnio-Zabielska, 2019; Summers, Chaurasia, & Holland, 2019).  

Por lo tanto, a pesar de existir tres vías de síntesis para las ceramidas, el AP es esencial para 

su formación, lo que conlleva a que un incremento de este ácido graso se asocie al aumento 

de los niveles de ceramidas y con ello se ejerza un efecto negativo para la célula. En el 

SNC, se ha observado que el metabolismo de ácidos grasos saturados en los astrocitos 

aumenta la síntesis de ceramidas, lo cual favorece la producción de la proteína β-amiloide y 

la hiperfosforilación de tau como consecuencia de la exposición a dosis altas del AP (mayor 

de 200 μM) (L. Liu, Martin, & Chan, 2013; Patil, Melrose, & Chan, 2007). Por otro lado, al 

igual que en células de tejido periférico, se ha visto que el incremento de ceramidas 

derivado de un consumo exacerbado de HFD, disminuye la señalización de la insulina, 

produce disfunción mitocondrial y propicia un estado pro-inflamatorio (Campana et al., 

2018; Bumsup Kwon et al., 2014), aunque los mecanismos implicados aún no han sido bien 

descritos.  
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2.4.2 Estrés oxidativo causado por el AP 

 

En células de tejido periférico el AP en concentraciones patológicas (superior o igual a 200 

μM) conduce a un incremento en las EROs y estrés oxidante, que produce alteraciones en el 

potencial de membrana y disfunción mitocondrial (Alnahdi, John, & Raza, 2019; Hua et al., 

2015; L. Yang et al., 2019). Además de su metabolismo oxidativo, otro de los mecanismos 

descritos a través del cual el AP produce estrés oxidante es a través de incrementar la 

liberación de Ca
2+

 del retículo endoplásmico (RE) y a la pérdida de la homeostasis del Ca
2+

 

en la mitocondria que produce disfunción de la superóxido dismutasa e incremento en los 

niveles de EROs (Ly et al., 2017). A pesar de que las EROs tienen un papel fisiológico 

como segundos mensajeros, cuando éstos se encuentran elevados se asocia principalmente 

con estrés oxidativo y apoptosis (J. Liu et al., 2015).  Por otro lado, el estrés oxidante puede 

producir oxidación de proteínas y causar estrés de retículo endoplásmico, pérdida de la 

homestoasis de Ca
2+

 y disfunción mitocondrial, generando un círculo vicioso de daño (Ly 

et al., 2017). Como ya se mencionó, estos mecanismos han sido estudiados en células de 

tejido periférico. Sin embargo, aún no han sido estudiados a profundidad los mecanismos 

por los cuales el AP pueda incrementar EROs o generar estrés oxidativo en la neurona.  

 

2.4.3 Disfunción mitocondrial causada por AP 

 

Uno de los efectos negativos de mayor impacto inducido por AP es la disfunción 

mitocondrial. Aparte de la inflamación y el estrés oxidativo con los que ha sido asociado, se 

ha visto que la exposición de las células de tejido periférico a este ácido graso altera el 
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potencial de membrana mitocondrial, así como la fragmentación de dicho organelo. Por 

otra parte, cuando la célula es expuesta a una dosis alta de AP durante un periodo largo (24 

horas), el aumento en la producción de EROs debido a su β-oxidación produce disfunción 

mitocondrial y, como consecuencia, bajos niveles en la producción de ATP (Amorim et al., 

2021; Cho, Basu, Dai, Heldak, & Makino, 2013; García-Ruiz, Solís-Muñoz, Fernández-

Moreira, Muñoz-Yagüe, & Solís-Herruzo, 2015; Itami, Shirasuna, Kuwayama, & Iwata, 

2018; Nisr & Affourtit, 2016; Sergi, Luscombe-Marsh, Naumovski, Abeywardena, & 

O’Callaghan, 2021; L Yuzefovych, Wilson, & Rachek, 2010; LV Yuzefovych, Solodushko, 

Wilson, & Rachek, 2012).  

Con relación al cerebro, los mecanismos que producen disfunción mitocondrial dependiente 

del AP han sido poco estudiados. Sin embargo, se ha reportado en células de neuroblastoma 

Neuro-2a que la exposición al AP durante 24 horas aumenta la producción de superóxido 

dismutasa y disminuye los niveles de ATP indicando esto último un posible daño 

mitocondrial. Ambos resultados correlacionaron con desensibilización a la insulina. 

Aunque en ese trabajo no fue evaluado, se ha visto por otros grupos de investigación que el 

incremento de superóxido dismutasa elimina H2O2, la cual como ya se mencionó, facilita la 

señalización de la insulina, por lo tanto su eliminación contribuye a la desensibilización de 

los efectos de esta hormona (Bumsup Kwon et al., 2014). Por otro lado, la exposición de 

células hipotalámicas al AP disminuye los niveles de proteína mitofusina-2 implicada en la 

fusión y capacidad oxidativa de la mitocondria (Diaz et al., 2015). Además, células de 

cultivos neuronales del ganglio de la raíz dorsal expuestas al AP por 24 horas, también 

mostraron una reducción en el potencial de membrana mitocondrial y en la producción de 

ATP, dichos cambios fueron acompañados de alteraciones en la morfología y tráfico 
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mitocondrial (Rumora et al., 2018; Rumora, LoGrasso, Haidar, et al., 2019; Rumora, 

LoGrasso, Hayes, et al., 2019). Interesantemente, la disfunción mitocondrial causada por el 

AP se asocia con el desarrollo de resistencia a la insulina, tanto en células de tejido 

periférico como en el SNC (Hirabara, Curi, & Maechler, 2010; C. Yang et al., 2012)  

En este trabajo nos enfocamos en el estudio de algunos mecanismos implicados en el 

desarrollo de resistencia a la insulina inducida por AP. 

2.5. Insulina: vía de señalización  

 

La insulina es una hormona que juega un papel importante en la regulación del 

metabolismo humano, es secretada por las células β-pancreáticas en los islotes de 

Langerhans. Una de las funciones principales de la hormona es regular los niveles de 

glucosa en la sangre propiciando su internalización en la célula (Rahman et al., 2021). Sin 

embargo, también coordina otros procesos que resultan esenciales como son: autofagia, 

síntesis de proteínas, lipogénesis, transporte de glucosa, síntesis de glucógeno, apoptosis y 

gluconeogénesis, por lo tanto la disminución de la señalización de la hormona, resulta en la 

alteración de dichos procesos (Michael P Czech, 2020; Guo, 2014; Tokarz, MacDonald, & 

Klip, 2018).  

La señalización de la hormona comienza con la activación del receptor tirosina cinasa de la 

insulina (RI), el cual tras ser activado mediante su autofosforilación en residuos de tirosina 

recluta y fosforila principalmente al sustrato del receptor a la insulina (IRS) y Shc. Estas 

proteínas desencadenan diferentes cascadas de señalización intracelular, río abajo de Shc se 

activa la vía de las MAPKs, mientras que la fosforilación de IRS conduce a la activación de 
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la señalización PI3K/Akt, siendo esta última la vía en la que nos centraremos en este 

trabajo por ser la responsable de regular diversos eventos metabólicos que incluyen el 

transporte de glucosa y la síntesis de glucógeno, proteínas y lípidos, crecimiento celular, 

sobrevivencia y en el cerebro, eventos de plasticidad (M P Czech, Klarlund, Yagaloff, 

Bradford, & Lewis, 1988; De Meyts, 2000; Wilcox, 2005).  

En la vía insulina/PI3K el RI activado interacciona con el IRS y lo fosforila. Esta 

fosforilación permite su unión al dominio SH2 de la subunidad reguladora de PI3K, 

generando un cambio conformacional que genera la activación de su subunidad catalítica. 

Como resultado, p110 que es la subunidad catalítica se transloca a la membrana 

fosforilando al fosfatidilinositol 4-fosfato para producir PIP2 y PIP3. PIP3 recluta a Akt a 

la membrana plasmática donde es fosforilada en los residuos de Ser473 y Thr308. Algunas 

de las proteínas que son fosforiladas por Akt son la, la glucógeno sintasa cinasa 3 (GSK3), 

la sintasa de óxido nítrico inducible (iNOS), la fosfofructocinasa 2 (PFK2), la proteína de 

unión al elemento de respuesta al AMP cíclico (factor de transcripción CREB), la molécula 

blanco de la rapamicina en mamíferos (mTOR), a la caspasa 9 y a la proteína antiapoptótica 

antagonista de Bcl2 (BAD). Por otro lado, la proteína Shc, se asocia con la activación de la 

vía de las cinasas activadas por mitógeno, MAPK, que regula proliferación y crecimiento 

en las células (Goalstone & Draznin, 1997; Kadowaki et al., 1996; Pessin & Saltiel, 2000; 

Sasaoka & Kobayashi, 2000; Vázquez-Jiménez, Roura-Guiberna, Jiménez-Mena, & 

Olivares-Reyes, 2017; M. F. White, 1997; Morris F. White, 1994)  (Figura 1). 
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Figura 1. Vía de señalización de la insulina y su efecto en células de tejido periférico.  

Se muestra la activación de la señalización de la insulina por su unión al receptor, la auto-

fosforilación de IR promueve la unión de p85 y activación de p110 que resulta en la activación de 

Akt. Akt regula procesos mediante sus efectores, entre éstos síntesis de proteínas, síntesis de 

glucógeno, sobrevivencia celular y transporte de glucosa. También se muestra la vía de las MAPKs 

desencadenada a partir de la activación del RI y que regula proliferación y crecimiento (Imagen 

realizada con la versión libre de BioRender). 
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2.6 Resistencia a la insulina y el papel del AP en su desarrollo 

 

La resistencia a la insulina se define como una respuesta disminuida de la célula ante 

niveles normales o elevados de la hormona (Wilcox, 2005). Existen varios estudios que 

muestran que el consumo de HFD induce un estado de resistencia a la insulina (Gilani et 

al., 2018; Pataky et al., 2017; Small, Brandon, Turner, & Cooney, 2018; Y.-J. Zhang et al., 

2019) y específicamente el AP es considerado como el principal responsable de dicho 

efecto (Denhez et al., 2020; López-Gómez et al., 2020; Saraswathi et al., 2020; Y. Sun et 

al., 2021; Liqiang Wang et al., 2020; Won, Choi, Kang, & Kim, 2021; Zywno et al., 2021). 

A continuación se mencionan algunos mecanismos responsables del desarrollo de 

resistencia a la insulina por el AP en células de tejido periférico.  

 

2.6.1 Incremento en la producción de ceramidas. 

 

Se sabe que la proteína Akt es el principal blanco de las ceramidas para promover 

resistencia a la insulina mediante dos mecanismos: la activación de fosfatasas y de PKCs 

atípicas.  Con respecto a la activación de fosfatasas por ceramidas, se ha descrito que ésta 

última se une al inhibidor endógeno 2 de la fosfatasa 2 A (PP2A, por sus siglas en inglés), 

generando la disociación del complejo y por ende  la activación y translocación a la 

membrana plasmática de PP2A, donde desfosforila a Akt (Chavez & Summers, 2012; 

Holland & Summers, 2008; Mahfouz et al., 2014). Con relación a las PKCs, se ha 

demostrado tanto en células de músculo esquelético como de  adipocitos,  que las 

ceramidas se unen a PKCs atípicas activándolas  de manera directa, específicamente a la 
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isoforma zeta (PKCζ). Una vez activa la PKCζ, fosforila el dominio PH de Akt en el 

residuo Thr34/Ser34 impidiendo su translocación a la membrana plasmática (Miura et al., 

2003; Powell, Turban, Gray, Hajduch, & Hundal, 2004; Sokolowska & Blachnio-

Zabielska, 2019). Mediante estos dos mecanismos se ha implicado a las ceramidas con el 

desarrollo de resistencia a la insulina. 

2.6.2 Aumento en la producción de EROs 

 

Se sabe que la señalización de la insulina requiere la producción de un pulso transitorio de 

H2O2 que promueve la activación del receptor de la insulina mediante la modulación de 

PP2A por su unión a esta última proteína (Mahadev, Zilbering, Zhu, & Goldstein, 2001; 

Persiyantseva et al., 2013; Pomytkin & Kolesova, 2003). Sin embargo, también se conoce 

que el metabolismo de los ácidos grasos puede producir niveles altos de EROs de manera 

sostenida (Anderson et al., 2009; Bonnard et al., 2008; Koves et al., 2008), lo que activa 

catalasas que descomponen el H2O2 (Besse-Patin & Estall, 2014), afectando de esta manera, 

la señalización de la insulina.  Además, es importante mencionar que el incremento en las 

EROs también promueve estrés oxidativo y daño mitocondrial que puede conducir a 

hipoxia celular y apoptosis (Anderson et al., 2009; Goldstein, Mahadev, Kalyankar, & Wu, 

2005; Hoehn et al., 2009; P Schönfeld & Wojtczak, 2008; Peter Schönfeld & Reiser, 2013).  
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2.6.3 Señalización mTOR/S6K dependiente del ATP 

 

mTOR es una cinasa serina/treonina considerado como un sensor de nutrientes y regulador 

metabólico dado que su activación depende de la presencia de ATP (Dennis et al., 2001; 

Saxton & Sabatini, 2017). La actividad de mTOR se lleva a cabo mediante dos complejos: 

mTORC1 (mTOR/raptor), cuya activación ha sido relacionada con la regulación negativa 

de la vía de la insulina; y mTORC2, que regula positivamente la vía de la hormona 

(Ardestani & Maedler, 2018; W. J. Oh & Jacinto, 2011). Varios estudios han mostrado que 

el complejo mTORC1 promueve  desensibilización a la insulina mediante la activación de 

la cinasa S6K que fosforila a IRS en un residuo de serina que la inhibe, modulando 

negativamente la vía insulina/PI3K/Akt (Ardestani & Maedler, 2018; W. J. Oh & Jacinto, 

2011; Shah, Wang, & Hunter, 2004; X. Wang et al., 2010; J. Zhang, Gao, Yin, Quon, & 

Ye, 2008). El complejo mTORC1 puede ser activado de tres maneras, por Akt 

directamente, por la inhibición de la cinasa dependiente de AMP y por PKCs. Se sabe que 

la cinasa dependiente de AMP (AMPK) fosforila a raptor impidiendo la formación del 

complejo mTORC1, sin embargo, en la presencia de ATP, se disminuye la actividad de 

AMPK lo que resulta en la formación del complejo mTORC1 (Dennis et al., 2001; Y. C. 

Kim & Guan, 2015; B Kwon & Querfurth, 2015; Saxton & Sabatini, 2017; Sengupta, 

Peterson, & Sabatini, 2010). Por otro lado, también se ha observado que mTOR es 

fosforilado en el residuo serina 2448 por PKC nuevas, favoreciendo la formación del 

complejo mTORC1 y la activación de S6K (Moschella, Rao, McDermott, & Kuppuswamy, 

2007; Ribeiro et al., 2018).  En células de tejido periférico,  se ha sugerido que la β-

oxidación del AP al igual que las PKCs activadas dependientes de este ácido graso, 
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desencadenan la activación de mTOR/S6K y su regulación negativa en la vía de la insulina 

(C. Kwon, Sun, Jeong, & Jung, 2020; Marafie, Al-Shawaf, Abubaker, & Arefanian, 2019; 

X. Wang et al., 2010). 

 

2.6.4 Activación de PKCs por la señalización AP/GPR40 

 

El GPR40 es un receptor de ácidos grasos libres (FFARs, por sus siglas en inglés), 

perteneciente a una familia de receptores acoplados a proteínas G (GPCRs) que han sido 

implicados en la regulación metabólica. Hay cuatro FFARs: los GPR43 y GPR41 son 

activados por ácidos grasos de cadena corta, mientras que los GPR40 y GPR120 son 

activados por ácidos grasos de cadena media y larga (Briscoe et al., 2003; Hara, Hirasawa, 

Ichimura, Kimura, & Tsujimoto, 2011; Hara, Kimura, Inoue, Ichimura, & Hirasawa, 2013; 

Hirasawa, Hara, Katsuma, Adachi, & Tsujimoto, 2008; Ichimura, Hirasawa, Hara, & 

Tsujimoto, 2009).   

El GPR40 ha sido de interés para diversos estudios, por un lado es el receptor de ácidos 

grasos más abundante en el SNC y por otro, se sabe que regula la secreción de insulina en 

células β-pancreáticas (Y Itoh & Hinuma, 2005; Yasuaki Itoh et al., 2003; Nolan, Madiraju, 

Delghingaro-Augusto, Peyot, & Prentki, 2006; Schnell, Schaefer, & Schöfl, 2007; Shapiro, 

Shachar, Sekler, Hershfinkel, & Walker, 2005). Adicional al metabolismo del AP, en 

células de tejido periférico se ha visto que algunas de las acciones de este ácido graso 

pueden ser mediadas a través de la activación del GPR40, que a su vez activa a la 

fosfolipasa C (PLC) produciendo dacilglicerol (DAG) e inositol trifosfato (IP3). El IP3 
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estimula sus receptores localizados en el retículo endoplásmico generando la liberación de 

Ca
2+

 que junto con el DAG activan PKCs. Estas últimas se han visto implicadas en la 

fosforilación de IRS-1 en residuos de inhibición, modulando negativamente la vía de la 

insulina (Y Itoh & Hinuma, 2005; Yasuaki Itoh et al., 2003; Schnell et al., 2007; Shapiro et 

al., 2005). Se sabe que el GPR40 en las neuronas es activado por el ácido docosahexanoico 

(DHA) (Zamarbide et al., 2014), sin embargo, hay muy pocos estudios que han evaluado la 

activación de este receptor por el AP en las neuronas y los resultados son contradictorios. 

Algunos autores afirman que el GPR40 es activado por el AP en la neurona, mientras otros 

afirman que a diferencia del DHA el AP no lo activa directamente (Hernández-Cáceres et 

al., 2019; J. Y. Kim et al., 2017).  

Los mecanismos anteriormente descritos, se esquematizan en la Figura 2. 
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Figura 2. Resistencia a la insulina por el AP en células de tejido periférico.  

El AP incrementa la producción de ceramidas que se unen al inhibidor endógeno de la PP2A 

dejando activa a la fosfatasa quien desfosforila a Akt, impidiendo la señalización de la insulina. 

Otro mecanismo es el resultante por su β-oxidación, se incrementan los niveles de EROs que 

regulan negativamente la vía; también hay una mayor producción de ATP que inhibe a AMPK 

resultando en la activación de la señalización de mTOR/S6K, fosforilando en residuos de inhibición 

al IRS. GPR40 es activado por el AP, se activa la fosfolipasa C que hidroliza a PIP2 generando 

DAG e IP3, éste último se une a su receptor en el retículo endoplásmico liberando Ca
2+

 que junto 

con el DAG activan PKCs clásicas y nuevas las cuales contribuyen a la activación de mTOR y/o 

inhibición de IRS-1. (Imagen realizada con la versión libre de BioRender) 
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2.7. Insulina y su papel en el cerebro 

 

Durante muchas décadas se creyó que el cerebro era un órgano insensible a la insulina, sin 

embargo ahora se sabe que la hormona viaja por el torrente sanguíneo y cruza la barrera 

hematoencefálica (BHE) mediante un sistema de transporte saturable (Banks, Owen, & 

Erickson, 2012). Una vez en el cerebro, tiene un papel importante en el funcionamiento 

neuronal como un modulador metabólico, de crecimiento, de plasticidad sináptica y de 

supervivencia celular (Biessels & Reagan, 2015; Sánchez-Alegría, Flores-León, Avila-

Muñoz, Rodríguez-Corona, & Arias, 2018; W. Zhao et al., 1999).  Los receptores de la 

insulina (RIs) se expresan en el cerebro completo, sin embargo, desde una perspectiva 

temporal, la expresión más alta del receptor se da en etapas tempranas del desarrollo, por 

esta razón se ha propuesto que la señalización de la insulina es crítica para el proceso de 

maduración, neurogénesis y sinaptogénesis (Chiu & Cline, 2010; Kar, Chabot, & Quirion, 

1993; Plum, Schubert, & Brüning, 2005). 

La vía de la insulina/PI3K/Akt modula el metabolismo neuronal a través de la expresión del 

transportador de glucosa GLUT3 y de la enzima fosfofructocinasa-1 (PFK-1) 

incrementando de esta manera la actividad glucolítica de la neurona (Agostini et al., 2016). 

Además, aunque mayormente el transporte de glucosa es independiente de la señalización 

de la insulina (McEwen & Reagan, 2004), en condiciones donde las neuronas hipocampales 

presentan alta demanda energética posterior a un incremento en su actividad eléctrica, se 

aumenta el transporte de glucosa mediante la translocación de GLUT4 a la membrana, vía 

señalización de insulina/PI3K.  Por lo tanto, la disminución en la señalización de la insulina 
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puede producir un desbalance energético y pérdida de la homeostasis de glucosa también en 

las neuronas (Pearson-Leary et al., 2018). 

Por otro lado, hay varios estudios que muestran que la señalización de la insulina en el 

hipocampo aumenta la neurotransmisión glutamatérgica mediada por  los receptores a 

NMDA (Christie, Wenthold, & Monaghan, 1999; L. Liu, Brown, Webster, Morrisett, & 

Monaghan, 1995; Skeberdis, Lan, Zheng, Zukin, & Bennett, 2001), y promueve la 

potenciación a largo plazo (LTP) y la translocación del receptor de glutamato a la 

membrana (L. Liu et al., 1995; Skeberdis et al., 2001). En modelos animales, la 

administración intranasal de insulina mejora la ejecución de tareas cognitivas, promueve 

eventos de plasticidad sináptica y previene la apoptosis celular (Hallschmid, 2021; Roque 

et al., 2021). Dado que la insulina está involucrada en la modulación de vías implicadas en 

memoria y aprendizaje, alteraciones en su señalización se han asociado con la presencia de 

déficit cognitivo, como en la EA (Figura 3).   
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Figura 3. Papel de la insulina en el cerebro. 

La vía de la insulina regula sobrevivencia y crecimiento mediante la modulación de proteínas anti-

apoptóticas por Akt; procesos de plasticidad neuronal como LTP, por la síntesis de proteínas 

involucradas en la actividad sináptica, como son los receptores AMPA y NMDA; regulación 

metabólica por la síntesis de proteínas como PFK-1 y transportadores de glucosa; y mantiene la 

estabilidad del citoesqueleto al inhibir a GSK3β que fosforila a tau. El impedimento en la 

señalización insulina/PI3K/Akt en las neuronas, resulta en deterioro cognitivo (Imagen realizada 

con la versión libre de BioRender). 

 

2.8 La resistencia a la insulina en neuronas promueve el deterioro cognitivo. 

 

Como se mencionó previamente, varios estudios epidemiológicos han mostrado una 

importante correlación entre la resistencia a la insulina periférica presente en personas con 

diabetes tipo 2 y el deterioro cognitivo. Sin embargo, estudios recientes también muestran 
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que estas alteraciones en el aprendizaje y la memoria son precedidas por el desarrollo de 

resistencia a la insulina en las neuronas (Kong, Park, Lee, Cho, & Moon, 2018; Spinelli et 

al., 2017; Willmann et al., 2020; H. Zhao et al., 2019). Hablar de resistencia a la insulina y 

deterioro cognitivo, lleva hacia dos posibilidades: 1) que la resistencia a la insulina 

sistémica preceda a la cerebral y finalmente contribuya al desarrollo de alteraciones 

cognitivas; o bien, 2) que el desarrollo de resistencia a la insulina neuronal promueva 

cambios que resulten en la desregulación metabólica hipotalámica y esto conlleve a 

resistencia a la insulina periférica (Weinstein et al., 2015; P L Yau et al., 2010; Po Lai Yau 

et al., 2012). La mayor parte de estudios han apoyado la primera hipótesis debido a  los 

procesos pro-inflamatorios involucrados con el síndrome metabólico y la diabetes tipo 2 y 

el daño observado en la BHE. Es un hecho que la resistencia a la insulina neuronal se 

asocia con cambios bioquímicos y estructurales en la neurona que repercuten en su 

funcionamiento. 

 

2.8.1 Acumulación de β-amiloide y tau hiperfosforilada asociada con la resistencia a la 

insulina neuronal 

La acumulación de la proteína β-amiloide y de tau en estado de hiperfosforilación son dos 

de los principales marcadores histopatológicos de la EA (Greenwald & Riek, 2010; Hardy 

& Selkoe, 2002; Pearson & Peers, 2006). Interesantemente varios estudios sugieren que la 

resistencia a la insulina promueve la aparición de ambos marcadores (de la Monte, 2012; 

Gabbouj et al., 2019). Por ejemplo, señalización insulina/PI3K/Akt, resulta en la 

fosforilación de GSK3β en residuos de serina produciendo su inhibición, por lo tanto, un 
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estado de resistencia a la insulina permite la activación de esta cinasa. En consecuencia, la 

constante activación de la GSK3β, una cinasa del tipo serina/treonina que fosforila de 

manera directa a tau, resulta en una estado de hiperfosforilación de la proteína tau 

asociándo con alteraciones en el citoesqueleto de la célula (Calvo-Ochoa et al., 2014; 

Chatterjee, Ambegaokar, Jackson, & Mudher, 2019; Gonçalves, Wijesekara, Fraser, & 

Felice, 2019; Imamura et al., 2020; Morales-Corraliza et al., 2016).  

Con relación a la acumulación de la proteína β-amiloide, varios estudios han mostrado que 

la señalización de la insulina favorece el tráfico de la APP hacia la membrana plasmática 

posterior a su síntesis y estimula la secreción del péptido β-amiloide hacia el espacio 

extracelular disminuyendo sus niveles intracelulares (Gasparini et al., 2001; Qiu et al., 

1998; Watson et al., 2003).  

La resistencia a la insulina en el cerebro no sólo se ha asociado con la presencia de estos 

marcadores histopatológicos, sino también con cambios morfológicos en la neurona como 

la disminución del árbol dendrítico, especialmente de neuronas hipocampales, así como la 

reducción en el número de neuronas maduras en el giro dentado (Calvo-Ochoa et al., 2014; 

W.-C. Liu et al., 2018; Reagan et al., 2021; M. Wang, Yoon, Song, & Jo, 2021), se ha visto 

que la resistencia a la insulina precede a procesos neuro-inflamatorios, estrés oxidativo, 

daño mitocondrial y disfunción sináptica (Lanzillotta et al., 2021; Lee, Tong, Hang, 

Deochand, & de la Monte, 2013; Sripetchwandee, Chattipakorn, & Chattipakorn, 2018; J. 

Wang et al., 2019; Wohua & Weiming, 2019).  
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2.8.2 Resistencia a la insulina neuronal  por el consumo de dietas altas en grasa.  

 

Como ya se mencionó, existe evidencia que muestra que el consumo de HFD conlleva a 

una disminución en la señalización de la insulina y que esto se correlaciona con cierto 

deterioro cognitivo (Abbott, Patabendige, Dolman, Yusof, & Begley, 2010; Arnold et al., 

2014; H. Oh, Boghossian, York, & Park-York, 2013; Spinelli et al., 2017; Yujie et al., 

2020). Algunos trabajos han reportado que el AP también promueve resistencia a la 

insulina en la neurona y que esto se correlaciona con alteraciones bioquímicas y 

morfológicas en las neuronas (Amine, Benomar, & Taouis, 2021; Benoit et al., 2009; 

Campana et al., 2018; Mayer & Belsham, 2010; Spinelli et al., 2017). Hasta el momento el 

único mecanismo descrito ha sido en neuronas hipotalámicas donde se encontró que el AP 

es capaz de inducir la translocación de la PKC-θ  a la membrana asociándose con una 

disminución en los niveles de fosforilación de Akt y un aumento en la fosforilación del 

IRS-1 pero en redisuos de serina que son de inhibición. Por lo cual ellos concluyen que el 

AP produce desensibilización a la insulina al promover la fosforilación de IRS en residuos 

de inhibición por PKC –θ (Benoit et al., 2009).   
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3. PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA 

Existen evidencias que sugieren que alteraciones en la vía de señalización de la insulina en 

el cerebro repercuten en la sobrevivencia celular, síntesis de proteínas y estabilidad del 

citoesqueleto neuronal, contribuyendo en conjunto al deterioro cognitivo. Por otro lado, el 

consumo de HFDs es uno de los principales factores que alteran la señalización de esta 

hormona en el SNC. Sin embargo, no se conoce cuáles son los mecanismos implicados en 

la disminución de la señalización de la insulina a partir del consumo de este tipo de dietas. 

Conociendo que el AP es el ácido graso saturado más abundante en estas dietas y 

considerando que induce el desarrollo de la resistencia la insulina en tejidos periféricos, el 

presente trabajo tuvo como objetivo estudiar los mecanismos bioquímicos implicados en el 

desarrollo de la resistencia a la insulina en neuronas humanas (células MSN) expuestas a 

dosis altas de AP. Los mecanismos que se evaluaron para ver el efecto del AP sobre la vía 

de la insulina son: producción de EROs y ATP debido a la  β-oxidación del AP, 

participación de la señalización mTOR/S6K y la activación de la señalización 

GPR40/PKCs  (Figura 4). 
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Figura 4. Representación gráfica del trabajo.  

Se usó rapamicina, un inhibidor de mTOR, para evaluar la participación de mTOR/S6K que pudiera 

ser activada por el ATP generado a partir de la β-oxidación del AP. Se estudió la participación de 

EROs sobre el desarrollo de resistencia a la insulina por el AP.  Para evaluar si el AP activó el 

GPR40, se midió las concentraciones de Ca
2+

 en presencia del AP, así como la activación de PKC 

mediante su inhibidor BIM. 

4. HIPÓTESIS 

La exposición neuronal al AP induce resistencia a la insulina a través de su metabolismo 

energético y/o  activación del receptor GPR40. 
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5. OBJETIVO GENERAL 

Evaluar los mecanismos de acción del AP que participan en el desarrollo de resistencia a 

insulina en neuronas.  

6. OBJETIVOS ESPECÍFICOS 

1. Estudiar el efecto del AP sobre la actividad metabólica en neuronas humanas 

diferenciadas del neuroblastoma humano MSN. 

2. Analizar los cambios en la vía de señalización de la insulina inducidas por AP: p-

Akt y p-mTOR. 

3. Evaluar el efecto del AP sobre la actividad metabólica y la señalización de la 

insulina en cultivos primarios de corteza de rata comparado con las neuronas MSN 

diferenciadas.  

4. Evaluar la participación de EROs en el efecto del AP la sobre actividad metabólica 

y la vía de señalización de la insulina. 

5. Determinar si el AP es β-oxidado por las neuronas.  

6. Analizar la participación de la activación de mTOR por ATP en el efecto inhibitorio 

del AP sobre la señalización de la insulina  

7. Evaluar la activación de la señalización por GPR40/PKCs en las neuronas por AP. 
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8. Medir cambios en la concentración intraneuronal de Ca
2+

 en presencia del AP. 

9. Estudiar la activación de PKCα inducida por AP. 

 

7. MATERIALES Y MÉTODOS 

7.1 Cultivo celular 

Se trabajó con la línea celular del neuroblastoma humano MSN (SMS-MSN, 

RRID:CVCL_7135) , derivadas del sitio de metástasis de cáncer de la médula espinal. Las 

células fueron una donación del Albert Einstein College of Medicine. Las células del 

neuroblastoma humano MSN (Reynolds et al., 1986) se crecieron en medio RPMI 1640 

suplementado con aminoácidos no esenciales y 10% de suero fetal bovino inactivado a 60 

°C (Gibco Invitrogen, Grand Island, CA). Las células crecieron en una atmósfera de 5% 

CO2/95% O2 a 37°C, con un número máximo de 20 pasajes de la línea celular. 

Veinticuatro horas después de plaquearlas, las células fueron diferenciadas a neuronas 

maduras mediante la adición de ácido retinoico (10 µM) y factor de crecimiento nervioso 

(50ng/ml) durante 5 días. El protocolo de diferenciación aplicado a la línea celular, es 

similar al reportado por Encinas y colaboradores y por nuestro propio grupo (Encinas et al., 

2002; Ferrera & Arias, 2005). Al término del periodo de diferenciación, el medio de 

incubación fue reemplazado por medio fresco libre de SFB.  Las células fueron incubadas 

con ácido palmítico (200 µM) o vehículo (etanol 10% BSA) por 1 hora a 37 °C y 

posteriormente se agregó insulina (10µM) por 15 minutos para inducir la fosforilación de 

Akt en ausencia o presencia de ácido palmítico. La dosis usada de AP no resulta tóxica para 
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las células diferenciadas del neuroblastoma humano  MSN y es cercana a la concentración 

de AP encontrada en el plasma de pacientes diabéticos o personas obesas. 

 

7.2 Cultivo primario 

Se realizaron cultivos primarios de neuronas corticales de rata a partir de cerebros de 

embriones de 17 días de gestación. Se realizó la disección de cerebros libres de meninges  y 

se mantuvieron en una solución de  PBS/glucosa e incubados con 0.2% de tripsina a 37°C 

durante 30 minutos. Las células de las cortezas cerebrales se separaron mecánicamente 

usando una pipeta Pasteur y el pellet fue resuspendido en medio Neurobasal suplementado 

con B-12 (Gibco Invitrogen, Grand Island, CA)  y 10% (vol/vol) de suero fetal bovino 

inactivado por calor. Las células se sembraron en cajas Petri pre-tratadas con poli-L-lisina a 

una densidad de 1X10
7
. Tres días después, los cultivos fueron tratados con citosina 

arabinosida (10 mM) para inhibir el crecimiento de células no neuronales. Los cultivos se 

mantuvieron con 5% CO2/95% O2 a 37°C y se usaron 7 días después de haber sido 

sembradas. El medio fue reemplazado por medio fresco agregando AP o vehículo (200 µM) 

durante una hora. 

 

7.3 Tinción de la proteína asociada a microtúbulos-2  

Después del periodo de diferenciación, las células fueron lavadas tres veces con PBS, se 

fijaron con paraformaldehído 1%/PBS por 5 minutos, se lavaron nuevamente tres veces con 

PBS y se incubaron en 0.3% de Triton X100/PBS para su permeabilización durante 30 

minutos a temperatura ambiente. Después se bloqué con BSA 4%/PBS por una hora y 

fueron incubadas con el anticuerpo anti-MAP2 (1:1000, Millipore Cat# MAB378) durante 
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24 horas a 4°C. Posteriormente las células se lavaron  tres veces con 0.3% Triton X-

100/PBS, y fueron incubadas con el anticuerpo secundario  Alexa Fluor 488 anti ratón 

(1:1000, Thermo Fisher Scientific Cat# A-21202) durante dos horas a temperatura 

ambiente. Finalmente el núcleo fue teñido con Hoechst (1:1000, Thermo Fisher Scientific 

Cat# H3570) en PBS por 10 minutos a temperatura ambiente. Las células  lavadas tres 

veces con PBS se cubrieron con medio de montaje fluorescente (DAKO). Para su 

visualización se usó microscopía confocal y las imágenes digitales se obtuvieron con el 

software NIS-Elements C imaging (Nikon). 

 

7.4 Preparación del ácido palmítico 

Se preparó una solución inicial de palmitato de sodio (Sigma-Aldrich, St. Louis, MO Cat# 

P9767) a 200 mM (Sigma-Aldrich, St. Louis, MO Cat# P9767) en etanol absoluto de grado 

molecular (Sigma-Aldrich, St. Louis, MO). Este stock fue almacenado a -20°C y fue usado 

máximo dentro de dos meses. El día del experimento, se preparó solución de trabajo de 

5mM en 10% BSA/PBS estéril y se incubó a 37°C hasta obtener una disolución completa. 

El BSA lo usamos como proteína transportadora para permitir que el ácido graso 

permanezca en solución y entre a la célula. 

 

7.5 Análisis de actividad oxido-reductora mitocondrial mediante ensayo de reducción 

de MTT 

Células MSN diferenciadas o  neuronas corticales primarias de rata fueron sembradas en 

cajas de 24 pozos a una densidad de 1X10
5 

células por pozo.  Se mantuvieron durante 1 
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hora en RPMI fresco sin SFB y se agregó AP o vehículo (200µM) durante 1 hora o 24 

horas. Se adicionó insulina (10 µM) durante 15 minutos y finalmente las células se 

incubaron durante 45 minutos con MTT-PBS (5 mg/mL; Sigma-Aldrich) a 37°C en una 

relación de 1:10 (v/v). La reducción metabólica del Bromuro de 3-(4,5-dimetiltiazol-2-ilo)-

2,5-difeniltetrazol (MTT) a cristales de formazán por las reacciones de la cadena 

respiratoria mitocondrial es un indicador de la capacidad redox mitocondrial y ha sido 

utilizada como una medida de viabilidad celular o activación metabólica (Mosmann 1983). 

Posterior a la incubación con MTT, el medio fue retirado y las neuronas se solubilizaron en 

alcohol isopropílico (0.8 ml). Se cuantificó la absorbancia de cada muestra mediante el uso 

de un espectrofotómetro a 570 nm (Pharmacia Biotech, Piscataway, NJ). Para evaluar el 

efecto específico del AP sobre la actividad redox mitocondrial, previo a la incubación con 

MTT las células fueron tratadas con metilpalmitato (200 µM), un análogo del AP no 

metabolizable en períodos cortos, durante 1 hora. En algunos experimentos, las células 

fueron pre-incubadas con el antioxidante mitoTEMPO (100 mM), el cual se agregó 

simultáneamente con el AP o el vehículo.  

 

7.6 Cuantificación de la relación NAD
+
/NADH 

Para la cuantificación de la relación de NAD/NADH se usó un kit colorimétrico (Abcam, 

Cambridge, UK). Después del periodo de diferenciación de las células MSN, se incubaron 

con AP (200µM) durante una hora, se retiró el medio y las células se lavaron con PBS frío. 

Se retiró el PBS y se agregó 400 ml del buffer de extracción proporcionado por el kit. Se 

realizaron dos ciclos de congelamiento y descongelamiento (20 minutos en hielo seco 
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seguido de 10 minutos a temperatura ambiente) y posteriormente el sobrenadante se 

transfirió a un tubo eppendorf, el cuál fue mezclado durante 10 segundos y centrifugado a  

14 000 rpm durante 5 minutos. Se colectaron 200 µl del sobrenadante y se calentaron a 60 

°C durante 30 minutos. Las muestras y la curva estándar fueron colocadas en placas para 

ELISA de acuerdo a las instrucciones y diluciones indicadas por el proveedor. Se agregó en 

cada pozo 100 µl del Mix de Enzima NAD cicladora y se incubaron durante 5 minutos. 

Después se agregó 10 ml de la solución reveladora y se incubaron durante 45 minutos para 

finalmente hacer la lectura de absorbancia a 450 nm. Cada experimento se realizó por 

duplicado. 

 

7.7 Western blot 

Se sembraron las células del neuroblastoma humano en platos de 35 mm a una densidad de 

3x10
5
 y los cultivos primarios de neuronas corticales a una densidad de 1X10

7
 en platos de 

60 mm (en éstas últimas sólo se evaluaron cambios en p-Akt). Después del periodo de 

diferenciación para el caso de las células MSN, los cultivos fueron expuestos a diferentes 

condiciones: PBS-10%BSA+etanol (vehículo), insulina (10 µM, Sigma-Aldrich) durante 15 

minutos, AP (200 µM) por 1 hora, y AP seguido de 15 minutos de insulina. Para analizar el 

efecto de la inhibición de mTOR, las células fueron incubadas con rapamicina (100 nM, 

Sigma-Aldrich), y para ver la participación de la activación de PKCs, otras células fueron 

incubadas con el antagonista de PKC bisindolilmaleimida 1 (BIM) (1 µM, Calbiochem 

Cat# 203290) durante 30 minutos previo a la exposición del AP. Las células fueron lisadas 

con el buffer de lisis RIPA (50 mM TRIS, pH 7.5, 150 mM NaCl, 0.5% deoxicolato de 

sodio, 1% NP-40; cóctel completo de inhibidores de proteasas de Roche Diagnostics) 200 
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μL por plato  a  4°C. La concentración de proteína fue determinada usando el kit de análisis 

de proteína Bio-Rad DC. Se hirvieron las muestras en buffer de Laemmli durante 10 

minutos y 20 µg de proteína se cargaron en geles de SDS-10% acrilamida y se sometieron a 

electroforesis. Las proteínas se transfirieron a una membrana de nitrocelulosa (Amersham, 

Buckinghamshire, England) y se bloquearon con 5% de leche descremada en TBS-Tween 

0.1% durante 2 horas a temperatura ambiente. Las membranas se incubaron con los 

siguientes anticuerpos primarios durante toda la noche a 4°C: p-Akt S473 (1:1000, Cell 

Signaling Technology Cat# 9271, RRID: AB_329825), Akt (1:1000, Cell Signaling 

Technology Cat# 9272, RRID: AB_329827), p-PKC⍺ S657 (1:500, Millipore Cat# 06-822, 

RRID: AB_310258), and β-actin (1:1000, Sigma-Aldrich Cat# A5316, RRID:AB_476743). 

Posteriormente se incubaron con el correspondiente anticuerpo secundario: anti rabbit HRP 

IgG o anti-mouse HRP IGc (Santa Cruz), ambos a una concentración de 1:12 000 durante 2 

horas a temperatura ambiente. La señal en la membrana fue revelada usando un sustrato de 

quimioluminiscencia ECL (Millipore) en placas Kodak X-Omat. La señal de las bandas fue 

analizada por densitometría mediante el sofware ImageJ. Los datos se normalizaron 

dividiendo el valor obtenido de cada banda entre el valor correspondiente a su actina la cual 

fue usada como control de carga. La relación obtenida se expresó como porcentaje respecto 

al control (vehículo) de cada experimento. 

 

7.8 RT-PCR 

Se obtuvo el ARN total de las células diferenciadas MSN de acuerdo al protocolo 

establecido por el método de TRIzol (Life Technologies). El ADNc se sintetizó a partir de 

1000 ng de ARN con  primers oligo (dT) utilizando el kit de Sistema de Transcripción 
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Reversa ImProm-II (ImProm‐II Reverse Transcription System (Promega Corporation, WI). 

La cuantificación del ARN y ADNc se realizó usando un NanoDrop 2000 (Thermo 

Scientific). Para evaluar la expresión del gen Gpr40 se usó el kit de PCR “Power SYBR 

Green PCR Master Mix” (Thermo Fisher Scientific Cat# 4368577). La secuencia de los 

primers fueron las siguientes: F. 5’-CCA GCT TCC TGT ACC CCA AT -3’ y R. 5’-GTC 

ACC AGC GGA TTA AGC AC -3’ (Integrated DNA Technologies). El producto ya 

amplificado se sometió a electroforesis en geles de agarosa 1.5% y se obtuvieron las 

imágenes con luz ultravioleta. Por cada muestra experimental se realizaron 3 réplicas 

técnicas, el control negativo usado fue agua destilada libre de ARNasas y para el control 

positivo se usó ARNm aislado a partir de leucocitos. 

 

7.9 Medición de Ca
2+ 

Los niveles de Ca
2+

 se midieron usando el indicador Fluo-4 AM (Thermo Fisher Scientific 

Cat# F14201) en combinación con microscopía de fluorescencia. Las células MSN se 

sembraron en cajas Petri de 35mm con cubreobjetos de 25 mm a una densidad de 1x10
5 

células por plato. Después del periodo de incubación, las células se incubaron con RPMI 

sin suero adicionando 5µM Fluo-4 AM más 1% de ácido plurónico durante 45 minutos a 

37°C.  Las células se lavaron  y se incubaron con RPMI sin SFB durante 15 minutos a 37 

°C.  Para la adquisición de las imágenes el portaobjetos con células fue montado y las 

células se mantuvieron en solución de Ringer-Krebs (119 mM NaCl, 2.5 mM KCl, 1 mM 

NaH2PO4, 1.3 mM MgCl2, 20 mM HEPES, 11 mM glucosa, 1.8 mM CaCl2, 500 μM 

EGTA, pH 7.4) con o sin Ca
2+

 dependiendo el interés del experimento y fueron expuestas a 

los siguientes tratamientos: 200, 250 and 300 µM de AP; 100 µM del agonista de GPR40, 
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DHA (Sigma-Aldrich Cat# D2534); 100 µM del inhibidor de carnitina palmitoiltransferasa, 

etomoxir durante 45 minutos (Cayman Chemical Cat# 11969) más AP; 10 U/ml de la 

enzima que hidroliza ATP, apirasa por 10 min (Sigma-Aldrich Cat# A6410) más AP; 100 

µM del activador de los canales de K
+
, diazóxido por 10 min (Sigma-Aldrich Cat# D9035) 

más AP; and 10 µM del antagonista de GPR40, GW1100 por 10 min (Cayman Chemical 

Cat# 10008908) más DHA. La dinámica de Ca
2+ 

se midió por células de manera individual 

(20 células por cultivo y condición) mediante el uso  del microscopio Olympus® de campo 

completo invertido IX81 con un objetivo de aceito en inmersión NA 1.42 de ×60 1.42, 

sistema de iluminación MT-20, el filtro de excitación fue de 484/25 nm  y el filtro de 

emisión de 520/40nm con una cámara EMCCD iXon-897 (Andor Technology, South 

Windsor, CT, USA). Las imágenes se adquirieron cada dos segundos en un total de veinte 

minutos de registro, mediante el software de Olympus Cell-R y para el análisis de las 

imágenes se utilizó Fiji (Schindelin et al. 2012). La señal de fluorescencia obtenida se 

normaliza contra el nivel basal de fluorescencia (F/Fo) detectada durante los primeros 3 

minutos de registro. Para la comparación del incremento de Ca
2+

 entre cada condición 

experimental, se obtuvo el valor de la señal máxima de fluorescencia (Fmax-Fbasal, ΔF) y fue 

con estos valores que se realizó el análisis estadístico. Cada experimento se realizó por 

triplicado y por réplica se analizaron 3 campos por cultivo y 20 células por campo. 

 

7.10 Cuantificación de ATP 

Para medir los niveles de ATP se usó el Kit de detección de ATP basado en luminiscencia 

(Abcam). Las células MSN se sembraron en cajas de 96 pozos a una densidad de 83x10
3
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por pozo. Después del periodo de diferenciación, las células se incubaron con las siguientes 

condiciones: 

 

● insulina  5 minutos 

● AP (6 minutos) 

● etomoxir (45 minutos) + AP (6 minutos) 

● AP (1 hora) 

● Etomoxir (45 minutos) + AP (1 hora)  

● AP (1 hora) + insulina 15 minutos 

Posterior a los tratamientos, se agregó la solución de detergente proporcionada por el kit y 

las células se mantuvieron en agitación durante 5 minutos. Después se agregó la solución 

del sustrato que contiene la luciferasa y luciferina y se pusieron en agitación por otro 5 

minutos.  Finalmente la caja de 96 pozos se cubrió con aluminio y se mantuvo en oscuridad 

durante 10 minutos. La señal de luminiscencia se midió usando el lector de microplato 

SynergyTM H4 híbrido. 

 

7.11 Análisis estadístico 

Todos los datos fueron expresados como la media ± S.E.M.  Las comparaciones entre 

grupos se realizaron usando análisis de varianza de una vía (ANOVA) seguida por la 

prueba post hoc Dunnett; ANOVA de dos vías seguida por la prueba de comparación 

múltiple de Tukey o la prueba t de Student de acuerdo a lo indicado en cada pie de figura. 
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La significancia considerada fue de  p < 0.05. Los datos fueron analizados y graficados 

mediante el software GraphPad Prism 8.0. Los resultados son expresados como el 

porcentaje relativo al grupo control (vehículo).  

 

8. RESULTADOS 

8.1 Cambios metabólicos en la neurona por la exposición al AP. 

 

Las células humanas diferenciadas del neuroblastoma MSN fueron usadas como el 

principal modelo de estudio en este trabajo. La diferenciación neuronal hacia un fenotipo 

maduro se muestra a través de la inmunodetección del marcador de citoesqueleto MAP-2 

(proteína asociada a microtúbulos 2) (Figura 5 A). Para analizar el efecto del AP sobre la 

actividad metabólica medimos el efecto a corto y largo plazo (1 hr o 24 hrs 

respectivamente) de la exposición al ácido graso cuantificando la actividad redox 

mitocondrial a través de la reducción del compuesto MTT en presencia de insulina. Dado 

que se ha reportado que 200 µM de AP es una concentración parecida a la contenida en el 

plasma de pacientes con enfermedades metabólicas y que en modelos de cultivo celular no 

causa toxicidad (Calvo-Ochoa, Sánchez-Alegría, Gómez-Inclán, Ferrera, & Arias, 2017; 

Clore et al., 2002; Flores-León, Pérez-Domínguez, González-Barrios, & Arias, 2019; 

Grapov, Adams, Pedersen, Garvey, & Newman, 2012), se utilizó esta concentración en 

todo el estudio.  
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Primero, las células que fueron tratadas durante 15 minutos con insulina mostraron un 

incremento significativo en la reducción de MTT en comparación con las células control, lo 

cual confirma que la señalización  de la insulina favorece la vía glucolítica al regular la 

actividad enzimática de algunas proteínas como la fosfructocinasa (Figura 5B).  Cuando 

las células se trataron con AP por 1 hora, también presentaron un incremento significativo 

en la actividad oxidoreductora mitocondrial, el cual ya no se observó cuando las células se 

incubaron con el ácido graso durante 24 horas. Esta activación metabólica tampoco se 

observó a tiempos cortos en presencia del metilpalmitato, un análogo del AP no 

metabolizable, lo que sugiere que el AP podría ser usado como sustrato energético por las 

células. La activación metabólica inducida por el AP fue transitoria ya que a 24 horas ya no 

fue posible observar el efecto sobre la activación mitocondrial. Interesantemente, la 

incubación con el AP durante 1 hora previo a la estimulación con insulina, impidió la 

actividad oxido-reductora mitocondrial dependiente de insulina, lo cual ya no se observó 

con 24 horas de incubación con el AP más insulina (Figura 5 B).  

En resultados previos del laboratorio se demostró que la activación mitocondrial inducida 

por el AP es independiente del contenido de glucosa en el medio de incubación, lo cual 

sugiere que este ácido graso pudiera ser usado como sustrato energético  (Calvo-Ochoa, 

Tesis de Doctorado). Adicionalmente, se evaluó la relación NAD/NADH para determinar el 

estado redox de las neuronas en presencia de insulina y del AP.  Mientras que la insulina 

disminuyó de manera significativa la relación NAD/NADH, el AP mostró sólo una 

tendencia a disminuir esta relación (Figura 5 C). Estos resultados sugieren que tanto la 

insulina como el AP cuando se agregan de manera independiente incrementan la actividad 
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metabólica de la neurona a tiempos de 1 hora, pero al incubar las células con el AP previo a 

la insulina se impide la actividad oxido-reductora mitocondrial dependiente de insulina.    

 

Figura 5. Efecto de la exposición al AP en la activación metabólica de la neurona. 

Células humanas MSN teñidas con MAP2 después de la diferenciación (A) La activación 

mitocondrial fue evaluada por reducción de MTT después de insulina (15 min), metilpalmitato (M-

AP), AP (1 h o 24 h) o AP+insulina (1 h y 24 h) (B). La relación de NAD/NADH fue evaluada 

después de la estimulación con insulina por 15 min o exposición al AP por 1 h (C). Los datos 

expresan el porcentaje promedio ± SEM de 3 a 5 experimentos independientes  por duplicado cada 

uno. La estimulación con insulina (INS) es comparada con neuronas no-tratadas (línea punteada,  *p 
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< 0.05), (# no significativo con respecto al control), (nsi: no significativo con respecto a la insulina) 

(***p < 0.001, **p < 0.01, *p<0.05). 

 

8.2 El AP inhibe la vía de señalización insulina/PI3K/Akt 

 

Dado que la exposición al AP por periodos cortos (1 hora) impidió la activación 

mitocondrial dependiente de insulina, evaluamos si durante este periodo de exposición 

también generaba una disminución de la señalización por insulina. Para ello, se analizaron 

los cambios en el estado de fosforilación de la proteína Akt inducida por insulina, en el 

residuo de activación, S473. Observamos que después de la estimulación con insulina, los 

niveles de fosforilación de Akt se incrementaron significativamente en comparación con las 

neuronas tratadas con vehículo o con AP. Sin embargo cuando las células se pre-incubaron 

con AP durante 1 hora, se perdió el efecto en la activación de Akt mediada por insulina 

(Figura 6 A). Para confirmar que este efecto inhibitorio de la vía de la insulina era 

dependiente del metabolismo del AP, evaluamos nuevamente los cambios en la actividad 

de Akt pero en neuronas pre-incubadas con metilpalmitato, el homólogo del AP no 

metabolizable a tiempos cortos. Interesantemente, el metilpalmitato no tuvo un efecto 

inhibitorio sobre la activación de Akt insulina-dependiente, sugiriendo que es el 

metabolismo del AP, el que está involucrado en la disminución de la señalización por 

insulina (Figura 6 B).  
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Figura 6. La exposición al AP inhibe la señalización de la insulina.  

Western blot de la proteína p-Akt S473 de células de neuroblastoma humano diferenciado después 

de 1 hora de exposición al AP (200 μM) en la ausencia o presencia de 15 minutos de insulina  

(10 μM) (A). Para analizar el efecto selectivo del AP en la señalización de la insulina evaluamos p-

Akt S473 en la presencia de metil palmitato (B). Se muestran western blots y análisis 

densitométrico. Porcentaje promedio ± SEM de 5 experimentos independientes  

*p < 0.05, **p < 0.01, vs. Ctrl. 

 

Aunque las neuronas estudiadas provienen de una línea celular neoplásica, existen muchos 

reportes en los que se demuestra que la diferenciación del neuroblastoma provee de 

neuronas con fenotipo y comportamiento metabólico semejante a neuronas maduras 

(Carpentieri et al., 2015). Aun así, para corroborar que el efecto inhibidor del AP sobre la 

señalización de la insulina no dependía del antecedente tumoral de la línea celular 

empleada, utilizamos cultivos primarios de neuronas corticales de  rata. Al igual que lo 
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obtenido con el neuroblastoma diferenciado, cuando las neuronas corticales se incubaron 

una hora con el AP, se impidió la actividad oxido-reductora mitocondrial mediada por 

insulina, así como la señalización de insulina/PI3K/Akt (Figura 7 A y B). Estos resultados 

demuestran que en neuronas, el tratamiento con AP impide la actividad mitocondrial 

dependiente de insulina y la señalización de la vía de esta hormona. Por lo tanto, 

procedimos a evaluar los mecanismos involucrados en estos efectos. 

 

Figura 7. La exposición al AP inhibe la señalización de la insulina en neuronas corticales.  

La activación mitocondrial fue evaluada por reducción de MTT después insulina (15 min), AP (1 h) 

o AP +insulina (1 h) (A). Western blot representativo y análisis densitométrico de p-Akt S473 

después de las mismas condiciones (B) Se muestra porcentaje promedio ± SEM de 5 experimentos 

independientes  *p < 0.05, vs. Ctrl. 
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8.3 El efecto inhibidor del AP sobre la vía de la insulina requiere de la activación de 

mTOR 

La proteína mTOR (mammalian target of Rapamycin) es una serina/treonina cinasa que 

funciona como un sensor de nutrientes y regulador metabólico. Su activación sucede río 

abajo de la señalización de la vía insulina/PI3K/Akt, sin embargo también se ha reportado 

que el metabolismo de los ácidos grasos puede activar a mTOR promoviendo un estado de 

resistencia a la insulina por la fosforilación del IRS en residuos de serina mediada por S6K, 

la cual, a su vez es activada por mTOR (H. Oh et al., 2013; Ono et al., 2008; Tremblay et 

al., 2007). Conociendo esto, se evaluó si el tratamiento con AP por una hora podría activar 

mTOR. Para ello analizamos cambios en los niveles de fosforilación de mTOR en la S2448, 

un residuo de activación necesario para la formación del complejo mTORC1 e indicador de 

activación de la señalización de esta cinasa (Rosner, Siegel, Valli, Fuchs, & 

Hengstschläger, 2010). Posterior a la estimulación con insulina se observó un incremento 

significativo en los niveles de fosforilación de mTOR. Interesantemente, también se 

observó que mTOR fue activada por el tratamiento con AP de una manera independiente a 

la vía de la insulina (Figura 8 A).  Posteriormente, al pre-incubar a las neuronas con 

rapamicina (100nM), el  inhibidor específico de mTOR, se impidió la activación de mTOR 

por insulina y por AP (Figura 8 B). Estos resultados sugieren que uno de los mecanismos 

por los cuales el AP puede impedir la señalización de la insulina implica la participación de 

la cinasa mTOR. 
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Figura 8. Efecto de la insulina y AP en la activación de mTOR.  

Western blot y análisis densitométrico de p-mTOR S2448 (A) de células de neuroblastoma humano 

diferenciado expuestas al AP (200 μM) durante 1 h en ausencia o presencia de insulina por 15 min y 

en la presencia del inhibidor de mTOR, rapamicina (100 nM) (B). Las gráficas representan la 

comparación entre células control y las estimuladas con insulina (15 min),  AP (1 h) o no tratadas 

(línea punteada). Se muestran los datos como porcentaje promedio ± SEM de 4 o 5 experimentos 

independientes que fueron realizados por duplicado  *p < 0.05, **p < 0.01 tratamientos vs. control; 

nsi: no significativo con respecto a la insulina; línea punteada: células sin rapamicina. 
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8.4 El AP incrementa la producción de EROs en la mitocondria e impide la 

señalización de la insulina 

Se ha reportado que la señalización de la insulina requiere un pequeño pulso de liberación 

de peróxido de hidrógeno (H2O2) que promueve la autofosforilación del receptor de 

insulina y con ello su cascada de su señalización (Mahadev et al., 2001; Persiyantseva et 

al., 2013; Pomytkin & Kolesova, 2003). Sin embargo, los ácidos grasos en concentraciones 

patológicas generan un incremento sostenido en la producción de especies reactivas de 

oxígeno (EROs) en la mitocondria que puede afectar la señalización de la insulina 

(Anderson et al., 2009; Bonnard et al., 2008; Koves et al., 2008). Dado que los resultados 

anteriores sugerían que el AP podría estar siendo β-oxidado por las células diferenciadas 

MSN, quisimos evaluar si otro mecanismo de acción del AP se debía al incremento en la 

producción de EROs. Para estudiar esta posibilidad, las neuronas se pre-incubaron con 

mitoTEMPO, un anti-oxidante específico para la mitocondria. Los resultados obtenidos 

mostraron que el tratamiento con este anti-oxidante mitocondrial inhibe la activación 

mitocondrial dependiente de insulina pero no la generada por el AP, esto con respecto a los 

resultados mostrados anteriormente en la Figura 5B (Figura 9 A). Además,  el mito-

TEMPO revirtió el efecto inhibitorio del AP sobre la actividad metabólica mediada por 

insulina y la fosforilación de Akt que previamente se había mostrado en la Figura 6 A. 

(Figura 9 B). Estos resultados apoyan que la actividad metabólica mediada por insulina 

requiere de un pulso de liberación de EROs y que el tratamiento con AP a una hora inhibe 

la señalización de la insulina y la activación mitocondrial dependiente de la hormona 

incrementando los niveles de EROs mitocondriales. 
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Figura 9. El efecto inhibidor del AP sobre la señalización de la insulina es mediada por EROs 

mitocondrial.  

En la figura A y B se muestran los resultados reportados en las figura 5B y 6A donde la pre-

incubación con AP a 1 hr inhibió la reducción de MTT y el incremento en la fosforilación de Akt 

dependiente de insulina. La activación mitocondrial fue analizada por reducción de MTT en células 

control y células estimuladas con insulina, AP o AP + insulina en la presencia de un antioxidante 

específico de mitocondria, mitoTEMPO (10μM) (C). La reducción basal de MTT es indicada por 

una línea punteada y las células control en la presencia de mitoTEMPO son comparadas con 

estimulación con insulina, AP o AP + insulina. Western blot de p-Akt S473 en células incubadas 

con mitoTEMPO en respuesta a la estimulación con insulina, AP y AP + insulina (D). Los datos 
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mostrados son el porcentaje promedio ± SEM de 5 experimentos independientes realizados por 

triplicado. *p < 0.05, **p < 0.01 con respecto al control. 

 

En conclusión, en esta primera parte del proyecto se demostró que el AP impide la 

actividad metabólica mediada por insulina y la señalización de la vía de insulina/PI3K/Akt. 

También demostramos el papel de la producción de EROs y activación de mTOR como dos 

mecanismos involucrados en los efectos inhibidores del AP, además de sugerir la 

posibilidad de que el AP pudiera estar siendo β-oxidado por la neurona. Lo anterior con 

base en los hallazgos que demostraron que el AP aumenta la reducción de MTT, disminuye 

la relación NAD/NADH y activa al sensor metabólico mTOR de manera independiente a la 

señalización de la insulina.  

 

8.5 El AP reduce la señalización de la insulina a través de la activación de mTOR y 

PKCs 

Dado que mTORC1 es un sensor metabólico y que se observó su activación de manera 

dependiente del AP  (Figura 8), estudiamos su participación en el efecto inhibidor del AP 

sobre la señalización de la insulina, mediante el diseño experimental que se muestra en la 

figura 10 A.  Para ello, evaluamos cambios en la actividad de Akt determinando los niveles 

de p-Akt S473 cuando las células se estimularon con insulina en presencia del AP y cuando 

se inactivó mTOR con rapamicina. Interesantemente, la rapamicina impidió el efecto 

inhibitorio del AP sobre la activación de Akt dependiente de insulina (Figura 10 B). Se 

conoce que algunas PKCs son cinasas efectoras de mTOR (Moschella et al. 2007) y que 
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éstas también inhiben mediante fosforilación a componentes de la vía de la insulina 

impidiendo la señalización de la hormona (Benoit et al., 2009; Li, Vienberg, Bezy, O’Neill, 

& Kahn, 2015), evaluamos su participación en el efecto inhibidor del AP.  Para ello, las 

células se trataron con bisindolilmaleimida 1 (BIM), un inhibidor general de PKCs, previo 

al tratamiento con AP y evaluamos los cambios en el contenido de p-Akt S473 en presencia 

de insulina. Encontramos que en presencia de BIM no se observó el efecto inhibitorio del 

AP y que, inclusive, los niveles basales de p-Akt S473 disminuyeron significativamente 

(Figura 10 B).  Estos cambios en p-Akt con los diferentes tratamientos se mantuvieron  

cuando se comparó contra los niveles totales de Akt (Figura 10C) y al hacer la relación p-

Akt/Akt (Figura 10 D).  Lo anterior sugiere que en presencia del AP se activan tanto PKCs 

como mTOR y que estas cinasas participan en su efecto inhibitorio sobre la vía de la 

insulina. De manera adicional se sugiere que la actividad celular de PKCs mantienen cierta 

activación basal de Akt, al menos en estas células.  
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Figura 10. La resistencia a la insulina en la neurona causada por el AP es bloqueada por la 

inhibición de mTOR y PKC.  

Células del neuroblastoma humano MSN fueron tratadas con AP, rapamicina (100 nM) o BIM (1 

μM). Las células fueron estimuladas con insulina (15 min) en la presencia o ausencia de 200 μM de 

AP que fue incubado 1 hora antes de la insulina. p-Akt S473 fue detectada por western blot. Se 

muestra el diseño experimental (A) y el análisis densitométrico de p-Akt S473 normalizado con 

actina (B),  total (C) y la relación p-Akt/Ak total (D). Porcentajes promedios ± SEM de 4 

experimentos independientes. Se realizó análisis de varianza de dos vías (ANOVA) seguida  por 

comparaciones múltiples de Tukey. *p < .05, **p < .01, ***p < .001 
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8.6 El AP induce movilización de Ca
2+

 en neuronas 

 

Se sabe que las PKCs clásicas son activadas por Ca
2+

 y que en tejidos periféricos el AP 

puede movilizar Ca
2+

 mediante la activación del GPCR sensible a ácidos grasos, GPR40 

(Shapiro et al., 2005). Por lo tanto, quisimos evaluar si en el efecto inhibitorio del AP sobre 

la señalización de la insulina también participaba este mecanismo. Para determinar la 

presencia de GPR40 en el neuroblastoma humano diferenciado, usamos RT-PCR punto 

final comparando con el contenido del receptor en célula de leucocitos, que usamos como 

control positivo. En la figura 11 A, se muestran los resultados por medio de los cuales 

confirmamos la  presencia del GPR40 (banda blanca) en el control positivo y en las células 

del neuroblastoma humano diferenciado (carriles 1-3), no así en el control negativo.  

Después evaluamos si el AP en tres diferentes concentraciones (200, 250 y 300 µM) era 

capaz de incrementar los niveles de Ca
2+ 

a través de la activación de GPR40 mediante el 

uso de Flúo-4 AM y microscopía de fluorescencia.  En la figura 11 B se muestra el diseño 

experimental utilizado así como la línea temporal de los tratamientos. Nuestros resultados 

mostraron que la administración del AP incrementa de manera significativa los niveles de 

Ca
2+

 intracelular a las tres dosis usadas. De manera interesante se demostró que para las 

concentraciones de 200 y 300 μM,  el incremento máximo se obtiene aproximadamente a 

los 6 minutos de la administración del AP y que este incremento tiene  un comportamiento 

sostenido (Figura 11 C, D). Dado que la movilización de Ca
2+ 

 fue muy distinta a la 

descrita en células de tejido periférico (incremento rápido y de duración corta), 

comparamos la elevación de Ca
2+

 dependiente del AP  con otro agonista del GPR40, el 

ácido docosahexanoico (DHA), que ya es bien conocido como un ligando endógeno del 
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receptor. En estas condiciones, el DHA (100 µM) también generó un incremento 

significativo de Ca
2+

 en las neuronas, con una cinética similar pero en menor intensidad que 

el AP (Figura 11 E, F). 

 

Figura 11. El AP incrementó el Ca
2+

 intracelular en las células neuronales.  

La concentración de Ca
2+

 intracelular en las células MSN diferenciadas fue evaluada mediante 

Fluo-4 AM en respuesta al AP y ácido docosahexanoico (DHA). Niveles de expresión de GPR40 en 

células neuronales, con el control negativo (agua destilada) y control positivo (ARNm de 

leucocitos) (A). Protocolo experimental y línea temporal (B). Cambios en Ca
2+

 intracelular inducido 

por AP a 300 y 250 μM expresados como el incremento promedio± SEM de los niveles de 

fluorescencia normalizados vs basal (ΔF/F0) (C). Cuantificación del incremento de Fluo-4 AM 
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calculado por la diferencia en los niveles de fluorescencia entre Fmax-Fbasal (ΔF) (D). Comparación 

entre la cinética de Ca
2+

 en la presencia de 200 μM de AP y DHA 100 μM (E) e incremento de la 

relación de  Fluo-4 AM (ΔF) (F). Los resultados son expresados como el promedio ± SEM de 9 

cultivos independientes realizados y 20 células por condición por triplicado. El análisis estadístico 

fue ANOVA seguida de la prueba post hoc Dunnett *p < .05, **p < .01, n = 9 

 

8.7 El AP promueve la entrada de Ca
2+

 por un mecanismo independiente a la 

señalización de GPR40 

Dada la cinética de movilización del Ca
2+

 por el AP, que mostró un patrón sostenido y de 

larga duración, quisimos evaluar si esta movilización de Ca
2+

 se debía a la movilización de 

pozas endógenas o bien, a una entrada del Ca
2+

 extracelular. Para ello, las neuronas fueron 

incubadas en solución Ringer-Krebs sin Ca
2+

 durante el registro. Interesantemente, en esta 

condición el AP no incrementó los niveles de Ca
2+

 citosólico y su efecto regresó al agregar 

nuevamente Ca
2+

 al medio (Figura 12 A, B), indicando que el AP promueve la entrada de 

Ca
2+

 y no su salida del retículo endoplásmico por activación de GPR40, como se había 

hipotetizado. Para fortalecer esta conclusión, se analizó la movilización de Ca
2+

 generada 

por el DHA en medio libre de Ca
2+

. En esta condición el DHA mantuvo el incremento 

intracelular de Ca
2+

 observado previamente, y además, éste aumento fue impedido cuando 

las células se pre-incubaron con el antagonista del receptor GPR40, GW1100  (Figura 12 

C, D). Estos resultados confirman que el DHA incrementa el Ca
2+

 citosólico por la 

señalización a través del GPR40, pero el AP promueve la entrada de Ca
2+

 externo por un 

mecanismo independiente al receptor GPR40.  
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Figura 12. El AP incrementó los niveles de Ca
2+

 intracelular de manera independiente a la 

activación de GPR40.  

Relación de la fluorescencia de Fluo-4 AM en respuesta al AP y DHA en ausencia o presencia de 

Ca
2+

 extracelular. La exposición al AP incrementa la concentración de Ca
2+

 interno sólo en la 

presencia de Ca
2+

 externo (A), trazos y cuantificación de los cambios promedio (B). El incremento 

de Ca
2+

 dependiente de DHA fue completamente bloqueado en la presencia del antagonista del 

GPR40, GW1100 (C), trazos y cuantificación del cambio promedio (D). Los datos muestran el 

promedio ± SEM de 10 (A, B) y 5 (C, D) experimentos independientes cada uno con 20 células por 

condición y realizados por triplicado. El análisis estadístico fue una prueba t de Student para 

muestras pareadas (B) y ANOVA de una vía seguida de la prueba post hoc Dunnett (D) *p < .05, n 

= 10 (A, B), n = 5 (DHA), n = 10 (AP), n = 5 (GW1100 + DHA) 
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8.8 El ATP generado de la β-oxidación del AP regula la entrada de Ca
2+

  

 

Se sabe que el ATP puede regular la entrada de Ca
2+

 por dos mecanismos: cerrando los 

canales de K
+
 sensibles a ATP y  promoviendo la apertura de canales de calcio sensibles a 

voltaje (VGCCs, por sus siglas en inglés) posterior a la despolarización; y/o produciendo la 

activación de canales purinérgicos después de la liberación de ATP (Huopio, Shyng, 

Otonkoski, & Nichols, 2002; Kishore et al., 2011; North, 2002). Dado que en neuronas 

hipotalámicas los ácidos grasos saturados son capaces de despolarizar a las células 

incrementando el ATP a través de su β-oxidación (Jo, Su, Gutierrez-Juarez, Chua, & Jr., 

2009), quisimos analizar si en el presente modelo el AP aumentaba la producción de ATP 

lo que induciría la entrada de Ca
2+

 por cualquiera de los dos mecanismos descritos arriba.  

Ya se había demostrado en nuestro sistema que el AP incrementa la reducción de MTT y 

disminuye la relación NAD/NADH, sugiriendo fuertemente que el AP es utilizado como 

metabolito energético. Se decidió comprobar si la β-oxidación del AP era llevada a cabo 

por las neuronas  y si por este mecanismo incrementaba los niveles de ATP. Nuestros 

resultados muestran que la exposición a insulina durante 15 minutos y al AP durante 6 

minutos y una hora incrementaron los niveles de ATP. El incremento mayor de ATP por el 

AP se observó a los 6 minutos posteriores a su exposición, mismo tiempo en el que 

observamos  el incremento mayor de los niveles de Ca
2+

 por este ácido graso. Además, el 

aumento de ATP por el AP se mantuvo una hora después del tratamiento, pero en menor 

proporción.  
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Para corroborar que el aumento de ATP se debía a la β-oxidación del AP, las células fueron 

pre-incubadas con etomoxir, un inhibidor de carnitina que transporta a los ácidos grasos a 

la matriz mitocondrial, evitando así su β-oxidación. En estos experimentos se mostró que el 

etomoxir impide el incremento del ATP inducido por el AP, apoyando fuertemente que este 

ATP proviene de la β-oxidación mitocondrial (Figura 13 A). Con esta evidencia, nuestro 

siguiente objetivo fue evaluar si la movilización de Ca
2+

 inducida por el AP era dependiente 

de la producción de ATP. En la figura 13 B, se muestra el diseño experimental así como la 

línea de temporal de los diferentes tratamientos. Las células fueron expuestas con etomoxir 

previo al AP y posteriormente se hizo el registro de calcio con microscopía de 

fluorescencia. En presencia de etomoxir no se observó el incremento de Ca
2+

 citosólico 

previamente reportado (Figura 13 C, D), demostrando que el ATP generado por la β-

oxidación del AP regula la entrada de Ca
2+

.  

Para evaluar por cuál mecanismo el ATP regula la entrada de Ca
2+

, las células se trataron 

con la enzima apirasa que hidroliza el ATP extracelular lo cual podría impedir la activación 

de receptores purinérgicos asociados con la entrada de Ca
2+

 (Burnstock, 2007). Aunque en 

esta condición se observó una reducción significativa en la entrada de Ca
2+

 dependiente del 

AP, no se bloqueó por completo (Figura E, F). Posteriormente, las células se pre-

incubaron con diazoxide, el cuál abre los canales de K+ sensibles a ATP, produciendo 

hiperpolarización y evitando la apertura de los VCCGs. En esta condición, la  movilización 

de Ca
2+

 inducida por el AP se bloqueó totalmente (Figura E, F).  
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Figura 13.  Papel de la β-oxidación en la producción de ATP dependiente del AP y la 

movilización de Ca
2+

.  

A, Los niveles de ATP se incrementaron después de la exposición de células a insulina, 15 min o 

AP, 6 minutos (100% y 150% respectivamente). El incremento en ATP permaneció después de 1 

hora a la exposición del AP y fue bloqueado por el inhibidor de la carnitina palmitoiltransferasa, 

etomoxir. Los datos representan el promedio ± SEM de 4-5 cultivos independientes evaluados por 

cuatriplicado. B, Protocolo experimental. C, Cambios en la dinámica de Ca
2+

inducidos por el AP 
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fueron también inhibidos por etomoxir y se muestra la cuantificación en D. Efecto del activador del 

canal de K+ ATP diazóxido y de la enzima apirasa que hidroliza el AP externo, en la movilización de 

Ca
2+

 por el AP (E), y su cuantificación se muestra en F. Los resultados se muestran como el 

promedio ± SEM de 6-11 cultivos independientes, cada uno con 20 células por condición en 

triplicado. El análisis estadístico fue ANOVA de una vía seguida por la prueba post hoc Dunnett  *p 

< .05, **p < .01, ***p < .001; n = 4-5 (a); c: n = 5 (veh), n = 10 (AP), n = 6 (etomoxir + AP); d: n = 

6 (veh), n = 11 (AP), n = 7 (apirasa + AP), n = 5 (diazóxido + AP). 

 

8.9 El incremento citosólico de Ca
2+

 inducido por AP se asocia con resistencia a la 

insulina. 

Una vez que observamos la participación del ATP en la movilización de Ca
2+

 dependiente 

del AP, evaluamos si este Ca
2+

 entrante podría contribuir al desarrollo de la resistencia a la 

insulina, probablemente al generar la activación de PKCs clásicas que regulan 

negativamente la vía de señalización de esta hormona. Para comprobar esto, las células se 

incubaron en solución Ringer-Krebs con y sin Ca
2+

 en presencia y ausencia del AP y se 

midió la activación de Akt mediada por insulina. Tal como se muestra en la figura 14 A, la 

ausencia del Ca
2+

 extracelular previno el efecto inhibitorio del AP sobre la señalización de 

la insulina, sugiriendo que el mecanismo por el cual el AP induce resistencia a la insulina 

se asocia con un incremento de Ca
2+

 que pudiera activar PKCs clásicas, tal como lo 

demostramos con los experimentos con BIM.  

Para profundizar en el efecto de activación de PKC mediada por el Ca
2+

 movilizado por el 

AP, analizamos los cambios en la fosforilación de  PKC-⍺ S657, una PKC dependiente de 

Ca
2+

 y cuya activación ha sido asociada con el desarrollo de resistencia a la insulina en 

células de tejido periférico (Kellerer et al., 1998; Nawaratne et al., 2006). En la figura 14 B 
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se observa que cuando las células son incubadas con Ca
2+

 extracelular, hay un aumento 

significativo de de la actividad de PKC-α en presencia del AP, sin embargo esta activación 

ya no se observa cuando las células se incuban en medio sin Ca
2+

. Nuestros resultados 

sugieren que el incremento en la entrada de Ca
2+

 dependiente del AP, podría preceder la 

activación de PKC-α y que a su vez, esta última contribuir a la disminución de la 

señalización de la insulina, probablemente al fosforilar al RI o IRS-1 en residuos de 

inhibición (serina), aunque esto último ya no fue evaluado.  

.  

Figura 14. Efecto del Ca
2+

 en la reducción de la señalización de la insulina dependiente del AP 

y activación de PKC.  

A, Western blot representativo y análisis densitométrico de p-Akt S473 de células de neuroblastoma 

humano diferenciado expuestas a AP (200 μM) durante 1 hora y después de 15 minutos de 

estimulación con insulina en la presencia y ausencia de Ca
2+

 externo. B, Western blot representativo 

y análisis densitométrico de p-PKCα S657. Porcentaje promedio ± SEM de 3 cultivos 



68 
 

independientes. El análisis estadístico fue ANOVA de una vía seguida por la prueba post hoc 

Dunnett. *p < .05; n = 3  

 

 

9. DISCUSIÓN 

 

Aunque el AP es uno de los ácidos grasos saturados más abundantes en las dietas humanas 

y ha sido implicado en el desarrollo de resistencia a la insulina en tejidos periféricos, su 

papel en los cambios en la sensibilidad a esta hormona en neuronas aún no ha sido 

estudiado a profundidad (Bumsup Kwon et al., 2014). El objetivo de este trabajo fue 

estudiar los efectos del AP en la señalización de la insulina neuronal, así como los 

mecanismos implicados en un modelo de neuroblastoma humano diferenciado a neurona. 

Se utilizó la exposición al AP por periodos cortos sobre  las neuronas a una dosis alta pero 

que no produce neurotoxicidad (200μM) (Calvo-Ochoa et al., 2017; Flores-León et al., 

2019) y que es similar a la concentración encontrada en el plasma de sujetos con obesidad y 

diabetes (Clore et al., 2002; Grapov et al., 2012).  

Los resultados de este estudio mostraron que durante una hora de exposición el AP inhibe 

la vía insulina/PI3K/Akt tanto en células de neuroblastoma humano diferenciado como en 

neuronas corticales, lo cual fue evaluado midiendo la reducción en la fosforilación del 

efector de la señalización de la insulina, Akt (Figura 6 y 7). También observamos que 

como resultado de la resistencia a la insulina inducida por AP hay una disminución 

significativa de la actividad oxido-reductora  mitocondrial activada por esta hormona. Sin 

embargo, este efecto sólo fue observado en  tiempos de exposición cortos de una hora y no 
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a 24 horas, sugiriendo que la metabolización del ácido graso ocurre de manera rápida en 

tiempos cortos de exposición (Figura 5).  

Este trabajo también demuestra que la exposición al ácido graso por 1 hora mantiene un 

incremento de la actividad metabólica de la célula y reduce los niveles de NAD+, indicando 

que el AP puede activar el metabolismo oxidativo neuronal (Figura 5 C). Dado que estos 

cambios metabólicos sólo fueron consecuencia de la exposición a 1 hora del AP y no a 24 

horas, los resultados sugieren que el AP puede ser oxidado en la mitocondria y ser utilizado 

como fuente energética inmediatamente después de su exposición y captura por la neurona, 

y que posterior a una exposición prolongada ya no se observa la activación metabólica.  

Se sabe que altas concentraciones de ácidos grasos saturados afectan procesos como la 

producción de ATP debido a la fuga de electrones y producción de EROs en la mitocondria. 

Este fenómeno promueve estrés oxidativo y daño mitocondrial que podría conducir a una 

situación parecida a la hipoxia y llevar a la apoptosis celular (P Schönfeld & Wojtczak, 

2008; Peter Schönfeld & Reiser, 2013). En resultados previos del laboratorio, se demostró 

que el efecto metabólico de la insulina en la actividad oxido-reductora mitocondrial fue 

dependiente de la glucosa externa (Calvo-Ochoa, Tesis Doctorado). Por lo tanto, esto 

podría confirmar que los transportadores de glucosa que dependen de la insulina en el 

cerebro, GLUT3 y GLUT4, son translocados a la membrana neuronal por la activación de 

la vía insulina/PI3K/Akt, incrementando la recaptura de glucosa y el metabolismo 

energético. Además, algunos estudios sugieren que la insulina promueve la actividad 

glucolítica al activar enzimas como la fosfofructocinasa de manera dependiente de la vía 

PI3K/Akt (Benomar et al., 2006). Por otro lado, nuestros resultados sugieren que en 

presencia de altas concentraciones de AP, la actividad mitocondrial es independiente de la 
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glucosa, apoyando la idea de que las neuronas podrían estar usando también el AP como 

fuente energética cuando son expuestas a altas concentraciones de ácidos grasos libres con 

las desventajas metabólicas que de ello resultan (Peter Schönfeld & Reiser, 2013).  

Para estudiar los mecanismos que subyacen a los efectos negativos producidos por el AP en 

la actividad metabólica dependiente de insulina, evaluamos si en presencia del AP se activa 

la cinasa mTOR, que es considerada un sensor metabólico que al activarse inhibe la vía de 

señalización de la insulina. Mediante el análisis del estado de fosforilación de mTOR, 

encontramos que el AP activa a esta enzima de manera similar a lo que hace la insulina y al 

co-incubar AP e insulina, la activación de mTOR tiende a ser mayor que el control aunque 

no fue estadísticamente diferente al tratamiento con insulina sola o con AP solo (Figura 8 

A). Estos resultados confirman que la cinasa mTOR es activada directamente por 

PI3K/Akt, aunque también se activa  por el AP de manera independiente a la insulina. Esto 

se observa con la activación de la cinasa mTOR a pesar de la desensibilización a la insulina 

(Figura 7 y 8). Además, cuando las células se trataron con rapamicina esta activación de 

mTOR fue impedida  (Figura 8 B).  

Se sabe que los ácidos grasos también pueden activar a  mTOR de manera independiente de 

Akt  mediante la inhibición de la cinasa activada por AMP (AMPK) (B Kwon & Querfurth, 

2015; Mordier & Iynedjian, 2007; Wu, Song, Xu, Zhang, & Zou, 2007). De acuerdo a este 

mecanismo, el incremento en la producción de ATP mediante el metabolismo del AP a 

través de la β-oxidación mitocondrial reduce la actividad de AMPK y por consiguiente una 

reducción de la inhibición de mTOR vía AMPK. Los resultados obtenidos en la presente 

tesis apoyan esta idea al demostrar que el AP incrementa la actividad mitocondrial de 

manera independiente a la glucosa externa, y reduciendo la relación de NAD+/NADH. 
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Referente a esta posibilidad, se ha visto que en neuronas hipotalámicas la resistencia a la 

insulina producida por el AP es inducida mediante el aumento de su metabolismo en la 

mitocondria, dado que el metilpalmitato, un sustrato no metabolizable a una hora, no tuvo 

ningún efecto en la inhibición de la señalización de la insulina. Además, al activar  AMPK 

se impidió el efecto inhibitorio del AP sobre la señalización de la insulina (Mayer & 

Belsham, 2010). Estos resultados sugieren que el AP podría inducir resistencia a la insulina 

mediante su metabolismo mitocondrial y la activación de la señalización de mTOR vía la 

inhibición de AMPK. En resultados previos del laboratorio también publicados en el primer 

artículo de este proyecto, se observó que la actividad mitocondrial dependiente de insulina 

se impidió cuando las células se trataron previamente con rapamicina (Calvo-Ochoa et al., 

2017). Esto puede ser explicado ya que Akt requiere una primera fosforilación por mTOR 

para poder ser activada por PI3K y con eso aumentar la actividad glucolítica de la célula 

(Hresko & Mueckler, 2005; Sarbassov, Guertin, Ali, & Sabatini, 2005; Zeng et al., 2007).  

Otro efecto importante que se describió en la primera parte de este proyecto fue el papel de 

las EROs producidas por la actividad  mitocondrial como participantes en la pérdida de la 

sensibilidad a la insulina en presencia del AP. En este sentido, encontramos que el 

tratamiento con el antioxidante específico mitocondrial, mitoTEMPO, previno el efecto 

inhibitorio del AP sobre la actividad metabólica y la fosforilación de Akt inducida por 

insulina (Figura 9). Además, observamos que la incubación con mitoTEMPO redujo la 

fosforilación de Akt en presencia sólo de insulina (Figura 9 D), posiblemente asociado con 

la producción en la mitocondria del pulso transitorio de H2O2 que requiere la señalización 

de la insulina y que parece promover la autofosforilación del receptor de insulina 

(Goldstein et al., 2005; Mahadev et al., 2001; Persiyantseva et al., 2013; Pomytkin & 
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Kolesova, 2003; Schmid, El Benna, Galter, Klein, & Dröge, 1998; Storozhevykh, Senilova, 

Persiyantseva, Pinelis, & Pomytkin, 2007).  

Sin embargo, es importante mencionar que un exceso en la producción de EROs 

mitocondriales podría generar el efecto contrario y disminuir la señalización de la insulina 

(Anderson et al., 2009; Goldstein et al., 2005). De acuerdo con esto, se ha reportado en 

otros tejidos que el metabolismo oxidativo del AP aumenta la producción de EROs, 

incluyendo al H2O2 (Anderson et al., 2009; Bonnard et al., 2008; Koves et al., 2008). 

Además, se sabe que un incremento agudo y/o sostenido en la producción de H2O2 

sobrepasa la capacidad antioxidante de la mitocondria lo cual produce una fuga de 

electrones y desacoplamiento mitocondrial de manera temporal (Anderson et al., 2009; 

Evans, Maddux, & Goldfine, 2005; Korshunov, Skulachev, & Starkov, 1997; S. Liu, 1999; 

Moser, Matsuzaki, & Humphries, 2009; Tretter & Adam-Vizi, 2000). En el presente 

modelo, la reducción de MTT utilizada para medir la activación mitocondrial ocurre 

principalmente en el complejo II, mediante la succinato deshidrogenasa, la cual es la misma 

enzima responsable de la generación del pulso de H2O2 después de la estimulación con 

insulina (Musser & Oseroff, 1994; Slater, Sawyer, & Straeuli, 1963; Takahashi, Abe, 

Gotoh, & Fukuuchi, 2002), esto explicaría el incremento en la reducción de MTT por 

insulina y su impedimento probablemente por la sobreproducción temporal de H2O2 debido 

a la incubación  con AP e insulina. 

En conclusión, los mecanismos que reportamos y que están involucrados en los efectos del 

AP sobre la actividad metabólica y la disminución de la señalización por insulina incluyen: 

1) activación del metabolismo mitocondrial lo cual produce un incremento en la producción 

de EROs mitocondriales, incluyendo H2O2, y activación de mTOR vía inhibición de AMPK 
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por ATP. 2) generación de un estado pro-oxidante en el que el AP podría estar 

incrementando la amplitud y duración del pulso de H2O2 dependiente de insulina. Este 

incremento en EROs podría tener dos consecuencias: primero, disminuir la señalización de 

la insulina probablemente al impedir la autofosforilación del receptor de insulina, 

ocasionando la disminución de la actividad glucolítica; segundo, al tratar a las células con 

AP e insulina se podría aumentar la actividad de la succinato deshidrogenasa disminuyendo 

el metabolismo mitocondrial de manera temporal (Figura 15).  

Como segunda parte del proyecto demostramos que en la neurona el AP puede 

metabolizarse en la mitocondria, y a través de la β-oxidación incrementar los niveles de 

ATP, favorecer la entrada de  Ca
2+

 que probablemente esté activando PCKα. Se sabe que 

los ácidos grasos pueden cruzar la barrera hematoencefálica (Dhopeshwarkar & Mead, 

1973) y que existen niveles elevados de AP en el líquido cefalorraquídeo de personas 

obesas en comparación con personas sanas (Melo et al., 2020; Pilitsis et al., 2001) 

sugiriendo que las neuronas pueden ser expuestas a altas concentraciones de AP bajo 

condiciones de obesidad. Sin embargo, esta es la primera evidencia sobre el papel de la β-

oxidación del AP en las neuronas que es capaz de inducir un aumento significativo en los 

niveles de ATP asociado con la movilización de Ca
2+

 externo.  

A excepción de los astrocitos (Panov, Orynbayeva, Vavilin, & Lyakhovich, 2014) y de las 

neuronas hipotalámicas (Lam, Schwartz, & Rossetti, 2005; McFadden et al., 2014), por 

mucho tiempo ha sido aceptado que los ácidos grasos no son β-oxidados por las neuronas, 

ya que no cuentan con una maquinaria activa para llevar a cabo este proceso en la 

mitocondria (Peter Schönfeld & Reiser, 2013). Sin embargo, en el presente trabajo se 

encontró que el ATP producido por la metabolización del AP en las neuronas diferenciadas 
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del neuroblastoma humano MSN, fue totalmente bloqueado en presencia de etomoxir 

(Figura 13 A), el inhibidor específico de carnitina palmitoiltransferasa 1 (CPT1), que 

impide que los ácidos grasos activados sean transportados hacia la matriz mitocondrial para 

su metabolismo energético. Estos resultados junto con la reducción del índice NAD/NADH 

y el incremento en la reducción de MTT indican que el AP en altas concentraciones (200 

μM o mayor en cultivo celular) es capaz de estimular el metabolismo oxidativo en 

neuronas, como puede ocurrir en sujetos diabéticos u obesos (Clore et al., 2002), generando 

la pérdida de sensibilidad a la insulina y de la homeostasis intracelular de Ca
2+

. 

Dado que el GPR40, también conocido como el receptor a ácidos grasos 1, está altamente 

expresado en el cerebro, evaluamos su posible papel en el efecto inhibitorio del AP sobre la 

señalización de la insulina mediante la movilización de Ca
2+

.
 
Se sabe que GPR40 señaliza 

predominantemente a través de las proteínas G heterotriméricas Gq/11, y que por la acción 

de la fosfolipasa C se produce diacilglicerol y liberación de  Ca
2+

 del retículo 

endoplásmico, ambos implicados en la activación de PKCs. Por un lado las PKCs clásicas 

requieren de Ca2+, mientras que las PKCs nuevas de diacilglicerol. Sorprendentemente, 

nuestros resultados mostraron que el Ca
2+ 

movilizado por el AP fue totalmente dependiente 

del Ca
2+ 

externo (Figura 11 y 12), por lo tanto, en este modelo excluimos el papel de la 

activación de GPR40 después de la exposición al AP. A diferencia del DHA, el otro 

ligando bien descrito de GPR40, que tal como se esperaba incrementó los niveles de Ca
2+

 

interno de una manera independiente al Ca
2+

 externo y bloqueado con el uso del antagonista 

de GPR40, GW1100 (Figura 11 y 12).  

En otros trabajos ya había sido descrito en una línea de células β-pancreáticas, que el AP es 

capaz de incrementar los niveles de Ca
2+

 interno dependiente del Ca
2+

 extracelular y que 
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este incremento se bloqueaba al inhibir los canales de Ca
2+

 sensibles al voltaje o por la 

apertura de los canales de K
+
 dependientes de ATP (Shapiro et al., 2005). En estas mismas 

células, se observó que la apoptosis inducida por el AP fue prevenida  por el quelante de 

Ca
2+

 EGTA,  lo mismo que al bloquear los canales de Ca
2+

 del tipo L (Choi et al., 2007).  

Previamente había sido reportado que en células de neuroblastoma, el GPR40 se activa por 

DHA pero no por el AP (Zamarbide et al., 2014), igual a lo que encontramos en este 

trabajo.  

Aunque no se conoce el mecanismo por el cual el AP incrementa los niveles de Ca
2+

 en la 

célula, hay dos mecanismos propuestos y que fueron evaluados en esta tesis. Ambos 

mecanismos implican un incremento en la producción de ATP. Uno de los mecanismos 

parece estar asociado con el cierre de canales de K
+
 sensibles a ATP (KATP), lo cual induce 

la despolarización de la neurona y por consiguiente la apertura de canales de Ca
2+

 

dependientes de voltaje, tal como ha sido observado en neuronas hipotalámicas, como un 

mecanismo implicado en la regulación de los niveles de glucosa sistémica (Kishore et al., 

2011) y en células β-pancreáticas para la secreción de insulina dependiente de glucosa 

(Huopio et al., 2002).  

En el presente trabajo, se demostró que en presencia de etomoxir, el cual impide la 

producción de ATP al inhibir la β-oxidación del AP, la movilización de Ca
2+

 fue impedida 

por completo (Figura 13 C y D). Además, cuando las células fueron co-incubadas con AP 

y diazóxido, un activador de los canales de KATP, se bloqueó la entrada de Ca
2+ 

(Figura 13 

E y F). Sin embargo, otro mecanismo descrito para la movilización de Ca
2+

 dependiente de 

ATP ha sido asociado con la liberación extracelular de ATP el cual puede activar a los 

canales purinérgicos de tipo P2X, estimulando la entrada de Ca
2+

 (North, 2002). Para 
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probar este mecanismo se utilizó la enzima apirasa para hidrolizar el ATP externo e impedir 

la activación de los receptores P2X. Aunque se observó una pequeña pero significativa 

reducción del incremento de Ca
2+

 en presencia de apirasa, el efecto inhibitorio sobre la 

elevación de Ca
2+

 fue mayor cuando se activaron los canales de KATP  por el uso de 

diazoxide (Figura 13 E y F). Esto sugiere que la apertura de canales de Ca
2+

 sensibles a 

voltaje por la despolarización neuronal es más prominente,  aunque también puede existir la 

participación de los canales purinérgicos activados por la liberación de ATP a través de 

vesículas.  Esta pequeña fracción de receptores P2X activados por ATP, pudiera contribuir 

a la generación también de DAG contribuyendo así a la activación observada de PKCalfa. 

La evidencia aportada sugiere que el metabolismo energético del AP está implicado en el 

desarrollo de resistencia a la insulina a través de la movilización de Ca
2+

 dependiente de 

ATP y que uno de los efectores podrá ser la activación de mTOR y PKCs, ya que al inhibir 

a estas cinasas mediante el uso de rapamicina o BIM se  impidió la pérdida de sensibilidad 

a la insulina inducida por el AP. Dado que las PKCs clásicas son activadas por un 

incremento en Ca
2+ 

(Lipp & Reither, 2011), es factible suponer que el aumento de Ca
2+

 

mediado por el AP resulte en la activación de PKCs clásicas, y que éstas modulan 

negativamente la vía de insulina/PI3K/Akt a través de la fosforilación de IRS-1 o RI (M. 

Liu et al., 2017; Sampson & Cooper, 2006), ya que BIM revirtió el efecto negativo del AP 

sobre la vía de la insulina y dado que el AP regula la activación de PKCs de una manera 

dependiente al Ca
2+

, tal como nuestros resultados lo mostraron.  Dado que BIM es un 

inhibidor general de las PKCs, es posible suponer que en el efecto del AP sobre la vía de la 

insulina, puedan estar implicadas diferentes isoformas de PKCs. Por ejemplo en otros 

estudios realizados en células de músculo esquelético, adipocitos y neuronas 



77 
 

hipotlalámicas, se ha visto la participación de PKC zeta, épsilon y teta en el desarrollo de 

resistencia a la insulina (Benoit et al., 2009; Miura et al., 2003; Powell et al., 2004; 

Sokolowska & Blachnio-Zabielska, 2019). Por lo tanto, no sería extraño que el AP activara 

diferentes isoformas de PKCs por varios mecanismos, ya sea a través de mTOR, de la 

producción de ceramidas o dependientes del ATP generado por su β-oxidación. En este 

trabajo, exploramos este último posible mecanismo de activación de PKC dependientes del 

ATP. Dado que las PKCs clásicas requieren de Ca
2+

 y DAG para su activación, decidimos 

evaluar la participación de PKCalfa en la desenbilización a la insulina, dado que ya se ha 

reportado en células de tejido periférico su implicación (Kellerer et al., 1998; Nawaratne et 

al., 2006). En efecto observamos que esta PKC podría tener un papel importante en la 

resistencia a la insulina, posiblemente activada por el Ca
2+

 movilizado por el ATP generado 

a partir  de la β-oxidación del AP y el DAG producido ya sea a partir del AP, por la misma 

activación de la vía de la insulina, ya que se sabe que la fosfolipasa C se une y activa  al RI 

fosforilado, produciendo IP3 y DAG o por la activación de una pequeña fracción de 

receptores P2X  (Murillo-Maldonado, Zeineddine, Stock, Thackeray, & Riesgo-Escovar, 

2011).  

También encontramos que la inhibición de mTOR con rapamicina impidió el efecto del AP 

sobre la señalización de la insulina. mTOR es el principal regulador de la respuesta 

metabólica de la célula y modula negativamente la vía insulina/PI3K/Akt (Ardestani & 

Maedler, 2018). Dado que la activación de mTORC1 es influenciada por los niveles 

intracelulares de ATP (Dennis et al. 2001), el incremento en los niveles de ATP después de 

la exposición neuronal al AP podría activar mTORC1 y por lo tanto participar en la 

inhibición de la vía de la insulina, tal como sugieren nuestros resultados. 



78 
 

Estos resultados en conjunto, nos permiten proponer otro nuevo mecanismo para el efecto 

del AP, en el cual, este ácido graso saturado incrementa los niveles de ATP, produce 

dishomeostasis de Ca
2+

 e impide la señalización de la insulina (Figura 15). 

Interesantemente, la pérdida de homeostasis de Ca
2+

 ha sido fuertemente asociado con 

enfermedades cerebrales en el envejecimiento (Kumar, Bodhinathan, and Foster 2009) lo 

cual puede ser una de las principales consecuencias graves del consumo excesivo y crónico 

de ácidos grasos saturados.  

Figura 15. Mecanismos propuestos de resistencia a la insulina inducida por el AP.  

Incremento de EROs y ATP por la β-oxidación del AP. El ATP generado activa a 

mTORC1 el cual contribuye a la inhibición de la señalización de la insulina; también cierra 

canales de K dependientes de ATP y activa receptores purinérgicos dirigiendo al 
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incremento de los niveles de Ca
2+

citosólico, activación de PKCα y reducción de la 

sensibilidad a la insulina.  

 

10. CONCLUSIONES 

 

En este trabajo demostramos que en neuronas el AP disminuye la señalización de la 

insulina mediante un mecanismo que implica la β-oxidación del ácido graso. También 

mostramos que el metabolismo del AP incrementa la producción de EROs que contribuyen 

a la inhibición de la señalización insulina/PI3K/Akt. Como segundo mecanismo 

participante en los efectos nocivos del AP sobre la señalización de la insulina, demostramos 

que los niveles incrementados de ATP por su β-oxidación, se asocia con incrementos en la 

concentración de Ca
2+

 citosólico que junto con la activación de mTOR/S6K/ dependiente 

del mismo ATP, podrían activar a PKCs clásicas y regular negativamente la señalización de 

la insulina. Este trabajo es la primera evidencia de que el AP puede ser metabolizado por 

las neuronas y muestra un nuevo mecanismo sobre el desarrollo de resistencia a la insulina 

por el AP  en estas células. Por otra parte, este trabajo abre nuevas interrogantes como 

¿cuáles son los mecanismos de regulación de Ca
2+

 en las neuronas? y ¿Cómo se afectan 

ante el consumo de dietas altas en grasa? ¿Cuál es la participación de las ceramidas? ¿Qué 

otras PKCs participan en los efectos deletéreos del AP  en la neurona? 
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ANEXOS: Artículos publicados 

1. Palmitic acid stimulates energy metabolism and inhibits insulin/PI3K/AKT 

signaling in differentiated human neuroblastoma cells: The role of mTOR activation 

and mitochondrial ROS production 
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2. PI3K Signaling in Neurons: A Central Node for the Control of Multiple Functions
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3. Palmitic acid induces insulin resistance by a mechanism associated with energy 

metabolism and calcium entry in neuronal 
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