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RESUMEN 

La biotina es una vitamina hidrosoluble del complejo B que actúa como cofactor de 

carboxilasas. En concentraciones farmacológicas produce modificaciones importantes 

en la morfología de diferentes tejidos. Estudios previos en el laboratorio revelaron que 

una dieta suplementada con biotina durante 8 semanas produce modificaciones 

importantes en la posición de los núcleos dentro de las células musculares y 

desorganización en la ultraestructura del músculo. 

Este trabajo tiene como objetivo evaluar algunos parámetros morfológicos de las fibras 

musculares, así como el espacio intersticial y el contenido de colágeno como 

indicadores de daño. 

Ratones Balb/C de tres semanas de edad recién destetados recibieron dieta control o 

suplementada con biotina durante ocho semanas. Posteriormente, se obtuvieron 

cortes de músculo femoral para teñir con tricrómica de Masson y se extrajo el RNA 

para el análisis de PCR. 

El análisis de morfología no mostró diferencias significativas en el área de la miofibra 

y del tejido intersticial entre el grupo control y suplementado. Sin embargo, contrario a 

lo que se esperaba, al cuantificar el contenido de colágeno en los cortes de músculo, 

el grupo suplementado presentó un menor porcentaje de colágeno con respecto al 

control. De igual manera, al evaluar la expresión del gen Col1a1, el grupo 

suplementado mostró una disminución significativa en la expresión respecto al control. 

En conclusión, la suplementación con biotina en la dieta durante ocho semanas no 

produce modificaciones en el área de la fibra muscular ni en el área del espacio 

intersticial. No obstante, sí produce una disminución significativa tanto en el contenido 

de colágeno como en la expresión del gen Col1a1.  



 

1. INTRODUCCIÓN  

1.1. Biotina 

La biotina es una vitamina hidrosoluble del complejo B, también conocida como 

vitamina H, B7 o coenzima R (National Center for Biotechnology Information. 

Database PubChem). Actúa como grupo prostético de carboxilasas que participan en 

el metabolismo intermediario de carbohidratos, ácidos grasos y aminoácidos, por lo 

cual es esencial para el metabolismo (Mock, 2017; Parra, et al., 2013). Margaret Boas 

demostró por primera vez su requerimiento en mamíferos (Boas, 1927). 

 

1.1.1. Estructura 

La molécula de biotina está formada por un anillo imidazolídico y otro tetrahidrotiofeno, 

con un residuo de ácido valérico como cadena lateral. Puede existir en 8 

estereoisómeros, no obstante, el isómero D-biotina es el único biológicamente activo 

(Said, 2012). 

 

Figura 1. Estructura química de la biotina. 

1.1.2. Funciones 

En mamíferos, la biotina actúa como cofactor de cinco carboxilasas; acetil-CoA 

Carboxilasa (ACC), tanto de la isoforma citosólica (ACC1) como de la mitocondrial 

(ACC2); piruvato carboxilasa (PC); propionil-CoA carboxilasa (PCC); y metilcrotonil-



 

CoA carboxilasa (MCC). Éstas se sintetizan como apocarboxilasas que carecen de 

actividad enzimática. Cuando la biotina se une covalentemente al grupo amino de un 

específico residuo de lisina en el sitio activo de la apocarboxilasa, pasan a su forma 

activa denominada holocarboxilasa. Este proceso, dependiente de ATP, se conoce 

como biotinilación y es catalizado por la holocarboxilasa sintetasa (Zempleni, et al. 

2009; Said, 2012). 

Las carboxilasas dependientes de biotina catalizan diferentes vías asociadas a la 

biosíntesis de ácidos grasos, gluconeogénesis, ciclo de los ácidos tricarboxílicos, 

anaplerosis y regulación pleiotrópica de genes (Zempleni, et al. 2008). La ACC1 reside 

en el citoplasma de la célula y se expresa principalmente en tejidos lipogénicos 

(hígado, adiposo, glándula mamaria, etc.), cataliza la unión de bicarbonato a acetil-

CoA, generando malonil-CoA, necesario para la síntesis de ácidos grasos. Por otra 

parte, ACC2, PCC, MCC y PC se localizan en la matriz mitocondrial: ACC2 se expresa 

principalmente en corazón y músculo esquelético, donde el malonil-CoA sirve como 

un potente inhibidor de la carnitina palmitoiltransferasa I, regulando la oxidación de 

ácidos grasos (Brownsey, 2006); PCC, además de catalizar pasos esenciales en el 

metabolismo de aminoácidos, colesterol y ácidos grasos, cataliza la carboxilación de 

propionil-CoA para producir metilmalonil-CoA, que, además de participar en la beta-

oxidación de ácidos grasos de cadena impar, se puede convertir en succinil-CoA, un 

intermediario en el ciclo de los ácidos tricarboxílicos (Wongkittichote, et al. 2017);  

MCC cataliza la reacción de carboxilación de 3-metilcrotonil-CoA para formar 3-

metilglutaconil-CoA, un intermediario en el metabolismo de la leucina, aminoácido 

importante para incrementar la síntesis de proteínas a través de la activación de la vía 

de señalización mTOR en el músculo esquelético, adiposo y células placentarias 

(Duan, et al. 2016); PC es la enzima responsable de catalizar la reacción de piruvato 

a oxalacetato, el cual sirve como primer sustrato de reacción para la gluconeogénesis. 

También cumple un papel importante en la anaplerosis del ciclo de los ácidos 

tricarboxílicos, adicionalmente de manera tejido específica participa en la lipogénesis 

y en la liberación de insulina inducida por glucosa (Jitrapakdee, et al. 2008). 

Además de su función como cofactor, se ha demostrado que la biotina en 

concentraciones farmacológicas regula la expresión génica. Se han identificado más 

de 2000 genes cuya expresión es modificada por la biotina (Zempleni, et al., 2009). 

Estimula el nivel de expresión proteica del receptor de insulina, la glucocinasa (una 



 

enzima clave en la glucólisis) y la del transportador-2 de tiamina, mientras que suprime 

el nivel de expresión del mensajero de la fosfoenolpiruvato carboxicinasa hepática 

(una enzima clave en gluconeogénesis). Por otra parte, la expresión de los genes que 

participan en su acción: la holocarboxilasa sintetasa y de las carboxilasas 

dependientes de biotina se ven afectadas por la biotina (Said, 2012). 

El mecanismo a través del cual la biotina modifica la expresión génica no se encuentra 

totalmente descrito. Sin embargo, se han propuesto diferentes vías, no 

necesariamente excluyentes, que involucran la activación de la guanilato ciclasa 

soluble (por biotinil-AMP), translocación de NF-kB y biotinilación de histonas (Cobs, 

2012; Zempleni, et al. 2009). 

1.1.3. Requerimientos 

Debido a que los mamíferos no pueden sintetizar la biotina, es necesario obtenerla a 

través de la dieta diaria. La ingesta recomendada de biotina en humanos es de 30 

μg/d para adultos y de 35 μg/d para niños y mujeres en lactancia (Food and Nutrition 

Board, National Academy Press, Institute of Medicine, Washington, DC. 1998; 

Zempleni & Kuroishi, 2012; Said, 2012). 

La biotina se encuentra ampliamente en los alimentos, sus principales fuentes 

incluyen el hígado y riñones, la yema de huevo, la levadura, algunas verduras y la 

leche de vaca; en menor medida la encontramos en la carne magra, cereales y frutas. 

La biodisponibilidad de la biotina en la dieta varía de un alimento a otro; es cercano al 

100% en el caso del maíz, y tan bajo como el 5% en el caso del trigo (National Center 

for Biotechnology Information, 2019; Said, 2012). La mayoría de los alimentos 

contienen la vitamina como biotina libre y como biocitina, es decir, biotina 

covalentemente unida a residuos de lisina. 

1.1.4. Digestión y absorción 

La homeostasis de biotina es crucial para mantener las funciones corporales 

normales. Esta homeostasis se logra mediante diferentes procesos muy bien 

coordinados de absorción intestinal, transporte celular y mecanismos de reciclaje 

eficientes que minimizan la excreción urinaria (Zempleni, et al. 2008). 



 

Gran parte de la biotina que obtenemos a través de la dieta se encuentra ligada a 

residuos de lisina en diferentes proteínas. Proteasas y peptidasas gastrointestinales 

digieren estas proteínas para liberar biocitina y otros péptidos que contienen biotina 

(Zempleni, et al 2009). La biotinidasa es una de las enzimas claves que permiten 

separar la biotina de la biocitina y de otros péptidos biotinilados. Su actividad se puede 

encontrar en fluidos pancreáticos y otras secreciones intestinales, así como en las 

microvellosidades de la membrana epitelial de diferentes tejidos. De igual manera, la 

biotinidasa es secretada en el torrente sanguíneo y participa en el transporte de biotina 

hacia tejidos periféricos (Zempleni, et al. 2008). 

La biotina libre se absorbe en el intestino delgado proximal por un mecanismo de 

transporte facilitado ubicado en las microvellosidades de la membrana epitelial de los 

enterocitos (Cobs, 2012). El transportador multivitamínico dependiente de sodio 

(SMVT) es responsable de la absorción intestinal, renal y del transporte a través de 

las membranas celulares en hígado y otros tejidos periféricos. No obstante, a altas 

concentraciones la biotina también se absorbe mediante difusión pasiva (Zempleni, et 

al. 2009). 

1.1.5. Efectos de la suplementación con biotina 

Se ha encontrado que concentraciones farmacológicas de biotina modifican la 

expresión de genes críticos en la homeostasis de la glucosa. Algunos genes como la 

glucocinasa hepática, la insulina y el receptor de insulina aumentan su expresión en 

respuesta a la suplementación con esta vitamina, mientras que otros genes de 

proteínas de acción gluconeogénica, como PEPCK y glucosa-6-fosfatasa, disminuyen 

su expresión en modelos diabéticos (Dakshinamurti & Li, 1994; Sugita, et al. 2008; 

Lazo, et al. 2017). 

En ratones se ha visto que la administración de una dieta durante 8 semanas 

suplementada con biotina (97.7 mg de biotina por Kg de dieta) disminuye las 

concentraciones de triglicéridos en suero (Larrieta, et al. 2010). Este efecto 

hipotrigliceridémico se asocia a un decremento en la abundancia de mRNA de 

enzimas lipogénicas y factores de transcripción como SREBP1c. De igual manera, la 

abundancia de mRNA de proteínas asociadas a este factor de trascripción, como el 

transportador de glucosa GLUT2, acetil-CoA carboxilasa 2, ácido graso sintasa y 



 

piruvato cinasa, también decrece en respuesta a la suplementación con biotina 

(Larrieta, et al. 2010). 

En el mismo modelo experimental, también se ha encontrado que produce 

modificaciones importantes en la morfología de los tejidos: en el páncreas se ha visto 

que aumenta el tamaño de los islotes pancreáticos y modifica la distribución de células 

alfa; aumentando el número de éstas en el centro del islote, en vez de localizarse en 

la periferia (Lazo, et al. 2013). Por otra parte, en el hígado se han encontrado cambios 

morfológicos que refieren un aumento en el número de células binucleadas y el 

porcentaje de nucleomegalia, así como un aumento en los sinusoides del tejido 

hepático; esto sin modificar los marcadores de toxicidad (Riverón, et al. 2016). Más 

recientemente se han observado cambios en el testículo, donde además de afectar la 

motilidad de los espermatozoides, a nivel de los túbulos seminíferos destaca la 

desorganización celular, pérdida de la redondez y alteraciones en el epitelio germinal 

(Pastén, et al. 2019). 

A pesar de ser un tejido de vital importancia en la regulación de diferentes vías 

metabólicas, los trabajos que evalúan el efecto de la suplementación con biotina sobre 

el músculo esquelético, son muy escasos. Parra y colaboradores (2013) analizaron el 

efecto de dietas con diferente contenido de biotina sobre la actividad de las 

carboxilasas, donde a pesar de ver un aumento en las concentraciones de proteína 

total, no hubo un aumento en la actividad de dichas enzimas. Por otra parte, otro 

estudio demostró que la suplementación con biotina ayuda a prevenir el desarrollo de 

la resistencia a insulina en el músculo esquelético de ratas OLETF, utilizadas como 

modelo de diabetes tipo 2 (Sasaki, et al. 2012). 

1.1.6. Toxicidad de la biotina 

Algunos estudios han demostrado que la biotina no es tóxica ni mutágena (SRI-

International, 1979; Hayes, et al. 1984). No obstante, en ensayos de micronúcleos en 

plantas se encontró un efecto mutagénico con una dosis mínima efectiva de 0.024 

mg/ml (Ma, et al. 1984). 

La LD50 oral e intravenosa para ratones están reportadas en 10 y 1 g/kg de peso, 

respectivamente (Bonjour, 1991). Mientras que, en humanos, no se han encontrado 



 

efectos adversos en tratamientos con dosis de hasta 300 mg/día por un periodo de 

hasta 9 meses, administrado por vía oral (Fiume, et al. 2001; Sedel, et al. 2015). 

Sin embargo, hallazgos recientes de que la suplementación con biotina en ratones 

provoca cambios histológicos en diferentes tejidos (Riverón, et al. 2016: Tixi, et al. 

2018) así como en la motilidad de los espermatozoides (Pasten, et al. 2019), esencial 

para la fertilización, genera alertas por posibles efectos tóxicos sobre la función 

reproductiva. 

1.2. Músculo esquelético 

El sistema muscular comprende unos de los tejidos más dinámicos de todo el cuerpo. 

Los tres tipos de músculo son el esquelético, cardiaco y liso. En humanos, el músculo 

esquelético comprende aproximadamente el 40% del peso corporal total, contiene el 

50-75% de las proteínas corporales y representa el 30-50% del recambio de proteínas 

de todo el cuerpo (Frontera & Ochala, 2015). 

De igual manera, el músculo esquelético es parte integral del funcionamiento orgánico, 

participa en el movimiento físico, la postura y las acciones vitales como masticar, 

tragar y respirar. Sirve como regulador de la diafonía entre órganos, la cual es crítica 

para el control del metabolismo en todo el cuerpo. Es un sitio clave para la captación 

y almacenamiento de glucosa, así como también un reservorio de aminoácidos que 

pueden apoyar la síntesis de proteínas o la producción de energía en otras partes del 

cuerpo cuando se agotan otras fuentes (Stump, et al. 2009). 

1.2.1. Estructura 

Por lo general los músculos se encuentran fijos al hueso en cada extremo mediante 

tendones compuestos de tejido conjuntivo denso. Cada músculo está rodeado por una 

capa de tejido conectivo conocida como epimisio, compuesto principalmente de 

colágeno tipo I y en menor medida, colágeno tipo III. El epimisio se extiende y cubre 

todo el músculo y el tejido que de él deriva, lo subdivide en columnas o fascículos. 

Así, cada uno de estos fascículos se encuentra rodeado por su propia capa de tejido 

conectivo, menos denso que el epimisio, llamada perimisio, compuesta principalmente 

de colágeno tipo I y III (Nayak, et al. 2016; Mahdy, 2019).  



 

 

Figura 2. Organización del músculo esquelético. Modificado de Felici & Sbriccoli (2006) 

Los fascículos, a su vez, están compuestos por muchas fibras musculares, o 

miofibras. Estas miofibras están rodeadas por una membrana plasmática o sarcolema, 

envuelta por una delgada capa de tejido conectivo laxo llamada endomisio, compuesta 

principalmente de colágeno tipo III y V (Gillies & Lieber, 2011). Dado que tanto el tejido 

conectivo de los tendones, el epimisio, el perimisio y el endomisio son continuos, se 

forma una matriz extracelular muy estable, incluso durante la contracción (Mahdy, 

2019). 



 

A diferencia de otras células del cuerpo, las fibras musculares son multinucleadas, lo 

cual se debe a su estructura sincitial; cada fibra se forma por la unión de varias células 

musculares embrionarias o mioblastos. A su vez, cada fibra muscular, está rodeada 

por una membrana celular o sarcolema, y contiene en el sarcoplasma (citoplasma) 

muchas subunidades conocidas como miofibrillas. Cada miofibrilla contiene 

estructuras aún más pequeñas llamadas miofilamentos (Fox, 2011; Frontera & Ochala, 

2015). Los principales miofilamentos que forman los elementos contráctiles de la fibra 

muscular son la actina y miosina. Éstas se disponen en un patrón estriado formando 

la banda A y la banda I, que a su vez, conforman las unidades contráctiles llamadas 

sarcómeros, delimitados por las líneas o discos Z orientados transversalmente (Dave 

& Varacallo, 2018). Cabe mencionar que las fibras musculares se mantienen en un 

estado postmitótico, en caso de una lesión o muerte celular son las células satélites, 

ubicadas entre el sarcolema y la lámina basal, las que proliferen, se incorporan y 

diferencian en nuevas fibras musculares (Frontera & Ochala, 2015; Alberts, et al. 

2002). 

Actualmente existen múltiples criterios para clasificar las fibras musculares, tales 

como: (1) Color de la fibra (rojo o blanca), que se correlaciona con el contenido de 

mioglobina; (2) Propiedades contráctiles de las unidades motoras en respuesta a 

estimulación eléctrica; (3) Velocidad de compresión durante una contracción (rápida o 

lenta); (4) Grado de fatiga durante una contracción sostenida (fatigable o resistente a 

fatiga); (5) Predominancia de vías metabólicas (oxidativa o glucolítica); (6) Regulación 

de calcio por el retículo sarcoplásmico; y (7) Expresión diferencial de proteínas, entre 

otros (Lamboley, et al. 2014; Galpin, et al. 2012). La velocidad de contracción se 

correlaciona con el grado de desarrollo del retículo sarcoplásmico, mientras que la 

tolerancia a la fatiga y la capacidad oxidativa se correlacionan con el contenido 

mitocondrial (Frontera & Ochala, 2015). La clasificación más frecuentemente usada 

en músculo esquelético divide a las fibras musculares en tres tipos: Tipo I (lentas, 

oxidativas, resistente a fatiga), Tipo IIA (rápidas, oxidativas, propiedades metabólicas 

intermedias) y Tipo IIx (más rápidas, glucolíticas, fatigables) (Nayak, et al. 2016). 

1.2.2. Función 

El músculo esquelético cumple múltiples funciones. Desde una perspectiva metabólica 

contribuye al metabolismo basal, ayuda a generar calor para mantener la temperatura 



 

corporal y sirve como fuente de almacenamiento de diferentes aminoácidos que 

pueden ser usados por diferentes órganos para sintetizar proteínas específicas. De 

igual manera, los aminoácidos liberados por el músculo, contribuyen a mantener los 

niveles de glucosa en condiciones de inanición; donde los aminoácidos sanguíneos 

sirven no solo como precursores para la síntesis de proteínas sino también como 

precursores de la gluconeogénesis hepática (Wolfe, 2006; Frontera & Ochala, 2015). 

No obstante, la principal función del músculo esquelético toma lugar mediante un 

proceso acoplado de excitación-contracción, donde la energía química se convierte 

en energía mecánica para generar fuerza, dar soporte estructural, mantener la postura 

y generar movimientos específicos (Dave & Varacallo, 2018). 

En la excitación-contracción del músculo se encuentran acoplados dos procesos: la 

transmisión del estímulo nervioso en forma de potenciales de acción a través del 

sistema tubular transverso o túbulos T, luego de la la liberación de calcio desde las 

cisternas del retículo sarcoplásmico; y el deslizamiento entre los filamentos de actina 

y miosina por la acción de puentes que se extienden desde la miosina hasta la actina 

(Fox, 2011). Brevemente, el potencial de acción que llega a la membrana de la fibra 

muscular se conduce al interior de la célula muscular a través del sistema tubular 

transverso (túbulos T), que de igual manera se encuentra próximo a las cisternas 

terminales del retículo sarcoplásmico que almacenan calcio. Un receptor de 

dihidropiridina sensible a voltaje en el túbulo T se abre y permite una corriente de 

calcio hacia el interior (Rebbeck, et al. 2014). Esta corriente de calcio desencadena la 

apertura de los receptores de rianodina en las cisternas terminales del retículo 

sarcoplásmico y libera grandes cantidades de calcio en el sarcoplasma. El calcio 

liberado en el sarcoplasma se une a la proteína reguladora troponina C en el filamento 

de actina. Esto inicia una serie de eventos moleculares que desplazan a la 

tropomiosina que se encontraba bloqueando el sitio activo del filamento de actina. La 

exposición de este sitio activo permite la unión de la miosina con la actina. La 

orientación de estos puentes de miosina permite tirar de los filamentos delgados de 

actina desde cada lado hacia el centro (zona H) acortando la distancia entre discos Z. 

La ATPasa localizada en la cabeza de la miosina facilita la separación de los puentes 

formados durante la contracción (Frontera & Ochala, 2015; Nayak, et al. 2016). 

  



 

1.2.3. Daño 

Cuando ocurre una lesión en el músculo esquelético, como resultado de traumatismo, 

enfermedades congénitas, distrofias y/o miopatías musculares, toma lugar una serie 

de eventos altamente coordinados con el fin de reparar el tejido dañado (Mahdy, 

2019). 

Inmediatamente luego de la lesión, se liberan factores de crecimiento y citocinas 

desde los vasos sanguíneos afectados y  las células inflamatorias infiltradas. Pronto 

las citocinas promueven la migración y proliferación de diferentes tipos celulares en el 

área afectada, mientras que las células inflamatorias como los macrófagos y 

neutrófilos, son responsables de fagocitar los restos celulares (Serrano & Muñoz, 

2010). 

Los macrófagos tienen un papel determinante regulando la reparación a través de la 

secreción de citocinas. Se presentan en poblaciones heterogéneas que exhiben un 

efecto opuesto. Se pueden dividir en macrófagos proinflamatorios y antiinflamatorios 

o macrófagos M1 y M2, respectivamente. Los macrófagos M1 los encontramos en 

etapas tempranas de daño, mientras que los M2 se presentarán en etapas avanzadas 

cuando el daño es prolongado (Kharraz, et al. 2013; Mann, et al. 2011). 

De manera paralela, la reparación del tejido muscular requiere la migración y 

proliferación de fibroblastos. Éstos, en respuesta a citocinas profribroticas como TGF-

β1, producen un incremento en los componentes de la matriz extracelular (CME), los 

cuales serán degradados conforme avance la regeneración y creación de nuevas 

fibras (Mahdy, 2019; Mann, et al. 2011). 

La formación de nuevas fibras musculares comienza con la activación de células 

satélite quiescentes que se ubican entre el sarcolema y la lámina basal. La activación 

de estas células precede a su proliferación y diferenciación en mioblastos en el área 

afectada. Finalmente los mioblastos se fusionan, ya sea unos con otros o con las 

miofibras dañadas, para formar nuevas fibras (Kasper, et al. 2002; Serrano & Muñoz, 

2010). 

La matriz extracelular (ECM) que rodea al músculo tiene un papel fundamental 

manteniendo la estructura del músculo y las condiciones necesarias para llevar a cabo 

la contracción. Cuando ocurre una lesión en el tejido muscular, la fibrina y fibronectina 



 

se unen con colágeno tipo I, tipo II y proteoglucanos liberados por los fibroblastos, con 

el fin de formar una nueva y temporal matriz extracelular. Esta matriz temporal 

proporciona un ambiente adecuado para la diferenciación de mioblastos y actúa como 

medio para la regeneración de miofibras (Chen & Li, 2009; Mahdy, 2019). 

Conforme avanza la reparación del tejido se requiere tanto la degradación de los 

componentes de la matriz extracelular, como factores que negativamente regulen esta 

degradación proteolítica. Estas moléculas asociadas se conocen como 

metaloproteasas (MMP) e Inhibidores de metaloproteasas (TIMP). La cantidad neta 

de colágeno está regulada por su síntesis y catabolismo, que en principio está 

regulado por el balance entre MMP y TIMP (Wang & Tang, 2016; Chen & Li, 2009). 

La perturbación de cualquiera de estos pasos resulta en una mala reparación, 

caracterizada por degeneración persistente de la miofibra, inflamación y fibrosis, que 

se debe en esencia a una mala acumulación de componentes de la matriz extracelular, 

principalmente colágeno (Mahdy, 2019). Ésta anormal acumulación de componentes 

se da principalmente en el endomisio y perimisio del músculo esquelético (Wang & 

Tang, 2016). 

1.2.4. Colágeno 

El colágeno es una de las proteínas estructurales más abundante en todos los 

animales. En humanos, comprende un tercio de las proteínas totales, además de ser 

el principal componente de la matriz extracelular y el tejido conectivo. Se han 

identificado veintiocho tipos diferentes de colágeno compuestos de al menos 46 

cadenas polipeptídicas distintas en vertebrados. No obstante, el 80-90% por ciento del 

colágeno en mamíferos corresponde a los tipos I, II y III (Lodish, et al. 2000). 

Las cadenas de colágeno se sintetizan como precursores más largos llamados 

procolágeno, las cuales se transportan cotraduccionalmente hacia el lumen del 

retículo endoplásmico rugoso (RER) del fibroblasto. Al igual que con otras proteínas 

secretadas, la glucosilación del procolágeno ocurre en el RER y el aparato de Golgi; 

Residuos de galactosa y glucosa se agregan a los residuos de hidroxilisina, así como 

oligosacáridos largos se añaden a ciertos residuos de asparagina en el propéptido C-

terminal (Hulmes, 2002). Los residuos específicos de prolina y lisina en medio de las 

cadenas se hidroxilan mediante hidroxilasas unidas a la membrana. Finalmente, los 



 

enlaces disulfuro intracadena entre las secuencias de propéptidos N y C-terminales 

alinean las tres cadenas antes de que se forme la triple hélice. Las porciones centrales 

de las cadenas se cierran desde el extremo C al extremo N para formar una triple 

hélice (Gelse, et al. 2003). 

La matriz extracelular del músculo esquelético es un complejo entramado de 

diferentes tipos de colágeno, glucoproteínas, proteoglucanos y elastina; siendo el 

colágeno tipo I el que encontramos en mayor proporción. Éste representa 

aproximadamente el 7-8 % de la masa corporal del músculo esquelético (Bendall, 

1967; Listrat, et al. 2016; McKee, et al. 2019). Su estructura está formada por una 

triple hélice compuesta por tres subunidades; dos cadenas polipeptídicas α1 y una 

tercera cadena α2. Cada cadena contiene 1050 aminoácidos enrollados entre sí y son 

codificadas por los genes Col1a1 y Col1a2, respectivamente (Fratzi, 2008). 

2. PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA 

La evidencia de que la biotina tiene efectos favorables sobre el metabolismo de la 

glucosa, la secreción de insulina y el metabolismo de lípidos, tanto en pacientes como 

en modelos diabéticos (Koutsikos, et al 1996; Zhang, et al. 1996; Revilla, et al. 2006), 

ha llevado a desarrollar productos con alto contenido de biotina, comercializados para 

la prevención y el tratamiento de la diabetes (Singer & Geohas, 2006). Estos productos 

suelen tener un rango de 40 a 166 veces más que la dosis de biotina recomendada 

(Food and Nutrition Board, National Academy Press, Institute of Medicine, 

Washington, DC. 1998). 

Estudios sobre la toxicidad de la biotina (SRI-International, 1979; Hayes, et al. 1984; 

Fiume, et al. 2001; Sedel, et al. 2015) han considerado que esta vitamina no presenta 

toxicidad, sin embargo, la evidencia de que concentraciones farmacológicas de biotina 

modifican la estructura de los tejidos despierta inquietud sobre las repercusiones 

fisiológicas de los cambios estructurales. 

Existen pocos estudios acerca del efecto de la biotina sobre el músculo esquelético. 

Estudios no publicados (Tesis de Licenciatura de Sofía Enciso Pinto, México 2020; 

Tesis Doctoral de Esmeralda Enriquez Calderon, en proceso) realizados en el 

laboratorio, mostraron indicios de daño en cortes de músculo femoral teñidos con 

hematoxilina y eosina. A diferencia del grupo control, el grupo suplementado con 



 

biotina mostró mayor desorganización celular, modificaciones en la posición del 

núcleo dentro de la miofibra y alteraciones en la ultraestructura del músculo, por lo 

que resulta necesario ahondar en los potenciales efectos que pueda tener la biotina 

sobre dicho tejido. 

Este trabajo tiene como objetivo evaluar los efectos in vivo de la suplementación con 

biotina en la dieta sobre algunos parámetros morfológicos del tejido muscular, así 

como en el contenido y expresión de colágeno en el músculo como indicativo de daño. 

3. HIPÓTESIS 

Si una dieta suplementada con biotina modifica la ubicación de los núcleos dentro de 

las miofibras y altera la ultraestructura del músculo, es posible que modifique el área 

y distribución de las fibras musculares y produzca degeneración del tejido aumentando 

la cantidad de colágeno y el área del tejido intersticial. 

4. OBJETIVO 

Evaluar algunos parámetros morfológicos de la fibra y el contenido de colágeno en 

músculo femoral de ratón después de recibir dieta suplementada con biotina durante 

8 semanas. 

4.1. Objetivos Particulares 

Determinar los cambios que produce una dieta suplementada con biotina durante ocho 

semanas sobre algunos parámetros morfológicos de las fibras musculares evaluando:  

● Área transversal de la fibra muscular 

● Área del tejido intersticial 

Determinar el efecto de la suplementación con biotina sobre el contenido de colágeno 

en el músculo, evaluando: 

● Porcentaje de colágeno en cortes de músculo 

● Expresión relativa de Col1a



 

 

5. DISEÑO EXPERIMENTAL 



 

6. MATERIAL Y MÉTODO 

6.1. Modelo animal 

Ratones de la cepa BALBc/AnN de tres semanas de nacidos recién destetados se 

mantuvieron en el bioterio del Instituto de Investigaciones Biomédicas de la UNAM 

bajo ciclos de luz-oscuridad de 12 h, con libre acceso a agua y alimento durante todo 

el periodo experimental. Los ratones recibieron una dieta control o suplementada por 

ocho semanas. El grupo control recibió una dieta con 1.76 mg de biotina/kg de 

alimento (TD-01363, Envigo, Indianapolis. IN, EUA) que proporciona la suficiente 

cantidad de biotina para cubrir las necesidades metabólicas de los ratones; el grupo 

suplementado recibió una dieta  97.7 mg de biotina/kg de alimento (TD-01363, Envigo, 

Indianapolis. IN, EUA). Esta proporción de la vitamina es comparable a la que aportan 

los suplementos vitamínicos disponibles para su libre consumo. Todos los 

procedimientos fueron aprobados por el Comité de Ética y Experimentación del 

Instituto de Investigaciones Biomédicas. 

Posterior a las ocho semanas de alimentación, los ratones se hicieron ayunar por 12 

h, se anestesiaron con Sevorane (Sevoflurane, Abbot) y se les extrajo el músculo 

femoral. 

6.2. Morfología de las fibras 

Los ratones se anestesiaron con Sevorane para ser sometidos a un proceso de 

perfusión con solución salina y posteriormente formaldehído al 4% para fijar los 

tejidos. La perfusión se realizó con una máquina de bombeo y punción cardiaca con 

una micro-cánula en el ventrículo izquierdo del corazón. Posterior a esto, el músculo 

femoral fijado se deshidrató en una serie de concentraciones crecientes de etanol, se 

transparentó con xilol y se incluyó en parafina en casettes de histología para obtener 

cortes transversales de 3 μm de la porción media del músculo y colocarlos en 

laminillas previamente tratadas con poli-L-lisina (Sigma-Aldrich, EUA). 

Los cortes de músculo se desparafinaron con xilol y rehidrataron con una serie 

decreciente de etanol hasta llegar a agua destilada para finalmente teñir los cortes 

con tricrómica de Masson. En dicha tinción la hematoxilina férrica de Weigert tiñe los 

núcleos de negro (o púrpura muy oscuro); la solución de escarlata de Biebrich Fucsina 

ácida tiñe el citoplasma y las fibras musculares de un rojo/rosa brillante, al igual que 



 

el colágeno; sin embargo, luego de un tratamiento con ácido fosfomolíbdico se elimina 

esta mezcla colorante del colágeno, para que finalmente el azul de anilina tiña el tipo 

I y IV de azul y se diferencie del músculo. Las preparaciones se analizaron utilizando 

un Microscopio Olympus BX51-WI acoplado a unidad de disco giratorio, con el cual se 

obtuvieron imágenes panorámicas de todo el corte. 

El análisis morfométrico se realizó con una preparación de cada ratón, en un total de 

6 ratones por grupo, tomando en cuenta todas las fibras musculares del corte 

(alrededor de 600 fibras por cada preparación). Se cuantificó el área del corte, área 

de la miofibra  y área del espacio intersticial, utilizando el software ImageJ 1.52n.  

6.3. Proporción de colágeno 

A partir de las mismas fotos panorámicas de los cortes teñidos con tricrómica de 

Masson, se cuantificó el porcentaje de colágeno utilizando el software ImageJ 1.52n 

con el complemento Color Deconvolution. Este complemento separa la imagen 

panorámica obtenida, producto de mezcla sustractiva del color, en canales separados 

correspondientes a 3 colores determinados (rojo, verde y azul), lo cual permite 

analizarlos por separado. De acuerdo con la tinción utilizada (tricrómica de Masson), 

el azul corresponde a la porción de colágeno en el corte. 

6.4. Expresión relativa de Col1a1 

El RNA total se extrajo utilizando el reactivo Trizol (Invitrogen). La cantidad y pureza 

del RNA se determinó por espectrofotometría y se verificó la integridad del RNA con 

geles de agarosa al 1%. A partir del RNA total extraído se obtuvo el DNA 

complementario con el cual se evaluó la expresión relativa de mRNA del gen de interés 

mediante un ensayo de PCR en tiempo real. Las muestras se analizaron por triplicado 

en un termociclador de tiempo real StepOnePlus, la expresión relativa del gen de 

interés se analizó por el método 𝚫𝚫Ct, usando el gen Hprt-1 como control interno y 

los resultados se normalizaron con respecto a la expresión en el grupo control (Livak 

& Schmittgen, 2001). 

  



 

6.5. Análisis estadístico 

Los datos que aquí se presentan corresponden a la media ± error estándar (SE). El 

análisis estadístico se realizó con el software GraphPad Prism 6. Los datos se 

evaluaron por medio de una prueba t de Student. Se consideran estadísticamente 

significativos valores de p menores a 0.05. 

7. RESULTADOS 

7.1. Efecto de la suplementación con biotina sobre algunos parámetros 

morfológicos de las miofibras 

Como se señaló en un principio, en diversos estudios en el laboratorio hemos 

encontrado que la suplementación con biotina en la dieta tiene la capacidad de 

modificar la morfología de tejidos como páncreas, hígado, tejido adiposo y testículo. 

De acuerdo con esto, estudios previos encontraron desorganización celular en cortes 

de músculo femoral. Cuando el músculo presenta algún tipo de daño, podemos 

esperar cambios en la morfología de las miofibras, por lo cual se midió el área de las 

fibras musculares. No obstante, no se encontraron diferencias significativas entre el 

grupo control y suplementado tanto en el área del corte, como en el área de la miofibra 

(Figura 3 y 4). 

 

Figura 3. Área total del corte de músculo femoral. Los datos representan la 

media ± ES. n = 6 ratones por grupo experimental. P>0.05 



 

 

Figura 4. Área de la fibra. Los datos representan la media ± ES. n = 6 ratones 

por grupo experimental. P>0.05 

También se midió el espacio intersticial con el fin de tener un parámetro que provea 

una medida cuantitativa del reemplazo de músculo por tejido conectivo que puede 

estar teniendo lugar como resultado de alguna lesión en el tejido. No obstante no se 

encontraron diferencias significativas entre el grupo control y suplementado (Figura 5). 

 

Figura 5. Porcentaje de espacio intersticial entre las fibras del músculo. Los 

datos representan la media ± ES. n = 6 ratones por grupo experimental. 

P>0.05 

7.2. Efecto de la suplementación con biotina sobre el porcentaje de 

colágeno 

Dado que el contenido de colágeno es un parámetro usado como marcador de daño 

en el músculo, se cuantificó su proporción en los cortes teñidos con tricrómica de 

Masson. Sin embargo, como se muestra en la figura 6 el grupo suplementado (4.25 ± 

0.2 %) presentó un menor porcentaje de colágeno con respecto al control (8.01 ± 0.37 

%), contrario a lo que se esperaba (P<0.0001). 



 

 

Figura 6. Porcentaje de colágeno en el músculo. La suplementación con 

biotina disminuye la cantidad de colágeno. Los datos representan la media ± 

ES. n = 6 ratones por grupo experimental. P<0.0001 

7.3. Efecto de la suplementación con biotina sobre la expresión de Col1a1 

Se ha propuesto que muchos de los efectos que ejerce la biotina a nivel sistémico, se 

debe a su capacidad para modificar la expresión de genes. De acuerdo a la diferencia 

observada en el porcentaje de colágeno entre el grupo control y suplementado en los 

cortes teñidos con tricrómica de Masson, profundizamos los estudios investigando el 

efecto de la biotina sobre el colágeno, evaluando la expresión del gen Col1a1, el cual 

codifica para las cadenas polipeptídicas α1 que componen el colágeno tipo I. 

La suplementación con biotina produjo una disminución significativa (P<0.05) en la 

expresión relativa de Col1a1 (Figura 7). 

 

Figura 7. Expresión relativa de Col1a1. La suplementación con biotina 

disminuye la expresión del gen Col1a1 que codifica para colágeno tipo I. Los 

datos representan la media ± ES. n = 6 ratones por grupo experimental. 

P<0.05 



 

8. DISCUSIÓN 

En estudios anteriores se observó que la suplementación con biotina puede modificar 

la ubicación de los núcleos dentro de la fibra y producir alteraciones en la 

ultraestructura del músculo esquelético (Tesis de Licenciatura de Sofía Enciso Pinto; 

Tesis Doctoral de Esmeralda Enríquez Calderón, en proceso). Cuando el tejido 

muscular sufre algún tipo de lesión y/o degeneración, ocurre una serie de eventos 

coordinados con el fin de reparar el tejido dañado. Entre éstos, está la migración y 

proliferación de fibroblastos que producen un aumento en los componentes de la 

matriz extracelular, principalmente colágeno, los cuales serán degradados conforme 

vaya avanzando la reparación y crecimiento de nuevas fibras (Serrano & Muñoz, 

2010). La perturbación de cualquiera de estos pasos resulta en una mala reparación, 

caracterizada por degeneración persistente de la miofibra, inflamación y fibrosis, que 

se debe en esencia a una mala acumulación de componentes de la matriz extracelular. 

Como resultado se puede esperar un incremento en el contenido de colágeno 

acompañado por un aumento en el área del espacio intersticial, así como un cambio 

en el área y densidad de las fibras musculares (Serrano & Muñoz, 2010; Cluff, et al. 

2013; Mahdy, 2019). 

No se encontraron cambios en la morfología de las fibras que permitan afirmar que 

existe algún daño y/o lesión en el músculo. Tanto el área de la fibra como el área del 

espacio intersticial se mantienen constantes entre el grupo control y suplementado, lo 

cual sugiere que no están aumentando los componentes de la matriz extracelular ni 

existe algún reemplazo de masa muscular por tejido conectivo en respuesta a la 

suplementación con biotina. Cabe mencionar que los cambios morfológicos resultado 

de la suplementación con biotina en otros tejidos, como hígado o testículo, tampoco 

han estado acompañados por cambios en marcadores de daño (Riverón, et al. 2016; 

Pastén, et al. 2019). 

El colágeno normalmente debe ocupar alrededor del 7-8 % de la masa muscular 

(Bendall, 1967; Listrat, et al. 2016; McKee, et al. 2019). En concordancia, el colágeno 

en el grupo control se encuentra cercano a estos valores. No obstante, encontramos 

que el grupo suplementado presentó un menor porcentaje de colágeno. A pesar de 

que esto último no apoya la hipótesis inicial proponiendo un aumento, demuestra que 

el colágeno del músculo en el grupo suplementado se encuentra por debajo del 



 

contenido considerado normal. En consonancia con estos efectos, en el grupo 

suplementado se observó una disminución en la expresión del gen Col1a1, el cual 

codifica para las cadenas polipeptídicas α1 que componen el colágeno tipo I, principal 

componente de la ECM; lo cual, en conjunto, indica que el mecanismo molecular del 

cambio observado en el porcentaje de colágeno en el corte se debe a un efecto de la 

biotina a nivel transcripcional. 

Existe una amplia literatura que describe diversas patologías asociadas a alteraciones 

en la síntesis del colágeno (Glorieux, 2005; Malfait, et al. 2010; van Dijk, et al. 2011). 

La osteogénesis imperfecta es una de los desórdenes más comunes que comprende 

un amplio espectro de enfermedades, causadas por mutaciones en los genes 

Col1a1/2 (van Dijk, et al. 2011). Estas mutaciones se reflejan en una disminución en 

la producción de la cadena pro-colágeno α1, lo cual eventualmente resulta en una 

disminución en la síntesis de colágeno tipo I; un efecto similar al que vimos en este 

trabajo como resultado de la suplementación con biotina. La deficiencia de colágeno 

en patologías de este tipo conlleva a un característico ablandamiento y/o 

debilitamiento de diversos tejidos, los cuales son propensos a sufrir lesiones (Veilleux, 

et al. 2017). Sin embargo, es importante señalar que no se observaron cambios 

motrices en los ratones que recibieron la dieta suplementada con biotina. Sería 

interesante, por lo tanto, efectuar estudios dirigidos a evaluar parámetros fisiológicos 

de tono muscular en respuesta a las concentraciones farmacológicas de biotina. 

El Factor de Crecimiento Transformante β (TGF-β) es una citocina que promueve la 

síntesis de colágeno a través de los fibroblastos y regula directamente la expresión 

del gen Col1a1 (Hillege, et al. 2020). La sobreexpresión de este factor en músculo 

esquelético se asocia con una anormal acumulación de colágeno y el desarrollo de 

fibrosis (Mahdy, 2019), mientras que estudios con ratones knockout han demostrado 

que su inactividad resulta en una menor expresión de colágeno tipo I (Tsubone, et al. 

2006). De igual manera se ha reportado que TGF-β tiene características estructurales, 

como el alto contenido de lisina, que la vuelven susceptible a biotinilación (Newman, 

et al. 1989). La biotina podría estar interactuando directamente sobre esta citocina o 

bien a través de una regulación a la baja sobre los receptores de TGF-β, explicando 

así el bajo contenido de colágeno. 



 

Por otra parte, se sabe que concentraciones farmacológicas de biotina afectan la 

expresión de diversos factores transcripcionales (Sugita, et al. 2008; Zempleni, et al. 

2009; Cobs, 2012; Sahin, et al. 2013). RUNX2 es un factor de transcripción que, en 

condiciones normales, forma un complejo con el supresor tumoral RB1 y se une a 

elementos de respuesta en el promotor del gen Col1a1, favoreciendo su transcripción. 

Estudios de ratones transgénicos con deficiencia de RUNX2, muestran una marcada 

disminución en la expresión de colágeno tipo I (Kern, et al. 2001). Si la biotina se 

encuentra afectando factores de transcripción como RUNX2, disminuyendo su 

expresión, podrían verse afectados otros genes importantes en la migración celular 

(Li, et al. 2016), la maduración de los condrocitos (Takeda, et al. 2001), y la 

diferenciación de osteoblastos (Ducy, et al. 1999), cuya expresión se encuentra 

regulada por este mismo factor RUNX2. 

Otra posible explicación sería que la biotina se encontrara afectando genes y/o 

proteínas de la familia DLX, las cuales regulan la transcripción del gen Col1a1. Por 

ejemplo, el gen MSX2, que codifica para la proteína MSX2, además de regular el 

crecimiento, la división celular (proliferación), la maduración, diferenciación y 

supervivencia celular, se ha visto que reprime la expresión de Col1a1 (Dodig, et al. 

1996). 

9. CONCLUSIONES 

La suplementación con biotina en la dieta durante ocho semanas: 

1. No produce modificaciones en el área de la fibra muscular ni aumenta el área 

del espacio intersticial. 

2. Disminuye el contenido del colágeno tipo I en el músculo femoral de ratón. De 

igual manera, disminuye la expresión del gen Col1a1 que codifica para las 

cadenas polipeptídicas α1, las cuales conforman el colágeno tipo I; principal 

componente de la matriz extracelular. 

3. La disminución observada en el contenido de colágeno tipo I en el músculo 

esquelético está relacionada con un efecto molecular de la biotina a nivel 

transcripcional. 

  



 

10. PERSPECTIVAS 

Efectuar estudios dirigidos a evaluar parámetros fisiológicos de tono muscular en 

respuesta a las concentraciones farmacológicas de biotina. 

Realizar estudios para conocer el efecto de la suplementación con biotina sobre 

factores como TGF-β que regulan la síntesis de colágeno en el músculo esquelético. 
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12. ABREVIATURAS Y ACRÓNIMOS 

ACC  Acetil-CoA carboxilasa 

ATP  Trifosfato de adenosina 

ECM  Matriz extracelular 

GLUT2 Transportador de glucosa 2 

MCC  Metilcrotonil-Coa carboxilasa 

MMP  Metaloproteasas 

MSX2  msh homebox 2 

NF-kB  Factor nuclear kappa B 

OLETF Otsuka Long Evans Tokushima Fatty 

PEPCK Fosfoenolpiruvato carboxicinasa 

PC  Piruvato-CoA carboxilasa 

PCC  Propionil-CoA carboxilasa 

PCR  Reacción en cadena de la polimerasa 

RER  Retículo endoplásmico rugoso 

RUNX2 Factor de transcripción asociado a runt-2 

SE  Error estándar 

SMVT  Transportador múltiple de vitaminas dependientes de sodio 

SREBP1c Proteína 1c de unión al elemento regulador de esterol 

TGF-β  Factor de crecimiento transformante beta 

TIMP  Inhibidores de metaloproteasas 
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