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I. RESÚMEN 
 

Introducción. El término “programación del desarrollo” nos dice que la aparición 

de varias enfermedades incluyendo los problemas de fertilidad quedan 

programadas in utero o durante la vida postnatal temprana. La desnutrición 

durante el embarazo afecta la función testicular, la capacidad reproductiva y se 

asocia con el aumento del estrés oxidante, el cual está implicado en defectos del 

desarrollo y la patogénesis de muchas enfermedades incluyendo la infertilidad 

masculina.  

Objetivo. Evaluar mecanismos por los cuales la restricción proteínica materna 

durante la gestación afecta el desarrollo sexual y capacidad reproductiva de las 

crías macho en la vida adulta. 

Métodos. Se emplearon ratas Wistar preñadas alimentadas con dietas 

isocalóricas con contenido normal 20% (C) o restringido 10% (R) de proteína. Al 

nacimiento todas las ratas fueron alimentadas con dieta C. A diferentes edades, se 

sacrificaron grupos de animales en los que se determinó el peso corporal, la grasa 

epididimal y las concentraciones séricas de testosterona. En la etapa fetal, 

prepuberal y en la edad adulta se obtuvieron los testículos para determinar 

biomarcadores de estrés oxidante y la actividad de las enzimas antioxidantes. La 

calidad espermática y biomarcadores de estrés oxidante fueron determinados en 

los espermatozoides en la vida adulta. En los testículos prepuberales se determinó 

la expresión del receptor de andrógenos (AR), el número de células germinales 

totales y espermatocitos por túbulo seminífero. La capacidad reproductiva se 

evaluó a tres edades en la vida adulta (ratas macho jóvenes, maduras y viejas) 

utilizando la tasa de fertilidad. 

Resultados. El peso corporal y grasa epididimal fue mayor en las crías macho del 

grupo R en la edad adulta. Las concentraciones de testosterona disminuyeron en 

el grupo R, lo cual se exacerba con la edad. En los testículos del grupo R, los 

biomarcadores de estrés oxidante se encontraron elevados durante la vida fetal y 

edad adulta; mientras que la actividad de las enzimas antioxidantes fue menor en 

la vida postnatal temprana y mayor durante la vida adulta. En la edad adulta, los 

espermatozoides del grupo R presentaron incremento en los biomarcadores de 
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estrés oxidante y menor actividad de las enzimas antioxidantes; mientras que la 

calidad espermática disminuyó con respecto a la edad. En los testículos 

prepuberales la expresión del AR, así como el número de células germinales 

totales y de los espermatocitos por túbulo seminífero fue menor en el grupo R. La 

tasa de fertilidad no se vio afectada en los adultos jóvenes del grupo R; sin 

embargo, cuando las crías macho de este grupo la tasa de fertilidad disminuyó con 

la edad, mientras que en el grupo C, la fertilidad no se ve modificada por la edad. 

Por lo tanto, la disminución en la fertilidad en el grupo R se asoció tanto a la dieta 

materna, como a la edad de las crías. 

Conclusión. La restricción proteínica materna durante la gestación ocasiona que 

las crías macho presenten incremento en el estrés oxidante tanto en los testículos 

como en los espermatozoides, disminución en el número de las células germinales 

y de las concentraciones de testosterona, así como deterioro de la calidad 

espermática. Estas alteraciones observadas ya sea durante la vida fetal, etapa 

prepuberal y/o edad adulta posiblemente conllevaron al envejecimiento prematuro 

de la función reproductiva de las crías macho en la edad adulta. 
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II. ABSTRACT 
 

Introduction. The term “developmental programming” tell us that the emergence 

of several diseases, including fertility problems are programmed in utero or during 

early postnatal life. Undernutrition affects testicular function, reproductive capacity, 

and it has been associated with increased oxidative stress, which is implicated in 

developmental defects and the pathogenesis of many diseases including male 

infertility. 

Objective. To investigate mechanisms by which maternal protein restriction during 

pregnancy affects sexual development and male offspring reproductive capacity in 

adult life.  

Methods. Pregnant Wistar rats were fed with different isocaloric diets, either the 

control (20% - casein) or the restricted (10% - casein) diet. At birth, all rats were 

fed with C diet. At different ages, a group of animals were killed to determined body 

weight, epididimal fat and testosterone serum levels were determined. In fetal, 

prepubertal and adult life, testes were obtained to determine oxidative stress 

biomarkers and antioxidant enzyme activity. Spem quallity and oxidative stress 

biomarkers were determined in the spermatozoa in adult life. In the prepuberal 

testes, the androgen receptor (AR) expression as well as total germ cell number 

and spermatocytes per seminiferous tubule was determined. Reproductive 

capacity was evaluated at three different ages during adult life (young, mature, and 

old male rats) using the fertility rate. 

Results. Body weight and epididimal fat were higher in the offspring from the R 

group. Testosterone serum levels decreased due to the maternal diet and offspring 

age. In the testes from the R group, oxidative stress biomarkers were higher during 

fetal; while antioxidant enzyme activity was lower during early postnatal life and 

higher in adulthood. In adult life, the sperms from the R group presented an 

increase in the oxidative stress biomarkers and a reduction in the antioxidant 

enzyme activity; whilst sperm quality decreased because of the maternal diet and 

age. In the prepuberal testes the AR expression as well as the total germ cell 

number and spermatocytes per seminiferous tubule was lower in the R group. 

Fertility rate was not affected in the young adult rats from the R group; however, 
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when the male offspring from this group age, the fertility rate decreases; while in 

the C group fertility was not affected by age. Therefore, the lower fertility in the R 

group was due to the maternal diet and offspring age. 

Conclusion. Maternal protein restriction during gestation causes male offspring to 

show an increase oxidative stress in both testes and spermatozoa, a decrease in 

germ cell number and testosterone concentrations, as well as impairment of sperm 

quality. These alterations observed either during fetal life, prepubertal stages 

and/or adulthood, possibly led to the premature aging of male reproductive 

capacity in the male offspring in adult life. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



III. MARCO TEÓRICO



 

5 

III. MARCO TEÓRICO 
 

1. Programación del desarrollo 
 

El fenotipo de un individuo no sólo está determinado por los genes sino también 

por la influencia ambiental, que tiene mayor injerencia en la etapa fetal y posnatal. 

Estudios en humanos [1] y con animales de experimentación [2] han demostrado 

que la salud está relacionada con la calidad de vida en las primeras etapas del 

desarrollo. El concepto “programación del desarrollo” ahora denominado los 

orígenes del desarrollo de la salud y la enfermedad, (DOHaD, por sus siglas en 

inglés: Developmental Origins of Health and Disease), propone que la fisiología y 

metabolismo fetal y neonatal pueden ser alterados por cambios durante una 

ventana de tiempo crítica del desarrollo, como la gestación y la lactancia. Estas 

alteraciones generan una respuesta fisiológica permanente en el feto que se 

asocia con el desarrollo de enfermedades en el adulto [3]. El concepto DoHaD se 

fundamenta en: 1)  estudios epidemiológicos que asocian el peso al nacimiento, 

con la presencia de enfermedades cardiovasculares y metabólicas [4],  y 2) en 

modelos animales donde la desnutrición, la obesidad, la sobre alimentación o la 

exposición a agentes hormonales como los glucocorticoides en el embarazo, 

predispone a la descendencia al desarrollo de alteraciones fisiológicas, 

metabólicas, reproductivas y conductuales [5-7]. Se han propuesto varios 

mecanismos que relacionan los insultos perinatales con el desarrollo de 

enfermedades en la vida adulta, tales como cambios en el medio endócrino 

materno-fetal, en la regulación epigenética y en el estrés oxidante y la inflamación.  

 

La insulina, la leptina, los glucocorticoides y los andrógenos tienen un papel 

importante en varios procesos fisiológicos, como por ejemplo en la proliferación y 

diferenciación celular o en el gasto energético [8-11]. Estudios con ovejas y con 

modelos murinos han demostrado que la exposición materna a glucocorticoides 

sintéticos reduce el peso al nacimiento y ocasiona hiperglicemia e hiperinsulinemia 

en las crías en la vida adulta [12-14]. En ratas se ha reportado que la 

administración prenatal de dexametasona, no sólo afecta a la descendencia 
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inmediata, sino que también se asocia a cambios que se manifiestan con 

incremento en las concentraciones plasmáticas de glucosa e insulina en la 

siguiente generación [15]. De igual forma, en estudios con modelos animales se 

ha observado que la desnutrición [16, 17], la sobrealimentación materna [18], o la 

exposición gestacional a un exceso de testosterona [19] ocasionan cambios en las 

concentraciones maternas de insulina y/o leptina.  

 

Por otro lado, la desnutrición materna [7] y el estrés gestacional [20] alteran las 

concentraciones de andrógenos durante el embarazo. Estos cambios en las 

concentraciones de las hormonas metabólicas y esteroideas durante la vida fetal 

pueden ser uno de los mecanismos, a través de los cuales los insultos perinatales 

programan el desarrollo de enfermedades en la vida adulta. Se ha propuesto que 

tanto los andrógenos como la insulina están implicados en la patogénesis del 

síndrome del ovario poliquístico [21] y síndrome metabólico [22].  

 

Los cambios epigenéticos tales como la metilación del ADN o la modificación de 

histonas han surgido como mediadores clave de la programación del desarrollo 

[23]; dado que estas modificaciones pueden acumularse con el tiempo, la 

exposición a condiciones subóptimas durante la etapa fetal pueden ocasionar 

variaciones en la expresión génica y por lo tanto conllevar a un fenotipo de 

alteraciones durante la vida adulta [24]. Por ejemplo, la modificación del 

metabolismo de la glucosa en el embarazo, altera en la placenta la metilación del 

ADN del gen de la leptina [25]. Estos cambios epigenéticos podrían ayudar a 

explicar el desarrollo a largo plazo de obesidad y de diabetes tipo 2 en la 

descendencia.  

 

Otro mecanismo que parece estar involucrado en la programación del desarrollo 

es el estrés oxidante, el cual es un proceso deletéreo que ocasiona daño en los 

componentes celulares tales como proteínas, lípidos y ADN [26]. Durante el 

embarazo pueden existir varios factores que incrementan el estrés oxidante como 

pueden ser la diabetes, la obesidad, la preclamsia, el tabaquismo y la restricción 
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del crecimiento intrauterino (IUGR, por sus siglas en inglés). Durante el IUGR se 

observa insuficiencia placentaria e incremento de las especies reactivas de 

oxígeno (ROS, por sus siglas en inglés), lo que genera que se aumente la 

expresión de diversos factores transcripcionales y/o factores hormonales, lo que 

puede afectar el metabolismo y el flujo placentario [27].  Hay evidencia 

considerable que indica que tanto la función de la insulina, así como  la regulación 

de la presión arterial podrían ser objetivos sensibles a la programación por estrés 

oxidante durante el periodo pre y postnatal [28].  

 

2. Programación del desarrollo y fertilidad 
 

La mayoría de los trabajos publicados sobre programación del desarrollo se han 

enfocado principalmente a estudiar las alteraciones metabólicas (obesidad y 

diabetes) [29] y del sistema cardiovascular (hipertensión) [30] . Sin embargo, en 

las últimas décadas la importancia de las condiciones adversas durante la etapa 

prenatal y postnatal sobre la programación de la función reproductiva en machos 

han comenzado a ser estudiadas. Estudios en humanos y con animales de 

experimentación indican que varios trastornos reproductivos están influenciados 

por la exposición a diversos factores durante la vida fetal o postnatal [31].  

 

2. 1 Estudios epidemiológicos 
 

Los estudios epidemiológicos sobre los efectos ambientales adversos durante el 

embarazo y sus efectos sobre la fertilidad de los descendientes masculinos son 

escasos. En un estudio longitudinal se compararon datos de 32 niños controles, es 

decir adecuados para la edad gestacional vs. 32 niños nacidos pequeños para la 

edad gestacional, los cuales fueron igualados por sexo, altura, peso, índice de 

masa corporal y edad (6 – 8 años); se reportó que la restricción del crecimiento 

prenatal junto con un espontaneo crecimiento compensatorio se asocia con altas 

concentraciones plasmáticas de dihidroepiadrostendiona (adrenarquia), 

disminución en la concentración de la proteína de unión a hormonas sexuales e 

incremento de la adiposidad visceral [32]. Otros estudios han indicado que el bajo 
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peso al nacimiento se asocia con criptorquidia, hipospadias y baja concentración 

espermática [33]. También se ha reportado que los sujetos que nacieron pequeños 

para la edad gestacional presentan disminución en las concentraciones de 

testosterona [34, 35], de inhibina B y reducción del tamaño testicular; [34]. Por otro 

lado, estudios epidemiológicos de los efectos de la nutrición materna sobre sobre 

la programación de la fertilidad de la descendencia masculina son muy escasos. 

En un estudio de cohorte se incluyeron hombres de alrededor de 59 años de edad, 

nacidos entre 1944 – 1945 (invierno hambriento holandés); los cuales fueron 

sometidos a entrevistas estandarizadas sobre parámetros reproductivos, y se 

reportó que los hombres provenientes de las madres expuestas a la hambruna no 

mostraron alteraciones en la fertilidad [36]. Por otro lado, en un estudio realizado 

en 328 hombres, mostró que un alto índice de masa corporal materno tiene 

influencia perjudicial en la calidad espermática y en la concentración plasmática de 

inhibina B de sus hijos [37].  

 

2.2 Estudios en animales 
 

A pesar de las limitaciones evidentes como la placentación que varía según la 

especie y que el desarrollo gonadal ocurre en diferentes momentos, los modelos 

animales son una herramienta muy importante para descifrar los mecanismos que 

conducen a las alteraciones en la función gonadal en la descendencia durante la 

vida adulta debido a la exposición materna a glucocorticoides, hormonas sexuales 

o malnutrición durante etapas críticas del desarrollo.  

 

Estudios en ovejas han reportado que la administración materna de betametasona 

ocasiona que los fetos presenten disminución en el peso testicular y afectación en 

el desarrollo morfológico de los testículos [38]. Mientras que en ratas han 

reportado que las crías macho puberales provenientes de madres tratadas con 

dexametasona durante la gestación, presentan disminución en las 

concentraciones de testosterona y que sus células de Leydig (aisladas de los 

testículos) reducen significativamente su producción de testosterona [39]. En un 
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modelo murino se observó que la exposición prenatal a betametasona afecta los 

parámetros espermáticos y la fertilidad de las crías macho [40].  

Un estudio publicado en corderos demostró que los machos nacidos de madres 

tratadas con propionato de testosterona presentan reducción en el peso corporal, 

menor circunferencia escrotal, así como disminución en la concentración y 

movilidad espermática [41]. En ratas, la exposición prenatal a testosterona se 

asocia con retraso en la entrada a la pubertad y disminución en las 

concentraciones de testosterona en la edad adulta [42]. También se ha reportado 

que si durante la etapa neonatal las ratas macho son expuestas a estrógenos, 

induce anomalías en el pene, incremento en la apoptosis de las células 

germinales, disminución en las concentraciones de testosterona así como 

alteraciones en la calidad espermática en la edad adulta [43, 44].  

 

Se ha demostrado que la nutrición materna desempeña un papel importante en la 

programación de la capacidad reproductiva de las crías. En ovejas se ha visto que 

un 50% de restricción nutricional materna no afecta en los corderos el inicio de la 

pubertad (determinado como el primer aumento en las concentraciones 

plasmáticas de testosterona), ni el peso testicular; sin embargo, ocasionó 

reducción en el diámetro de los túbulos seminíferos, así como disminución en el 

número de las células de Sertoli [45]. Otro estudio realizado en ovejas ha 

reportado que la desnutrición materna incrementa en los testículos fetales oveja la 

expresión de la StAR (proteína reguladora de la esteroidogénesis) y las 

concentraciones circulantes de testosterona [46]. 

 

Estudios en ratas han reportado que la desnutrición hipocalórica materna ocasiona 

en las crías macho retraso en el crecimiento testicular, una drástica reducción de 

la leptina plasmática y grasa corporal, así como retraso en  los marcadores de 

desarrollo sexual [47]. En un modelo murino, Toledo y col.,2011, reportaron que la 

restricción de proteína in utero ocasiona que las crías macho durante la vida 

adulta, presenten disminución en el peso corporal, en el número de células de 

Sertoli, en la concentración y movilidad espermática e incremento en las 
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alteraciones morfológicas en los espermatozoides [48]. La restricción de proteína 

en la dieta materna durante la lactancia ocasiona, en la descendencia masculina, 

reducción en el peso corporal y testicular (sin cambios en la relación peso 

corporal/testicular), aumento en las concentraciones de testosterona sérica y 

testicular, disminución en las concentraciones de estradiol y alteraciones en la 

expresión del receptor de andrógenos (AR) y estrógenos, así como disminución en 

la expresión de la aromatasa testicular. Estos cambios en la función 

esteroidogénica pueden tener efectos nocivos en el futuro desarrollo de las células 

germinales y la función reproductiva de la descendencia masculina [49]. La 

desnutrición materna altera la ontogenia normal del desarrollo y la función gonadal 

[50]. En las ratas macho, las etapas neonatal y prepuberal son cruciales para la 

espermatogénesis y la futura capacidad reproductiva, ya que durante estas etapas 

se lleva a cabo la diferenciación, proliferación y maduración de las estirpes 

celulares testiculares, y alteraciones en alguno de estos procesos impactarán la 

futura fertilidad [51]. 

 

En nuestro grupo de trabajo, hemos demostrado que la restricción en el consumo 

de proteína en la dieta materna durante la gestación incrementa la exposición fetal 

a estradiol, testosterona, progesterona y corticosterona [7, 52], y que las crías 

macho provenientes de madres restringidas en proteína durante el embarazo, pero 

alimentadas con dieta control después del destete, presentan retraso en los 

marcadores de desarrollo sexual [7], en la formación de la luz tubular testicular, 

mayor apoptosis de células germinales [53], bajas concentraciones séricas de LH 

y testosterona, disminución en la expresión de la enzima P450scc (rompimiento de 

la cadena lateral del colesterol) en el testículo, así como reducción en la cuenta 

espermática y envejecimiento prematuro de la función reproductiva [7]. Se ha 

reportado que el consumo materno de una dieta baja en proteína durante 

gestación ocasiona efectos transgeneracionales en el desarrollo sexual de las 

crías F2, tales como retraso en el descenso de los testículos y disminución en las 

concentraciones de testosterona sin cambios en la fertilidad [54]. También hemos 

reportado que por la vía paterna, existen efectos transgeneracionales sobre la 
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conducta tipo ansiedad en las hembras F2 cuyas abuelas fueron alimentadas con 

una dieta baja en proteína durante la gestación y/o lactancia [55].  

Por otro lado, la obesidad materna durante la gestación y lactancia incrementa el 

estrés oxidante tanto en el testículo como en los espermatozoides, disminuye las 

concentraciones de testosterona, la calidad espermática y envejecimiento 

prematuro de la función reproductiva [56]. Estos resultados nos permiten sugerir 

que la capacidad reproductiva pudo quedar programada a diferentes niveles del 

eje hipotálamo – hipófisis – testículo desde etapas tempranas del desarrollo. Por 

ejemplo, durante la etapa neonatal y prepuberal se lleva a cabo la diferenciación, 

proliferación y maduración de las diferentes estirpes celulares testiculares y alguna 

alteración en alguno de estos procesos puede repercutir en la futura fertilidad [51, 

57-61]. 

 

3. Sistema reproductivo 
 

3.1 Desarrollo gonadal 
 

En los machos, la masculinización y la fertilidad en la vida adulta dependen de una 

adecuada programación endócrina fetal, la cual es mediada en gran medida a 

través de la testosterona secretada por los testículos. La testosterona masculiniza 

el sistema reproductivo fetal al inducir el crecimiento y desarrollo de los conductos 

de Wolff, las glándulas accesorias y los genitales externos masculinos. La 

interrupción de estos procesos causará un espectro de trastornos como por 

ejemplo criptorquidia o disminución en la cuenta espermática durante la vida 

adulta [62].  

 

Conocer el desarrollo del testículo fetal es necesario para comprender algunos de 

los trastornos reproductivos durante la vida adulta. En los fetos XY, a partir de la 

expresión del SRY (región determinante del sexo en el cromosoma Y), las futuras 

gónadas inician una serie de eventos que determinarán cambios citológicos, 

histológicos y funcionales característicos de los testículos como la inducción de la 

migración de las células somáticas del mesonefros, para la formación de los 
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cordones y la diferenciación de las células de Sertoli [63].  En el humano, después 

de las 6 semanas de concepción se desarrollan los cordones seminíferos que 

contienen a las células de Sertoli y a los gonocitos [62]. En las ratas este proceso 

de inicia a los 13.5 días de la gestación [64]. Las células de Sertoli comienzan a 

mostrar un patrón de expresión específico caracterizado por el aumento en la 

expresión del gen SOX9 (región Y determinante del sexo, caja 9) y de la hormona 

anti-muleriana (AMH) que ocasiona la regresión de los conductos de Müller [65].  

 

Las células de Sertoli tienen un papel fundamental durante el desarrollo del 

testículo, ya que su diferenciación y función es necesaria para la adecuada 

diferenciación de las células germinales, de las células mioides peritubulares y de 

las células de Leydig [66].  Después de la determinación del sexo, las células de 

Sertoli proliferan, en roedores, esto ocurre durante la vida fetal y la etapa neonatal, 

mientas que en el humano, únicamente en el periodo peripuberal [58]. La FSH 

incrementa el índice de proliferación de las células de Sertoli, aunque también los 

factores no hormonales (como los factores de crecimiento) tienen un papel 

fisiológico en la proliferación y función de las células de Sertoli [67]. En ratas se ha 

observado que el límite de proliferación de las células de Sertoli disminuye 

constantemente entre los días 5 a 15 después del nacimiento y durante los días 14 

a 21 postnatales. En el periodo de maduración, las células de Sertoli experimentan 

diferentes procesos que incluyen cambios morfológicos, la producción de 

proteínas que son esenciales para las células germinales y la formación de la 

barrera hematotesticular, que se origina a partir de las uniones estrechas entre las 

células de Sertoli [68].  

 

Se han detectado al menos dos poblaciones de células de Leydig, las fetales y las 

adultas que surgen secuencialmente durante el desarrollo del testículo [69], y a 

pesar de estos dos tipos de poblaciones son diferentes en morfología, ambas 

tienen la capacidad de producir testosterona que es la responsable de coordinar la 

masculinización y virilización del sistema reproductivo [70, 71]. Las células de 

Leydig fetales son cruciales para el alargamiento de los cordones seminíferos, la 
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masculinización del tracto reproductivo a través de la testosterona e inducen el 

descenso de testículos a través del factor de crecimiento similar a la insulina 3 

(IGF3)[72].  

 

La alteración en la acción de los andrógenos fetales, interfiere con el proceso de 

masculinización y puede conllevar a trastornos en la diferenciación sexual [73]. En 

el humano, la producción fetal de andrógenos testiculares comienza alrededor de 

la séptima u octava semana de gestación, las concentraciones de testosterona 

alcanzan su máximo alrededor de las semanas 12 a 14, para posteriormente 

comenzar a declinar [74]. En la rata, la testosterona fetal testicular es detectable a 

los 15.5 días post-coito y las concentraciones aumentan hasta alcanzar un 

máximo a los 18.5 días post-coito [75]. Esta ventana de programación es esencial 

[75, 76] para la adecuada diferenciación y masculinización del epidídimo, 

conductos deferentes, vesículas seminales, próstata, pene, escroto y perineo 

(figura 1) [53].  

 
Figura 1. Desarrollo del tracto reproductor masculino en el ratón, rata, oveja y hombre. dG 

= días gestacionales [53]. 
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3.2 Testículo (espermatogénesis y esteroidogénesis) 
 

El testículo diferenciado se divide en compartimiento intersticial y tubular. En el 

compartimento intersticial (espacio entre los túbulos seminíferos) se encuentran 

los macrófagos, fibroblastos, vasos sanguíneos y las células Leydig donde se 

secretan los andrógenos [77]. En el compartimento tubular, se encuentran los  

túbulos seminíferos (Figura 2) [78].  

 

Las células de Sertoli comprenden el componente estructural principal de los 

túbulos seminíferos; y son consideradas como células de sostén con una función 

nutritiva, suministrando el soporte físico y nutricional para la maduración de las 

células germinales. Las células de Sertoli sintetizan y secretan una gran cantidad 

de glicoproteínas necesarias para la progresión exitosa espermatogonias a 

espermatozoides, y pueden clasificarse en tres categorías: (1) las que facilitan el 

transporte de iones y hormonas o proporcionan funciones bioprotectoras tales 

como la proteína de unión a andrógenos (ABP), transferrina y ceruloplasmina, (2) 

proteasas e inhibidores de proteasas que desempeñan un papel importante en los 

procesos de remodelación tisular, que se producen por ejemplo durante la 

espermiación y (3) los componentes estructurales de la membrana basal entre las 

células de Sertoli o peritubulares o mioides [58, 79]. Las células de Sertoli también 

mantienen la barrera hematotesticular, que funcionan como una barrera natural 

para regular el paso de diversas moléculas dentro y fuera del compartimiento de 

adluminal de los túbulos seminíferos, y una barrera inmunológica para crear un 

entorno especializado para la diferenciación y el movimiento de las células 

germinales en desarrollo [80].  

 

Las células mioides, son células mesenquimales que rodean el borde exterior de 

los túbulos seminíferos que en conjunto con las células de Sertoli forman la 

membrana basal que es necesaria para mantener la morfología normal de los 

túbulos. Las células mioides tienen la capacidad de contracción, lo que induce 

ondas e impulsos que ayudarán al transporte de los espermatozoides a través de 

la luz tubular hacia el epidídimo [81, 82]. 
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Figura 2. Estructura del testículo. Modificado de [83]. 

 

La fertilidad masculina depende de la función adecuada del testículo. La función 

testicular normal, incluye la producción de espermatozoides maduros y de 

testosterona. La espermatogénesis es un proceso biológico complejo que implica 

la proliferación y diferenciación de espermatogonias diploides, en 

espermatozoides haploides maduros capaces de llevar a cabo la fertilización.  

 

El proceso de la espermatogénesis se puede dividir en tres etapas importantes: (1) 

la primera se conoce como espermatocitogénesis o mitosis, en la cual las 

espermatogonias A1 dan lugar a los espermatocitos primarios a través de un 

proceso de división mitótica [79, 84]; (2) meiosis, que reduce el número 

cromosómico de diploide a haploide y comienza con la entrada de las 

espermatogonias tipo B en la profase de la primera división meiótica. En este 

proceso, los espermatocitos primarios se dividen para formar espermatocitos 

secundarios y posteriormente se dividen de nuevo para formar espemátidas 

redondas [85]; (3) la última etapa denominada espermiogénesis es el evento de 

desarrollo post-meiótico más crítico que ocurre durante la espermatogénesis ya 

que es donde las espermátidas haploides experimentan grandes cambios 

celulares, moleculares y morfológicos para formar a los espermatozoides. Los 
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espermatozoides son posteriormente liberados al epitelio seminífero en un 

proceso que se llama espermación, el cual es un determinante crítico del número 

de espermatozoides que entran al epidídimo y por tanto el contenido espermático 

del eyaculado [86].   

 

Las células Leydig en el testículo sintetizan y secretan varias hormonas 

esteroideas que se conocen globalmente como andrógenos, los cuales estimulan 

el crecimiento del tracto reproductor masculino [87]. Las hormonas esteroides 

utilizan para su síntesis el colesterol [88], el cual es transportado por medio de la 

StAR (proteína reguladora aguda de esteroides) al interior de la mitocondria donde 

la P450scc (enzima divisora de la cadena lateral) convierte el colesterol en 

pregnenolona, paso limitante de esta ruta de biosíntesis [88].   

 

3.3 Eje reproductivo masculino  
 

El eje reproductivo desempeña un papel vital en la fertilidad y la producción de 

hormonas esteroides, el cual consta de tres niveles: hipotálamo, hipófisis y 

testículo y sus productos hormonales son la hormona secretora de gonadotropinas 

(GnRH), la hormona leuteinizante (LH), la hormona estimulante de folículos (FSH) 

y las hormonas esteroides (Figura 3).  

 

La GnRH es secretada por el hipotálamo de manera pulsátil [89] y estimula a la 

hipófisis anterior para inducir la síntesis y secreción de LH y FSH [90], las cuales 

tienen funciones importantes en la fertilidad. La LH estimula a las células de 

Leydig en los testículos y promueve la secreción de andrógenos como la 

testosterona. La FSH actúa sobre las células de Sertoli que son las encargadas de 

construir un microambiente para que se lleve a cabo la espermatogénesis y de 

producir complejos proteicos como la activina e inhibina [91].  

 

El equilibrio del eje reproductivo se mantiene a través de un mecanismo de 

retroalimentación debido a la acción inhibidora sobre el hipotálamo e hipófisis de la 
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LH, FSH, hormonas esteroides e inhibina. La testosterona y el estradiol secretados 

por los testículos tiene la propiedad de inhibir la secreción de la LH, como 

consecuencia de un efecto directo de la testosterona en el hipotálamo 

disminuyendo la formación de GnRH, lo que conduce a la disminución de LH y 

FSH por la hipófisis anterior, así pues, cuando la secreción de testosterona 

aumenta, este mecanismo de retroalimentación negativa reduce la secreción de 

GnRH; por otro lado, la inhibina ejerce un mecanismo de retroalimentación 

negativa sobre los centros hipotalámicos que controlan la producción de GnRH, 

por lo tanto disminuye la secreción FSH por la adenohipófisis [92]. 

Figura 3. Eje hipótalamo – hipófisis – testículo. 

 

El eje reproductivo también se ve afectado por otras hormonas circulantes como 

por ejemplo la leptina e insulina [93]. La leptina es una hormona secretada por el 

tejido adiposo y es conocida como un regulador de la ingesta de alimentos y del 
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gasto energético, sin embargo, también desempeña un papel importante en la 

salud reproductiva [94], probablemente a través de diferentes acciones sobre el 

eje hipotálamo – hipófisis los cuales son un elemento clave en la regulación de la 

función testicular así como en la regulación neuroendocrina de la función 

reproductiva [95].  

 

En relación con la función testicular, el receptor de leptina se ha localizado en las 

células de Leydig, en las células germinales, así como en la membrana plasmática 

del espermatozoide [96]. El sistema insulina/factor de crecimiento a insulina (IGF, 

por sus siglas en inglés) desempeña un papel importante en el crecimiento, 

proliferación y diferenciación celular [8]. Es importante destacar que este sistema 

también desempeña un papel importante en el desarrollo adecuado y la función de 

los testículos. Se ha demostrado que el IGF tipo 1 se expresa preferentemente en 

las células de Sertoli y en menor proporción en los espermatocitos primarios y 

células de Leydig. Con respecto al receptor, el IGF1R se encuentra altamente 

expresado en los espermatocitos secundarios [97]. Es importante mencionar que 

la producción de hormonas, la espermatogénesis y los testículos experimentan 

cambios a medida que el hombre envejece. 

 

4. Envejecimiento 
 

El envejecimiento es un proceso gradual que se caracteriza por la disminución de 

la respuesta homeostática [98-100] y se debe en gran medida a modificaciones 

morfológicas, fisiológicas y bioquímicas [101] lo que ocasiona la disminución de la 

capacidad de adaptación de cada uno de los órganos y sistemas e incrementa la 

vulnerabilidad para la presencia de enfermedades crónico degenerativas. Con la 

edad, la dinámica mitocondrial, la biogénesis y la capacidad de fosforilación 

oxidativa disminuyen, mientras que el daño del ADN mitocondrial, la producción de 

especies reactivas de oxígeno (ROS) y la inducción de eventos apoptóticos 

incrementa [102, 103]. El aumento en la generación de ROS y el daño oxidativo se 

han relacionado con múltiples patologías y envejecimiento prematuro. Por lo tanto, 
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el estrés oxidante y la alteración de los mecanismos de defensa antioxidante 

pueden contribuir en el proceso de envejecimiento biológico [104].  

 

Diversos factores como la actividad física [105], la edad [106], la restricción 

calórica [107], la obesidad [108], la hipertrigliceridemia, la tolerancia anormal a la 

glucosa, la resistencia a la insulina y la hipertensión [109], tiene un papel 

importante en el proceso de envejecimiento ya que estos pueden alterar el 

equilibrio homeostático y la función mitocondrial [104]. 

 

4.1 Envejecimiento del sistema reproductor masculino 
 

Múltiples factores genéticos y ambientales aceleran el envejecimiento en las 

células somáticas, así como el de las células reproductoras masculinas. En el 

género masculino, la edad conduce a cambios graduales en las concentraciones 

hormonales como la testosterona y en el proceso de espermatogénesis, lo que en 

consecuencia ocasiona disminución tanto en la calidad, como en la concentración 

espermática [110].  

 

Los efectos del envejecimiento en el sistema reproductor masculino se ven 

reflejados en la morfología testicular. Por ejemplo, en los hombres el volumen 

testicular aumenta entre los 11 y 30 años de edad y permanece constante entre 

los 30 y 60 años para posteriormente comenzar a disminuir gradualmente [111]. 

Estudios histomorfológicos han demostrado que con el envejecimiento disminuye 

en el número de células germinales y de células de Sertoli, lo cual puede ser 

debido al estrechamiento de los túbulos seminíferos [112]. Se sabe que las 

concentraciones de testosterona en suero disminuyen con la edad, 

particularmente debido a la disminución en el número de células de Leydig [113], 

al deterioro de la perfusión testicular y a la alteración de la secreción de GnRH 

[114]. La calidad espermática se ve modificada con la edad; la producción diaria 

de espermatozoides, así como la concentración y viabilidad espermática se 

correlacionan negativamente con la edad. En los hombres mayores de 50 años, la 

producción de espermatozoides disminuye más del 30% [113, 115]. La integridad 
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del ADN disminuye con le edad por lo que existe mayor fragmentación del ADN 

espermático empaquetamiento anormal de la cromatina y protaminación [116].  

 

Las ROS son mediadores significativos en los mecanismos de transducción de 

señales y tienen función en la capacitación espermática, la reacción acrosomal y 

en la regulación de la unión de los espermatozoides y el ovocito [117]. Además, la 

radiación, el exceso de calor, algunos medicamentos, la exposición a metales 

pesados y el tabaquismo, conducen a una mayor producción de ROS en los 

testículos y el epidídimo [118]. La membrana de los espermatozoides está 

compuesta por una gran cantidad de ácidos grasos poliinsaturados lo que los hace 

vulnerables a los efectos del estrés oxidante [118, 119]. Los espermatozoides 

contienen una pequeña cantidad de citoplasma, por lo tienen menor tienen menor 

número de enzimas antioxidantes como la superóxido dismutasa (SOD), glutatión 

peroxidasa (GPx) y catalasa. Además, el citoplasma del esperma residual se 

concentra en el centro del espermatozoide, lo que hace improbable que alguna de 

las enzimas antioxidantes proteja la membrana de los espermatozoides [120].  

 

Diversos estudios han indicado que el aumento de los niveles de ROS puede ser 

una causa importante de la infertilidad masculina. El incremento de ROS provoca 

aumento en la peroxidación lipídica, daño al ADN y apoptosis, lo que en última 

instancia culmina en la pérdida de la movilidad y viabilidad de los espermatozoides 

[121]. Durante el curso del envejecimiento, un desequilibrio entre los mecanismos 

de defensa antioxidantes y la producción de ROS dará como resultado ADN, 

lípidos y proteínas de baja calidad [122].  

 

5. Estrés oxidante 
 

Los organismos vivos no pueden existir sin oxígeno; sin embargo, en condiciones 

celulares desfavorables, los derivados del oxígeno pueden interrumpir el equilibrio 

oxidativo; comprometer la viabilidad celular; dañar proteínas, lípidos y ácidos 

nucleicos [123]. Por lo tanto, se estableció el término estrés oxidante para definir la 

situación en la que se encuentra una célula que presenta un desequilibrio entre la 
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formación excesiva de oxidantes (radicales libres) en presencia de limitadas 

defensas antioxidantes en el organismo [124]. Esta condición está implicada en la 

patogénesis de varias enfermedades tales como cáncer, diabetes, enfermedades 

cardiovasculares y neurodegenerativas e infertilidad masculina, entre otras [125, 

126].  

 

Existen dos clases principales de radicales libres de interés biológico: las especies 

reactivas de nitrógeno (RNS) y las ROS [127]. Las RNS son una familia de 

compuestos químicos que se derivan del óxido nítrico, el cual fisiológicamente se 

sintetiza a partir de L-arginina, a través de la acción catalítica de la óxido nítrico 

sintasa [128]. Las ROS se generan como subproductos de la cadena mitocondrial 

de transporte de electrones, de los peroxisomas y el sistema del citocromo P450 

entre otros y desempeñan un papel importante en la señalización celular [129].  

 

Las ROS describen colectivamente una serie de moléculas reactivas, tales como 

superóxido (O2 • -), radical hidroxilo (OH •), radical hidroperóxilo (HO2 •), el 

peróxido de hidrógeno (H2O2) y el óxido peroxil (ROO •) son oxidantes que 

pueden conducir fácilmente a reacciones de radicales libres en sistemas celulares 

[130, 131]. Además de los radicales libres mencionados anteriormente, existen 

otras moléculas con propiedades pro-oxidantes como los AGEs que son los 

productos finales de la glicación avanzada (glicotoxinas) que son derivados de la 

glicación endógena no enzimática de macromoléculas [132], las cuales tras su 

formación promueven la formación de RNS y ROS [133].  

 

Los antioxidantes son moléculas que tienen la capacidad de detener o limitar los 

daños causados por los radicales libres [134], y se dividen en dos grandes 

categorías: enzimática y no enzimática. Los antioxidantes enzimáticos constituyen 

enzimas innatas que pueden desintoxicar el exceso de RNS y ROS, dentro de los 

cuales se incluyen la SOD, la GPx y la catalasa [135]; mientras que los 

antioxidantes no enzimáticos son moléculas exógenas y endógenas, tales como 

glutatión, vitamina C, vitamina A, vitamina E, selenio (Se) y zinc (Zn) [26, 136], los 
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cuales se denominan acarreadores (scavengers) de radicales libres pues les 

donan electrones para reducirlos y hacerlos menos reactivos [137].  

 

Un estado de estrés oxidante, induce en la célula efectos tóxicos por oxidación de 

lípidos, proteínas, carbohidratos y nucleótidos, lo cual produce acumulación de 

agregados intracelulares, disfunción mitocondrial y apoptosis [138]. Los lípidos es 

donde se produce el mayor daño de manera aguda, en un proceso que se conoce 

como peroxidación lípidica (LPO), la cual afecta a las estructuras ricas en ácidos 

grasos poliinsaturados [139], como por ejemplo las células germinales [140]. La 

LPO es un indicador de estrés oxidante en células y tejidos. Los peróxidos 

lipídicos, derivados de ácidos grasos polinsaturados, son inestables y se 

descomponen para formar una serie de compuestos complejos. Entre estos se 

incluyen compuestos carbonilo, de los cuales el más abundante es el 

malonildialdehido (MDA). Por esta razón, la cuantificación del MDA es 

ampliamente usada como indicador de peroxidación lipídica [141].  

 

Las consecuencias del daño en la estructura molecular de los ácidos grasos poli 

insaturados son más evidentes cuando estos lípidos forman parte de las 

membranas celulares o subcelulares, ya que se altera su cohesión, fluidez, 

permeabilidad y función metabólica lo que produce edema y muerte celular [142]. 

 

5.1 Estrés oxidante e infertilidad 
 

Las ROS son subproductos de los procesos fisiológicos normales y del 

metabolismo celular. En los espermatozoides, las ROS son requeridas para la 

maduración, hiperactivación, capacitación, unión a la zona pelúcida, la reacción 

acrosomal y la fusión del ovocito con el espermatozoide [143] (figura 4). En 

condiciones fisiológicas normales, los antioxidantes en el semen ayudan a 

mantener bajas las concentraciones de estrés oxidante, permitiendo así los 

procesos normales de señalización celular y de la función espermática y evitar el 

daño celular inducido por ROS [144].  



 

23 

Sin embargo, cuando las ROS superan los sistemas de defensa antioxidante se 

producen efectos patológicos. Los espermatozoides son susceptibles a los daños 

inducidos por ROS debido a: 1) la susceptibilidad de la cromatina durante el 

periodo de condensación, 2) las células espermáticas carecen de mecanismos de 

reparación del ADN, 3) los propios espermatozoides producen ROS, 

especialmente durante su paso a través del epidídimo, 4) poseen bajos 

concentraciones de enzimas antioxidantes citoplasmáticas (la mayoría de las 

enzimas antioxidantes se pierden en la espermiogénesis) y 5) debido a la gran 

cantidad de ácidos grasos poliinsaturados que contiene la membrana del 

espermatozoide, lo que los vuelve muy susceptibles a la LPO [145-147].  

 

 
Figura 4. Estrés oxidante en la reproducción masculina. Modificado de [143].  

 

Se ha demostrado que los espermatozoides con anormalidades morfológicas 

como el citoplasma residual o la gota citoplasmáticas son muy activos en la 
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producción de ROS [148, 149] y esto se asocia con la alteración en la movilidad, 

concentración y morfología espermática, los cuales son parámetros importantes 

para conocer el potencial de un individuo para producir espermatozoides viables 

[122]. La disminución de la movilidad puede ser el resultado de una cascada de 

eventos que ocurren durante la LPO, tales como daño axomal e incremento en las 

alteraciones de la pieza media [150, 151].  

 

Durante el proceso de espermiogénesis, la cromatina espermática sufre una serie 

de modificaciones en el que las histonas se sustituyen por proteínas de transición 

y posteriormente por protaminas para su compactación, lo cual protege al ADN 

[152]. Sin embargo, si existe una protaminacion incompleta de la cromatina y una 

pobre compactación, el ADN es más vulnerable al estrés oxidante ya que puede 

ocasionar fragmentación del ADN, apoptosis, una baja tasa de fertilización, una 

alta frecuencia de abortos involuntarios y morbilidad en la descendencia [153].   
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IV. PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA  
 

Se ha establecido que un órgano o un tejido específico pueden ser programados 

in utero por efecto de un estímulo o reto precoz en un periodo sensible del 

desarrollo, con consecuencias adversas en su función en la vida postnatal, lo que 

se ha definido como “programación del desarrollo”. La malnutrición durante etapas 

tempranas se asocia con aumento en el estrés oxidante, el cual está implicado en 

la patogénesis de muchas enfermedades y defectos del desarrollo, incluyendo la 

infertilidad masculina. En nuestro grupo de trabajo hemos publicado que la 

restricción en el consumo de proteína en la dieta materna durante la gestación 

reduce la capacidad reproductiva de las crías macho en la vida adulta. Por lo que 

para el presente proyecto propusimos estudiar los efectos del consumo de una 

dieta baja en proteína durante la gestación, sobre la maduración y funcionamiento 

de la célula de Sertoli, su repercusión en la adecuada progresión de la 

espermatogénesis, así como sus efectos sobre el estrés oxidante en testículos 

fetales, prepuberales, puberales y durante la etapa adulta. Además de su impacto 

sobre la calidad espermática y capacidad reproductiva.  
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V. PREGUNTA DE INVESTIGACIÓN 
 

¿Qué efectos tendrá el consumo materno de una dieta baja proteína durante la 

gestación, en las concentraciones séricas de testosterona, en la calidad 

espermática, en la generación de ROS en los testículos y espermatozoides y en la 

función reproductiva de las crías en la vida adulta?  
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VI. HIPÓTESIS 
 

La restricción en el consumo de proteína en la dieta materna durante la gestación 

provocará disminución en las concentraciones séricas de testosterona, incremento 

en el estrés oxidante en el testículo y en los espermatozoides, disminución en la 

cuenta espermática debido a alteraciones en el funcionamiento de las células de 

Sertoli y al menor número de células germinales durante la etapa prepuberal, así 

como envejecimiento prematuro de la función reproductiva.  
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VII. OBJETIVOS 
 

1. Objetivo general  

 

Evaluar mecanismos por los cuales la restricción en el consumo de proteína en la 

dieta materna durante la gestación afecta el desarrollo sexual y la capacidad 

reproductiva de las crías macho en la vida adulta.  

 

2. Objetivos específicos  

 

Determinar en las crías macho los efectos de la restricción en el consumo de 

proteína en la dieta materna durante la gestación sobre: 

 

•» El patrón de crecimiento corporal y testicular. 

 

•» La LPO, ROS y la actividad de las enzimas antioxidantes (SOD, GPx) en 

testículos de 19 días de gestación, así como de 21, 36, 110 y 840 días de edad. 

 

•» La LPO, ROS y la actividad de SOD y GPx en espermatozoides de crías de 110 

días de edad. 

 

•» La calidad espermática en las crías de 110 días de edad. 

 

•» La expresión del AR a los 14, 21 y 36 días y el número de células germinales 

(totales y espermatocitos) en testículos de 14 días de edad. 

 

•» La capacidad reproductiva a los 110, 450 y 840 días de edad.  

 

•» Evaluar el proceso normal de envejecimiento de la función reproductiva y si la 

restricción proteínica materna acelera este proceso. 
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VIII. MATERIALES Y MÉTODOS 
 

1. Animales 

 

Todos los procedimientos involucrados en este trabajo fueron aprobados por el 

Comité de Ética en Experimentación Animal del Instituto Nacional de Ciencias 

Médicas y Nutrición “Salvador Zubirán” (INCMNSZ), de acuerdo con la Norma 

Oficial Mexicana (NOM-062-ZOO-1999) en materia de cuidado y uso de los 

animales de laboratorio. Los animales se obtuvieron del Departamento de 

Investigación Experimental y Bioterio del INCMNSZ y se mantuvieron bajo 

condiciones controladas de luz y temperatura (luz de 07:00 h a 19:00 h a 22 – 23 

°C). Durante todo el experimento los animales consumieron alimento y agua ad 

libitum. 

 

2. Apareamiento, cuidado y mantenimiento de los animales 

 

Se emplearon ratas hembra vírgenes de la cepa Wistar de 4 meses de edad, con 

un peso de entre 220 y 260 g, con ciclos regulares y alimentadas con dieta chow 

(Zeigler Rodent RQ 22-5). Las hembras se alojaron en cajas de acrílico con un 

macho de la misma cepa y de fertilidad probada (2:1) para su apareamiento. 

Diariamente por la mañana se realizaron frotis vaginales para determinar la 

presencia de espermatozoides. El día que se observaban los espermas en el frotis 

vaginal fue designado como inicio de la gestación (día cero). Sólo se mantuvieron 

en el estudio aquellas ratas que quedaron preñadas dentro de los 5 días 

posteriores a ser colocadas con el macho. Las ratas gestantes fueron transferidas 

a cajas individuales y divididas de manera aleatoria para ser alimentadas ad 

libitum con una de las dos dietas isocalóricas, ya sea el control con 20% de 

caseína (grupo C, n=14) o la restringida con 10% de caseína (grupo R, n=14). Los 

grupos experimentales fueron: control (C) y restringido únicamente durante la 

gestación (R). Se registró el peso corporal al inicio y al final de la gestación. 
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3. Elaboración de las dietas 

 

Las dietas control y restringida, se prepararon en la planta piloto de la Unidad de 

Tecnología de Alimentos del INCMNSZ, utilizando los siguientes equipos: 

mezcladora Hobart®: Modelo A200 The Hobart MFG. C.O; báscula EURA®: peso 

total 100 Kg. Modelo 2000/100 y balanza Sartorius®: sensibilidad 0.001g. 

 

La composición de las dietas experimentales se muestra en la tabla 1. La dieta 

control corresponde a las últimas recomendaciones de la NRC de 1993, para 

roedores en periodo de gestación y lactancia [154].   

 

Los componentes de la dieta se pesaron en una balanza o báscula según la 

cantidad requerida y fueron introducidos en el tazón de la mezcladora Hobart®. La 

dieta se mezcló durante 15 minutos; posteriormente se le adicionó agua 

(aproximadamente 2 L / 7Kg de dieta) y se dejó mezclando durante 5 minutos 

más, hasta obtener una pasta moldeable. Con la masa obtenida se formaron 

galletas, dejándolas secar durante 2 ó 3 días a temperatura ambiente. Las galletas 

obtenidas se guardaron en refrigeración para su conservación.  
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Tabla 1. Composición de las dietas isocalóricas. C (control, caseína 20%) y R 

(restringida, caseína 10%). Adquisición de los ingredientes: caseína libre de 

vitaminas, mezcla de minerales, vitaminas y clorhidrato de colina de Harlan 

Teklad, EUA; almidón de maíz y dextrosa anhidra de la Droguería Cosmopolita 

S.A de C.V, México; L-cistina dihidroclorada y -celulosa de Sigma – Aldrich 

Química S.A de C.V, México; aceite de maíz de La Gloria, México. Todos los 

componentes son grado alimenticio. 

 

 

Dieta Control (C) 

Caseína 20% 

(g/100g) 

Dieta Restringida (R) 

Caseína 10% 

(g/100g) 

Caseína libre de 

Vitaminas 
20 10 

L-Cistina Dihidroclorada 0.3 0.15 

Clorhidrato de Colina 0.165 0.165 

Mezcla de Vitaminas 1 1 

Mezcla de Minerales 3.5 3.5 

-Celulosa 5 5 

Aceite de Maíz 5 5 

Almidón de Maíz 32.5 37.5 

Dextrosa Anhidra 32.5 37.5 

Contenido energético 3.85 kcal/g 3.85 kcal/g 
 

 

4. Obtención de las muestras biológicas a los 19 días de gestación (dG) 

 

A los 19 dG entre las 12:00 a 14:00 horas y tras seis horas de ayuno, 8 madres de 

cada grupo fueron sacrificadas usando una guillotina para roedor (Thomas 

Scientific, NJ), los fetos fueron extraídos y ´sacrificados por decapitación para que 

los testículos fueron disectados, pesados, agrupados por camada, congelados y 

almacenados a -70°C para evaluar posteriormente marcadores de estrés oxidante.  
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5. Mantenimiento postnatal 

 

El parto de las ratas gestantes (6 por cada grupo) ocurrió en el día 22 post-coito y 

fue designado como inicio de la lactancia y día postnatal (PND, por sus siglas en 

inglés) cero. Al nacimiento, todas las madres se alimentaron ad libitum con dieta 

control. Al día 2 PND, las camadas se ajustaron a 12 crías por madre, de ser 

posible en una proporción 1:1 (macho: hembra). Se registró el peso corporal 

materno al inicio y final de la lactancia, así como la proporción macho: hembra.  

 

Las madres con menos de 12 o más de 15 crías fueron excluidas del estudio. Al 

destete (PND 21), todas las crías fueron separadas de acuerdo a su sexo en 

grupos de 3 a 4 crías por caja y a partir de ese momento y hasta el final del 

estudio las crías consumieron dieta chow ad libitum (figura 5). En este trabajo, sólo 

se reportan los resultados en las crías macho. 
 

 
Figura 5. Diseño experimental. 

 

6. Obtención de las muestras biológicas a diferentes edades postnatales 

 

El presente proyecto es un estudio a lo largo de la vida que pretende evaluar el 

proceso normal de envejecimiento en la función reproductiva y además si la 
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restricción en el consumo de proteína en la dieta materna acelera en las crías este 

proceso. Por lo tanto, las crías fueron sacrificadas a diferentes edades (fetal, 

prepuberal y edad adulta). 

 

A los 14 PND, un macho de cada camada fue sacrificado para la obtención de los 

testículos. Uno de ellos fue congelado a -70°C para evaluar posteriormente la 

expresión del AR por Western blot. La mitad del otro testículo fue fijado en 

paraformaldehído al 4% y el resto en solución de Karnovsky.  

 

Después de 6 horas de ayuno, un macho de cada camada fue decapitado (entre 

las 12:00 a 14:00 horas) a los 21, 36, 110 y 850 PND. La sangre fue recolectada y 

posteriormente centrifugada para obtener el suero, el cual fue congelado para su 

posterior análisis. Los testículos fueron obtenidos, limpiados, pesados, congelados 

y almacenados a -70°C para evaluar posteriormente marcadores de estrés 

oxidante. A los 110, 450 y 850 DPN, la grasa que rodea al epidídimo fue retirada 

para pesarla individualmente. A los 110, 450 y 850 DPN la cola del epidídimo y el 

conducto deferente fueron diseccionados cuidadosamente y colocados en solución 

salina a 37°C para liberar los espermatozoides. Aunque es difícil hacer 

comparaciones de edad entre la rata y el humano, podemos decir que los 110 

PND equivalen a un adulto joven (~17 años), los 450 días a un adulto maduro (~45 

años) y los 850 PND serían equivalentes a un hombre de ~90 años [155]. 

 

7. Preparación de las muestras   

 

Los testículos congelados se homogenizaron en solución salina a 4°C, se 

obtuvieron alícuotas y fueron conservadas a -70°C para cuantificar posteriormente 

proteínas mediante la técnica de Bradford y la determinación de especies 

reactivas de oxígeno y la actividad de enzimas antioxidantes.  

 

De los espermatozoides obtenidos se realizaron alícuotas con 5 x 106 y 1 x 107 y 

ajustadas a volumen final de 50 l con solución salina, las cuales fueron sometidas 
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a choque térmico de -70 °C a 45 °C y posteriormente se sonicaron durante dos 

minutos con 6 intervalos de 20 segundos cada uno. Se colocaron el hielo y se 

congelaron a -70 °C para la posterior cuantificación de ROS y de enzimas 

antioxidantes. 

 

8. Concentraciones hormonales 
 

La FHS y LH se determinaron por RIA de doble anticuerpo, empleando la hormona 

estándar y los anticuerpos específicos anti FSH o LH de rata, proporcionados por 

NIDDK (National Institute of Diabetes, Digestive and Kidney Diseases, Baltimore, 

MD). La FSH y LH fueron yodadas por el método de cloramina – T, siguiendo la 

separación de proteínas libres y unidas [125I], por Sephadex G – 100. Los 

resultados fueron expresados comoNIDDK-rata-FSH-RP2 y NIDDK-rata-LH-RP3. 

Los coeficientes de variación intra- e interensayo fueron <4 y 7.9 y <5.1 y <6.5 

respectivamente. 

 

Las concentraciones de testosterona fueron determinadas por radioinmunoanálisis 

(RIA) de fase sólida, utilizando un estuche comercial para rata de DPC Coat – a – 

Count (TKTT1), adquirido de Diagnostic Products Corporation, Los Angeles, CA, el 

cual emplea un anticuerpo específico y testosterona marcada radioactivamente 

con 125I. Las variabilidades intra- e interensayo fueron de <8.17 y <8.83. 

 

9. Biomarcadores de estrés oxidante 

 

9.1 Malondialdehído (lipoperoxidación) 
 

La lipoperoxidación se determinó el mismo día en el cual los testículos fueron 

homogenados y los espermatozoides obtenidos. Alícuotas con 5 x 106 

espermatozoides se ajustaron con solución salina a un volumen final de 100 l. La 

lipoperoxidación se determinó mediante la medición de MDA utilizando el ensayo 

de sustancias reactivas al ácido tiobarbitúrico (TBARS). A 100l de la muestra se 

les añadió 400 l del Reactivo C, el cual contiene TBA = ácido tiobarbitúrico,    
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TCA = ácido tricloroacético y HCl concentrado = ácido clorhídrico. Las muestras 

fueron agitadas vigorosamente y a continuación se les añadió 5l de BHT y se 

incubaron a 45°C por una hora. Transcurrido este tiempo fueron colocadas en 

hielo y centrifugadas a 8000 rpm por 15 minutos a 6°C. Se colocaron 300 l del 

sobrenadante en una placa de 96 pozos y las muestras fueron leídas a 532nm en 

un espectrofotómetro de luminiscencia Perkin-Elmer LS50-B. Los resultados 

fueron expresados como nmol MDA por mg de proteína o nmol MDA en 5 x106 

espermatozoides [156]. Las variabilidades intra- e interensayo fueron de <6 y <8, 

respectivamente. 

 

9.2 Determinación de ROS 
 

Las muestras del testículo homogenado o de los espermatozoides (5 x 106) fueron 

centrifugadas a 12000 rpm durante 7 minutos a 6°C. Se utilizaron 5 l del 

sobrenadante. En una placa negra de 96 pozos la curva y las muestras se trataron 

de la siguiente forma: 

Curva estándar: el volumen utilizado del estándar 3 fue de 2, 5, 10, 20, 40, 60, 80, 

100 y 120 l. Se llevó a un volumen final de 200 l con amortiguador Tris – 

HEPES 9:1. Estándar 1: 4.0121 mg de 2’,7’-diclorofluoresceina en 1.0 ml de 

metanol grado HPLC. Estándar 2: 49.5ml amortiguador 9:1 + 495 l de metanol 

grado HPLC + 5 l de estándar. Estándar 3: 100 l del estándar 2 + 900 l de 

amortiguador 9:1. Tris Base 40 mM, pH 7.4. Amortiguador HEPES (120 mM NaCl, 

2.5 mM KCl, 1.2 mM NaH2PO4, 0.1 mM MgCl2, 5.0 mM NaHCO3, 6.0 mM Glucose, 

1.0 mM CaCl2, 10.0 mM HEPES). Muestras: 5 l de la muestra + 145 l de 

amortiguador Tris – HEPES 18:1 + 50 l de solución de trabajo (100 l de la 

solución stock en 1.9 ml de metanol grado HPLC). 

 

Tanto la curva como las muestras fueron incubadas a 37°C durante 1 hora en 

obscuridad. Al final del periodo de incubación las señales fluorescentes fueron 

determinadas a una longitud de onda de exitación de 488 nm y una longitud de 

onda de emisión de 525 nm empleando un espectrofotómetro de luminiscencia 
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Perkin-Elmer LS50-B [156]. Los resultados están expresados como nmoles de 

diclorofluoresceina (DCF) formados por mg de proteína por minuto o como nmoles 

de diclorofluoresceina (DCF) formados en 5 x106 espermatozoides por minuto. 

 

10. Actividad de las enzimas antioxidantes 

 

10.1 Superóxido dismutasa (SOD) 
 

Las alícuotas del testículo homogenado y de los espermatozoides (5 x 106) 

descongelados fueron centrifugadas a 12,000 rpm durante 7 minutos a 6°C. La 

actividad de la SOD se determinó empleando el estuche de RANSOD (RANDOX 

laboratorios limited, UK). El método emplea Xantina y Xantin oxidasa (XOD) para 

formar radicales superóxido, los cuales reaccionan con cloruro de 2-(4-yodofenil)-

3-(4-nitrofenol)-5-fenil tetrazolio (I.N.T) para formar un colorante formazán rojo. Se 

mide la actividad de la superóxido dismutasa por el grado de inhibición de esta 

reacción. Las muestras fueron procesadas de la siguiente forma: se colocaron 7l 

del sobrenadante de cada muestra o de la cuerva estándar en una placa de 96 

pozos; y posteriormente a cada pozo se le adicionaron 212.5l del sustrato mixto 

que contiene la Xantina y el I.N.T y 31.3l de la Xantin oxidasa. La placa fue 

agitada vigorosamente. Las muestras fueron leídas a 505nm a diferentes tiempos 

(0, 30” y 3’) a 37°C. Los resultados fueron expresados como unidades de SOD por 

mg de proteína. 

 

10.2 Glutatión peroxidasa (GPx)  
 

Tanto para el tejido como para la alícuota de 5x106 de espermatozoides sonicados 

se utilizó el estuche RANSEL de RANDOX (en este método la GPx cataliza la 

oxidación de glutatión, por el hidróxido de cumeno. El glutatión oxidado en 

presencia de la glutatión reductasa y NADPH, es convertido a su forma reducida 

con una oxidación concomitante de NADPH en NADP+. Se mide la reducción de la 

actividad). Las muestras fueron centrifugadas a 12,000 rpm durante 7 minutos a 

6°C; posteriormente las muestras fueron procesadas de la siguiente forma: se 
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colocaron 7 l de cada muestra en una placa y se les añadieron 250 l del reactivo 

R1a que contiene glutatión, glutatión reductasa y NADPH; posteriormente se les 

agregaron 10l de hidroperóxido de cúmeno. La placa fue agitada vigorosamente. 

Las muestras fueron leídas a 340nm a diferentes tiempos (0, 1’, 2’ y 3’) a 37°C. 

Los datos fueron expresados como mili unidades de GPx por mg de proteína. 

 

11. Calidad espermática  

 

Los espermatozoides obtenidos del conducto deferente y de la cola del epidídimo 

fueron utilizados para la determinación de la concentración, viabilidad, motilidad y 

morfología espermática. Para la viabilidad se tomaron 10 l de espermatozoides y 

se les añadieron 10l de eosina y se contaron 4 campos en el microscopio de 

campo claro. La concentración y motilidad fue realizada de forma automatizada en 

capilares desechables del equipo SQA-V (Sperm Quality Analyzer). La evaluación 

de la morfología espermática se realizó en el microscopio de campo claro para lo 

cual se realizó un barrido con 10l de la muestra y fue teñido empleado un 

método de tinción rápida (esperma-form, Laboratorio FertiMéxico S.A. de C.V) que 

ayuda a diferenciar las diferentes partes del espermatozoide (cabeza, pieza 

media, flagelo). Se observaron por lo menos 200 espermatozoides por muestra. 

 

12.  AR (receptor de andrógenos) y células germinales  

 

12.1 Determinación del AR por Western blot a los 14, 21 y 36 días de edad. 
 

Se realizaron homogenados totales de los testículos en presencia de inhibidores de 

proteasas.  Las muestras fueron centrifugadas, se obtuvo la fracción soluble y se realizó 

la cuantificación del contenido de proteínas por el método de Bradford [157]. De cada 

muestra se procesaron 50 g de proteína en geles desnaturalizantes de poliacrilamida al 

10% que posteriormente se transfirieron a membranas de nitrocelulosa. Las membranas 

se incubaron toda la noche a 4°C con solución de bloqueo TBST (20 mM de tris base, 0.5 

M de NaCl, 0.1% de tween 20) con 5% de leche descremada. Al término se realizaron 3 

lavados con TBST y se incubaron con el anticuerpo anti-AR (1:1000, Santa Cruz, USA) 
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toda la noche a 4°C. Posteriormente se realizaron 3 lavados con TBST y se 

incubaron con el anticuerpo secundario (1:3000, Santa Cruz, USA) por una hora. 

Al término las membranas se realizaron 4 lavados con TBST. La unión del 

anticuerpo a su antígeno se reveló usando sistemas de quimioluminiscencia.  

 

12.2 Determinación del AR por inmunohistoquímica (IHQ) a los 14, 21 y 36 
días de edad. 
 

Uno de los testículos fue fijado en paraformaldehído al 4% por un periodo no 

mayor de 16 horas. Transcurrido ese tiempo las muestras fueron lavadas en PBS 

y procesadas para su inclusión en parafina. Se obtuvieron cortes de 4 m de 

grosor.  Los cortes fueron desparafinados y rehidratados; la actividad endógena de 

peroxidasa fue bloqueada durante 30 minutos en una solución al 0.3% de H2O2 / 

metanol, y lavados posteriormente con agua destilada. Para la determinación del 

AR, se empleó un anticuerpo primario policlonal producido en conejo (Santa Cruz, 

USA Cat. SC-816) con una dilución de 1:500, el cual se une a la zona amino 

terminal del receptor. Posteriormente los cortes fueron lavados en PBS e 

incubados durante 30 minutos con el anticuerpo secundario anti-IgG de conejo 

conjugado con HRP (peroxidasa de rábano. Santa Cruz, Biotechnology, USA) y 

fueron lavadas nuevamente en PBS. Para determinar los sitios de unión del 

anticuerpo las muestras fueron teñidas con diaminobencidina de 6 – 8 minutos y 

contrastadas con una tinción de hematoxilina. Las muestras fueron deshidratadas, 

aclaradas y montadas con medio de montaje (Entellan®). La expresión del AR se 

observó en las células de Sertoli, dentro de los túbulos seminíferos empleando el 

microscopio de campo claro. 

 

12.3 Conteo de las células germinales a los 14 días de edad. 
 

Una parte del testículo fue fijado en solución de Karnovsky modificado sin calcio 

por un periodo no mayor a 16 horas. Transcurrido este tiempo los tejidos fueron 

lavados en una solución amortiguadora de cacodilatos y posteriormente las 

muestras se post – fijaron en OsO4 al 1% y fueron procesadas para su inclusión 
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en EPON 812. Se realizaron cortes de 1 m de grosor, los cuales fueron teñidos 

por flotación en azul de toluidina al 0.5%. Para realizar el conteo de las células 

germinales y de los espermatocitos, los cortes fueron montados en laminillas y al 

menos 50 túbulos seminíferos en corte transversal fueron fotografiados por animal 

con un microscopio Olympus BX51, utilizando el software de análisis de imágenes 

(Image-Pro Plus Version 3.1., Media Cybernetics, USA). 

 

13. Tasa de fertilidad a diferentes edades postnatales 

 

La fertilidad de los machos se evaluó a los 110, 450 y 850 PND (adultos jóvenes, 

maduros y viejos) de la siguiente forma: cada macho experimental se colocó con 

dos hembras por una semana; posteriormente los machos fueron separados y las 

hembras fueron mantenidas individualmente hasta el día 15 de gestación. Se 

determinó que el macho era fértil cuando este fecundo al menos a una de las dos 

hembras no experimentales con las que se apareó. Los datos fueron reportados 

como él % de machos fértiles y el % de hembras gestantes. 

 

En la figura 6, se muestra en forma esquemática los experimentos realizados en la 

etapa fetal, prepuberal y en la vida adulta. 

 
Figura 6. Línea de tiempo, donde se muestran los experimentos realizados durante el 

estudio. 
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14. Análisis estadístico 

 

Se realizaron dos experimentos diferentes un primero para la obtención de los 

testículos a 19 dG (n=8 camadas por grupo) y un segundo experimento para 14, 

21, 36, 110, 450 y 850 PND (n=6 camadas por grupo). Para evaluar las diferencias 

entre los grupos C y R a la misma edad y dentro del mismo grupo, pero en 

diferentes edades se realizó un análisis de varianza de dos vías (ANOVA) con 

prueba postHoc Holm-Sidak. Se utilizó la prueba t de Student no pareada para 

evaluar las diferencias en las características maternas, calidad espermática, la 

expresión del receptor de andrógenos y el número de células germinales. La tasa 

de fertilidad se analizó utilizando χ². A p <0,05 se consideró significativo. Todos los 

datos se presentan como media ± EE. 
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IX. RESULTADOS 
 

1. Características maternas y de las crías.  

El consumo de una dieta baja en proteína durante la gestación no modificó el peso 

corporal materno, pero si el de las crías fetales y al nacimiento.  

 

En la tabla 2, podemos observar que el peso corporal materno al inicio y final del 

embarazo fue similar en ambos grupos experimentales. El peso corporal de las 

crías a los 19 dG y al nacimiento fue menor en el grupo R; tanto la talla al 

nacimiento, como la distancia ano-genital, el diámetro cefálico y abdominal fueron 

similares al grupo C. No se observaron cambios en la proporción de sexos entre 

camadas. El cambio a dieta control al inicio de la lactancia en las madres del 

grupo R, no modificó el peso corporal al inicio, ni al final de la lactancia.  

 
Tabla 2. Características maternas y medidas morfométricas de las crías macho al 

nacimiento 

Madres C R 

Peso corporal (g) al inicio de la gestación 229 ± 6 223 ± 6 

Peso corporal (g) al final de la gestación 331 ± 14 322 ± 7 

Peso corporal (g) al inicio de la lactancia 245 ± 9 240 ± 4 

Peso corporal (g) al final de la lactancia 258 ± 8 248 ±6 

Crías   

Peso a los 19dG (g) 3.1 ± 0.07 2.7 ± 0.08* 

Peso al nacimiento (g) 5.8 ± 0.03 5.2 ± 0.01* 

Talla al nacimiento (cm) 4.6 ± 0.03 4.5 ± 0.05 

Distancia ano-genital (mm) 3.4 ± 0.01 3.2 ± 0.02 

Diámetro cefálico (mm) 11.4 ± 0.02 11.4 ± 0.02 

Diámetro abdominal (mm) 12.2 ± 0.03 12.2 ± 0.03 

Relación macho: hembra 1.1 ± 0.11 0.9 ± 0.07 

Media ± EE, n=8 camadas (~48 machos fetales) a los 19 dG y n=6 camadas (~36 crías 

macho) al nacimiento. dG= días gestacionales. P<0.05 * vs C para el control (C) y 

restringido (R). 
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A partir de este momento, en la descripción de los resultados, primero se 

mencionarán las diferencias entre las crías de los grupos C y R a la misma edad y 

posteriormente entre mismo grupo, a las diferentes edades evaluadas. 

 

2. Peso corporal, testicular y grasa epididimal.  

El consumo materno de una dieta baja en proteína durante la gestación incrementa en 

la vida adulta de las crías el peso corporal y la grasa epididimal. 

 

A los 19 dG el peso corporal fue menor en el grupo R en comparación con C; a los 

21 (destete), 36 y 110 PND no se encontraron diferencias estadísticas en el peso 

corporal de las crías, sin embargo, para los 450 y 850 PND el peso corporal fue 

significativamente mayor en las crías del grupo R en comparación con C (Fig. 7A). 

Con respecto al peso testicular no se encontraron diferencias estadísticas entre 

grupos a todas las edades evaluadas (Fig. 7B). A los 110 PND la grasa epididimal 

fue similar entre ambos grupos; sin embargo, para los 450 y 850 fue 

significativamente mayor en las crías del grupo R vs C (Fig. 7C). El incremento en 

el peso corporal y testicular en ambos grupos se relaciona con la edad (Fig. 7A y 

7B), sin embargo, en el grupo R se observa que el incremento en la grasa 

epididimal es debido a la edad (Fig. 7C). 

 

 

Figura 7. Pesos a diferentes edades. A) peso corporal, B) peso testicular y C) grasa 

epididimal. Media ± EE, n=8 camadas (~48 machos fetales) a los 19 dG y n=6 ratas de 

diferente camada para el resto de las edades postnatales. P<0.05 para letras diferentes en 

el mismo grupo, pero a diferentes edades y * vs C a la misma edad. dG= días de gestación 

y d= días postnatales. Control (C) y restringido (R). 
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3. Concentraciones hormonales. 
El consumo materno de una dieta baja en proteína durante la gestación disminuye en la 
vida adulta de las crías las concentraciones séricas de LH y testosterona. 
 

A todas las edades evaluadas, las concentraciones de FSH fueron similares entre 

los grupos C y R (Fig. 8A); mientras que las concentraciones de LH fueron 

únicamente menores a los 110 PND en el grupo R con respecto al C (Fig. 8B). La 

testosterona sérica fue menor a los 110 y 850 PND en el grupo R en comparación 

con C (Fig. 8C), sin diferencias entre grupos a las otras edades evaluadas. 

Cuando las concentraciones hormonales fueron analizadas entre mismo grupo por 

edad, observamos las concentraciones de FSH de las crías del grupo R, 

disminuyen a los 850 PND con respecto a 36 PND (Fig. 8A). Tanto en C como en 

R las concentraciones LH se incrementan a los 110 PND y se observa una caída 

entre los 110 y 850 PND (Fig. 8B). Esta misma tendencia se observa en las 

concentraciones de testosterona, sin embargo, la disminución debido a la edad es 

más evidente en las crías del grupo R (Fig. 8C). 

 

 
Figura 8. Concentraciones hormonales. A) FSH, B) LH y C) testosterona. Media ± EE, n=6 

ratas de diferente camada. P<0.05 para letras diferentes en el mismo grupo, pero a 

diferentes edades y * vs C a la misma edad. d= días postnatales. Control (C) y restringido 

(R). 
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4. Biomarcadores de estrés oxidante en el testículo 

El consumo materno de una dieta baja en proteína durante la gestación incrementa en 

los testículos de las crías (edad adulta) las concentraciones de MDA y ROS. 

 

A los 19 dG las concentraciones de MDA fueron mayores en los testículos de las 

crías del grupo R en comparación con C (Fig. 9A). A los 110, 450 y 850 PND las 

concentraciones testiculares tanto de MDA como de ROS fueron más altas en las 

crías del grupo R que en las del C (Fig. 9A y 9B).  

Cuando los biomarcadores de estrés oxidante en el testículo se analizaron entre 

mismo grupo por edad, encontramos que en el grupo C el MDA se incrementa a 

los 110 PND en comparación con 19 dG, 21 y 36 PND, esta misma tendencia se 

observa en el grupo R, sin embargo; a los 450 PND el MDA presenta un 

incremento significativo con respecto a 110 PND (Fig. 9A). Para ambos grupos, las 

concentraciones de ROS aumentan a los 110 PND en comparación con las 

edades más tempranas y sin cambios a los 450 y 850 PND (Fig. 9B). 

 

 
Figura 9. Biomarcadores de estés oxidante en el testículo. A) MDA y B) ROS. Media ± EE, 

n=8 camadas (~48 machos fetales) a los 19 dG y n=6 ratas de diferente camada para el 

resto de las edades postnatales. P<0.05 para letras diferentes en el mismo grupo, pero a 

diferentes edades y * vs C a la misma edad. dG= días de gestación y d= días postnatales. 

Control (C) y restringido (R). 

 
 
 
 



 

45 

5. Actividad de las enzimas antioxidantes en el testículo. 

El consumo materno de una dieta baja en proteína durante la gestación incrementa en 

los testículos de las crías (edad adulta) la actividad de SOD y GPx.  

 

Con respecto a las enzimas antioxidantes, a los 19 dG y 110 PND la actividad de 

SOD fue similar en ambos grupos; sin embargo, a los 21 y 36 PND la actividad de 

SOD fue significativamente menor en el grupo R que en el C. En las ratas de 450 y 

850 PND, la actividad de SOD se incrementó en los testículos del grupo R en 

comparación con C (Fig. 10A).  A los 19 dG, 450 y 850 PND, la actividad de GPx 

testicular fue mayor en las crías del grupo R que en las del C; no se encontraron 

diferencias a los 21, 36 y 110 PND (Fig. 10B).  

 

Al evaluar la actividad antioxidante entre mismo grupo, pero a las diferentes 

edades, observamos que tanto en el grupo C y R, la actividad de SOD fue mayor a 

los 19 dG y 21 PND en comparación con 36 PND. Sin embargo, en el grupo C la 

actividad de SOD disminuyó a los 36 PND y más aún a los 110 PND sin cambios a 

los 450 y 850 PND; mientras que en el grupo R la actividad de SOD disminuye a 

los 36, 110, 450 y 850 PND en comparación con edades más tempranas (Fig. 

10A). En el grupo C, la actividad de GPx disminuye a los 36 PND en comparación 

con 19 dG; sin embargo, a los 110 PND la GPx se incrementa con respecto a 19 

dG, 21 y 36 PND, sin observarse cambios a los 450 y 850 PND. La misma 

tendencia se observó en el grupo R, sólo que la actividad de GPx fue 

significativamente mayor a los 450 PND en comparación con las otras edades 

evaluadas, sin observarse cambios a los 850 PND (Fig. 10B). 
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Figura 10. Actividad de enzimas antioxidantes en el testículo. A) SOD y B) GPx. Media ± EE, 

n=8 camadas (~48 machos fetales) a los 19 dG y n=6 ratas de diferente camada para el 

resto de las edades postnatales. P<0.05 para letras diferentes en el mismo grupo, pero a 

diferentes edades y * vs C a la misma edad. dG= días de gestación y d= días postnatales. 

Control (C) y restringido (R). 

 

6. Biomarcadores de estrés oxidante y actividad de las enzimas 

antioxidantes en los espermatozoides. 

El consumo materno de una dieta baja en proteína durante la gestación incrementa en 

los testículos de las crías (edad adulta) las concentraciones de MDA y ROS y disminuye la 

actividad SOD y GPx.  

 

Las concentraciones de MDA y ROS fueron significativamente mayores en los 

espermatozoides de las crías del grupo R con respecto al C (Fig. 11A y 11B).  

Figura 11. Biomarcadores de estrés oxidante en los espermatozoides. A) MDA y B) ROS. 

Media ± EE, n=6 ratas de diferente camada a las 3 edades postanatales. P<0.05 para letras 

diferentes en el mismo grupo, pero a diferentes edades y * vs C a la misma edad. d= días 

postnatales. Control (C) y restringido (R). 
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La actividad de SOD fue menor en los espermatozoides del grupo R a los 450 y 
850 PND, mientras que la actividad de la GPx fue menor únicamente a los 450 
PND (Fig. 12A y 12B). 

 

Figura 12. Actividad de las enzimas antioxidantes en los espermatozoides. A) MDA y B) 

ROS. Media ± EE, n=6 ratas de diferente camada a las 3 edades postanatales. P<0.05 para 

letras diferentes en el mismo grupo, pero a diferentes edades y * vs C a la misma edad. d= 

días postnatales. Control (C) y restringido (R). 
 

 

Cuando los biomarcadores de estrés oxidante en los espermatozoides se 

analizaron entre el mismo grupo por edad, encontramos que tanto en el grupo C 

como en el R, el MDA se incrementa a los 450 PND sin observarse cambios a los 

850 PND (Fig. 11A). Para ambos grupos, las concentraciones de ROS fueron 

similares a las tres edades evaluadas (Fig. 11B). En el grupo R, la actividad de 

SOD disminuyó a los 450 PND sin observarse cambios a los 850 PND (Fig. 12A), 

sin observarse cambios en el grupo C. Con respecto a 110 PND, la actividad de 

GPx disminuye a los 450 PND en el grupo R; mientras que, en el grupo C hasta 

los 850 PND (Fig. 12B). 
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7. Calidad espermática. 

El consumo materno de una dieta baja en proteína durante la gestación disminuye en 

los espermatozoides de las crías (edad adulta) su concentración, viabilidad, movilidad e 

incrementa las anormalidades espermáticas. 

 

La calidad espermática evaluada por concentración, viabilidad y movilidad reveló 

una significativa disminución en el grupo R tanto en la concentración como en 

viabilidad a las tres edades evaluadas (Fig. 13A y 13B); mientras que la movilidad 

fue menor en el grupo R a los 450 y 850 PND (Fig. 13C). Al analizar la calidad 

espermática entre el mismo grupo por edad encontramos que en ambos grupos la 

concentración y la viabilidad disminuye a los 450 PND sin observarse cambios a 

los 850 PND (Fig. 13A y 13B). Con respecto a la movilidad, en el grupo C esta 

disminuye hasta los 850 PND, mientras que en grupo R la disminución ocurre a los 

450 PND (Fig. 13C). 
 

 
Figura 13. Calidad espermática. A) concentración, B) viabilidad y C) movilidad. Media ± EE, 

n=6 ratas de diferente camada a las 3 edades postanatales. P<0.05 para letras diferentes 

en el mismo grupo, pero a diferentes edades y * vs C a la misma edad. d= días postnatales. 

Control (C) y restringido (R). 

 

El análisis de la morfología espermática mostró que, a las tres edades evaluadas, 

el grupo R presentó mayor número de anormalidades espermáticas con respecto a 

C, particularmente en la pieza media y flagelo (Fig. 14A, 14C, 14D y 14E), 

mientras que los defectos en cabeza se incrementaron en el grupo R fue mayor a 

los 450 y 850 PND (Fig. 14B). El análisis de las anomalías espermáticas entre el 

mismo grupo por edad encontramos que en el grupo C el número de 
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anormalidades se incrementó hasta los 850 PND, observándose principalmente 

alteraciones en el flagelo; mientras que en el grupo R las alteraciones en la 

morfología de la cabeza y flagelo de los espermatozoides se incrementaron con la 

edad (Fig. 14A, 14B, 14C y 14D). 
 

 
 Figura 14. % de anormalidades espermáticas. A) totales, B) cabeza, C) pieza media y D) 

flagelo. Media ± EE, n=6 ratas de diferente camada a las 3 edades postanatales. P<0.05 

para letras diferentes en el mismo grupo, pero a diferentes edades y * vs C a la misma 

edad. d= días postnatales. Control (C) y restringido (R). 

 
 

8. Expresión del AR y células germinales. 

El consumo materno de una dieta baja en proteína durante la gestación disminuye en el 

testículo de las crías prepuberales la expresión del AR, así como el número de células de 

Sertoli y células germinales.  

 

El análisis de la expresión relativa del AR realizado por Western blot demostró 

que, a las tres edades evaluadas, los testículos del grupo R presentaron menor 

expresión del AR con respecto a C (Fig. 15A, 15B y 15C). Con respecto al análisis 

observado por inmunohistoquímica encontramos que a los 14 PND, todas las 

células de Sertoli del grupo C fueron positivas al AR, mientras que en el grupo R, 
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únicamente algunas células de Sertoli fueron positivas al AR (Fig 15A-C). Para los 

21 y 36 PND las células de Sertoli de ambos grupos expresaban el AR; sin 

embargo, la señal fue menor en los citoplasmas del grupo R (Fig. 15B-C, 15B-R, 

15C-C y 15C-R). El análisis por IHQ, también nos permitió evaluar la localización 

de las células de Sertoli que se relaciona con su proceso de maduración. Similar a 

lo observado a los 14 PND, tanto a los 21 como a los 36 PND, la unión de las 

células de Sertoli no estaba del todo establecida y no todas estaban localizadas 

cerca de la membrana (Fig. 15A-R, 15B-R y 15C-R). A los 21 PND, el número de 

células de Sertoli fue menor en el grupo R con respecto al control (C: 43.4 ± 0.8, 

R: 35.9 ± 0.5* células por túbulos transversal; n=6, p<0.05). 
 

 
Figura 15. Expresión del AR a los 14, 21 y 36 PND por Western blot (A-C). Laminilla 

representativa del AR por IHQ (D) 40X. La flecha continua muestra un ejemplo de una 

célula de Sertoli positiva al AR y la discontinua una célula de Sertoli negativa al AR. Media 

± EE, n=4 ratas de diferente camada. P<0.05 * vs C. Control (C) y restringido (R). 

 
 

A los 14 PND, tanto el número de células germinales totales como el número de 

espermatocitos por túbulo seminífero, fue menor en las machos del grupo R en 

comparación con C (Fig. 16A y 16B). 
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Figura 16. Número de células germinales a los 14 PND (A-B) Fotografías representativas de 

un túbulo transversal (C) 100X. S, célula de Sertoli; G, gonocito; PS, espermatocito 

primario. Media ± EE, n=5 ratas de diferente camada. P<0.05 * vs C. Control (C) y 

restringido (R). 

 

9. Tasa de fertilidad. 

El consumo materno de una dieta baja en proteína durante la gestación disminuye la 

fertilidad y conlleva al envejecimiento prematuro de la función reproductiva.  

 

La tasa de fertilidad reportada como el porcentaje de machos fértiles (Fig. 17A) y 

el porcentaje de hembras gestantes (Fig. 17B) fue similar en ambos grupos a los 

110 PND; sin embargo, a los 450 PND la fertilidad disminuyó en términos de 

machos fértiles (Fig. 17A y 17B) y a los 850 PND al ser expresada en el porcentaje 

de hembras gestantes (Fig. 17B). En el grupo C, la fertilidad no se vio alterada por 

la edad, sin embargo, en el grupo R la disminución en la tasa de fertilidad se debió 

no sólo a la dieta materna, sino también a la edad de las crías macho (Fig. 17). 
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Figura 17. Tasa de fertilidad. A) % machos fértiles y B) % de hembras gestantes. Media ± 

EE, n=6 ratas de diferente camada. χ². P<0.05 para letras diferentes en el mismo grupo, 

pero a diferentes edades y * vs C a la misma edad. d= días postnatales. Control (C) y 

restringido (R). 
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X. DISCUSIÓN 
 

En los últimos años, un gran número de estudios epidemiológicos [158-160] y con 

animales de experimentación [2, 161, 162] han demostrado que la exposición a 

condiciones subóptimas in utero o durante la vida neonatal pueden inducir 

respuestas permanentes en una gran variedad de órganos, lo cual predispone a 

una mayor susceptibilidad a desarrollar enfermedades durante la vida adulta tales 

como diabetes tipo 2  [163], hipertensión [164], obesidad [165], problemas 

conductuales [5, 166] y alteraciones de la función reproductiva [165]. En el 

presente trabajo reportamos que la restricción en el consumo de proteína en la 

dieta materna durante la gestación incrementa desde etapas tempranas el estrés 

oxidante en el testículo, disminuye la calidad espermática y conlleva al 

envejecimiento prematuro de la función reproductiva en la vida adulta. También se 

observó que en la etapa prepuberal existe retraso en el proceso de maduración de 

las células de Sertoli y disminución tanto en el número de células de Sertoli como 

en el número de células germinales.  

 

Los primeros eventos de la vida intrauterina desencadenan procesos que preparan 

al individuo para las circunstancias que se prevén en el entorno postnatal [167, 

168]. Sin embargo, si el ambiente intrauterino y postnatal difieren marcadamente, 

esto puede dar lugar a fenotipos mal adaptados en la edad adulta [167]. En 

diversos estudios, hemos reportado que las crías macho provenientes de madres 

alimentadas con una dieta baja en proteína durante la gestación, pero que son 

alimentados con dieta control después del destete, presentan incremento en el 

peso corporal, triglicéridos, leptina e insulina, así como resistencia a la insulina 

[169-171].  

 

En el presente estudio, las crías del grupo R fueron más pesadas que el grupo C y 

tuvieron mayor acumulación de grasa epididimal y aunque no se reporta en este 

trabajo también presentaron mayor índice de adiposidad, lo que demuestra la 

consistencia del modelo utilizado. La grasa abdominal no sólo se asocia con 

desordenes metabólicos [172] sino también con la disminución en las 
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concentraciones de testosterona [173] cuya secreción depende de la función 

adecuada del eje hipotálamo – hipófisis – gonada [174]. En el presente estudio, las 

concentraciones de LH y testosterona se encontraron disminuidas en el grupo R lo 

cual es más pronunciado con el envejecimiento. Esta disminución puede deberse 

a un fallo testicular primario o secundario [175], a la mayor ganancia de peso que 

presentó el grupo R durante la vida adulta o al desequilibro entre la producción de 

ROS y las enzimas antioxidantes [176].  

 

Algunos estudios han reportado los efectos de ROS sobre la esteroidogénesis. Por 

ejemplo, en células MA-10 (células de Leydig tumorales) se ha visto que la 

producción de testosterona se inhibe por altas concentraciones de ROS [177]. En 

ratones, se ha reportado que una sola inyección de lipopolisacáridos (componente 

mayoritario de la membrana externa de las bacterias Gram negativas), ocasionó 

disminución en las concentraciones en suero de testosterona, aumento en la 

lipoperoxidación en las células de Leydig, menor expresión de la proteína StAR y 

3β-hidroxiesteroide deshidrogenasa/Δ-5-4 isomerasa (cataliza la conversión de la 

pregnenolona a progesterona), así como reducción en el potencial de su 

membrana mitocondrial (fundamental para mantener la función fisiológica de la 

cadena respiratoria para generar ATP) mediada por las ROS [178]. 

 

Estudios con animales han reportado que varias condiciones perinatales [179, 

180] tales como la malnutrición o la obesidad materna o la exposición a 

glucocorticoides  [181] incrementan el estrés oxidante [3, 182, 183]. Tarry-Adkins y 

col., 2010,  han reportado que la desnutrición materna utilizando una dieta baja en 

proteína (8%), similar a la que nosotros utilizamos, se asocia con incremento en el 

estrés oxidante y deterioro de la función de las enzimas antioxidantes en el 

páncreas de las crías macho de 3 y 15 meses de edad [184]. Por ejemplo, en 

nuestro grupo de trabajo hemos reportado que el consumo de una dieta baja en 

proteína ocasionó que las madres gestantes tuvieran mayor estrés oxidante y 

alteraciones metabólicas; que las placentas e hígados de los machos fetales 

presentaran daño oxidativo; y que las crías en la edad adulta exhibieran altas 

https://es.wikipedia.org/wiki/Membrana_externa
https://es.wikipedia.org/wiki/Bacterias
https://es.wikipedia.org/wiki/Gram_negativa
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concentraciones de ROS, leptina, insulina, triglicéridos; sin embargo, el consumo 

de resveratrol materno durante la gestación previno en tanto en las madres como 

en las crías las alteraciones metabólicas y el incremento del estrés oxidante [185]. 

Lo que sugiere que existe un vínculo entre el insulto intrauterino y el incremento en 

el estrés oxidante.  

 

Es importante mencionar que la exposición fetal a altas concentraciones de 

corticosterona materna, afectan adversamente en la descendencia la función 

hipófisis – gonada e hipófisis – adrenal. Estudios en ratas han reportado que la 

sobreexposición a glucocorticoides durante el desarrollo disminuye en la vida 

adulta comportamientos tales como la frecuencia de la cópula y la eyaculación 

[186]; y que la actividad sexual masculina disminuye debido a la exposición a 

estrés prenatal [187]. En estudios previos hemos reportado que, a los 19 dG los 

fetos de madres alimentadas con una dieta baja en proteína durante la gestación 

están expuestos a altas concentraciones de corticosterona [185] lo cual pudo 

afectar la fertilidad en la vida adulta de las crías macho.  

 

La fertilidad masculina depende de un proceso altamente dinámico denominado  

espermatogénesis [188], donde las células germinales generan una gran cantidad 

de ROS como subproductos del metabolismo celular [189]. Si bien, una cierta 

cantidad de ROS es esencial para las funciones celulares normales, como la 

señalización celular, la homeostasis y procesos tales como la capacitación que 

permite al esperma fertilizar el ovocito, la acumulación excesiva de ROS es tóxica 

para las células germinales debido a que ocasiona daños en las proteínas, ADN e 

incrementa la apoptosis [190, 191], lo cual puede dañar el proceso de 

espermatogénesis [192].  [193-195]. También, el aumento en la temperatura 

escrotral puede afectar la espermatogénesis e incrementar el estrés oxidante, 

inducido principalmente por las ROS provenientes de las mitocondrias [189]. En el 

presente estudio, encontramos que el estrés oxidante (MDA y ROS) se incrementa 

en los testículos del grupo R durante la edad adulta, lo cual puedo deberse al 

incremento de la temperatura escrotal ocasionado por la mayor acumulación de 
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grasa epididimal. Para mantener los niveles fisiológicos de ROS, todos los tejidos 

incluyendo los reproductivos poseen diferentes enzimas antioxidantes que 

trabajan en sinergia para reducir los efectos citotóxicos de los radicales libres 

[196]. Nuestros resultados demuestran que en la vida adulta se incrementa la 

actividad enzimática de SOD y GPx además del incremento de los marcadores de 

estrés oxidante. Esta desregulación en el equilibrio redox puede tener efectos 

nocivos en las células germinales y los espermatozoides [197].  

 

Los espermatozoides son especialmente susceptibles a ROS debido a que 

carecen de las enzimas antioxidantes citoplasmáticas y tiene altas 

concentraciones de ácidos grasos poliinsaturados [198]. El estrés oxidante en los 

espermatozoides puede incrementar el daño al ADN y afectar la calidad 

espermática [176] lo cual puede ser usado como un índice de fertilidad [192]. En 

este contexto, nosotros encontramos que las crías machos del grupo R presentan 

incremento en el estrés oxidante, menor calidad espermática y alteraciones de la 

fertilidad. Las alteraciones morfológicas observadas en los espermatozoides a los 

110 días postnatales pueden deberse a los efectos citotóxicos del estrés oxidante 

debido a la restricción proteínica materna, particularmente porque a esta edad se 

encontró un incremento significativo en las concentraciones de ROS y MDA en los 

testículos y espermatozoides.  

 

Es importante mencionar que en la rata las primeras dos semanas de vida 

postnatal son cruciales para el inicio de la espermatogénesis. En el tercer día 

postnatal 7.5% de los gonocitos proliferan y migran hacia la membrana basal. Su 

adecuada proliferación y migración asegura que estos se conviertan en 

espermatogonias tipo A, si por alguna razón esto proceso no se lleva a cabo en el 

tiempo adecuado los gonocitos degeneran y mueren [61]. En datos preliminares 

de nuestro laboratorio muestran que este proceso se ve retrasado en las crías 

provenientes de madres restringidas durante la gestación. Nuestros resultados 

demuestran que, a los 14 días postnatales tanto el número de células germinales 

como el número de espermatocitos primarios se encuentra disminuido en el grupo 
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R, lo cual pudo ser resultado de alteraciones en el proceso de proliferación y 

migración de los gonocitos. Por otro lado, las células de Sertoli desempeñan un 

papel importante en el desarrollo y función testicular, por lo que es de suma 

importancia su periodo de proliferación el cual comienza durante el periodo fetal y 

termina 2 semanas después del nacimiento [15], el cese de la proliferación implica 

la maduración de las células de Sertoli, cuya función principal es generar un 

entorno adecuado para la proliferación y maduración de las células germinales; 

por lo que cambios en el número, estructura y/o función de este tipo celular puede 

afectar el desarrollo de las células germinales y comprometer la espermatogénesis 

[13]. Un parámetro indicativo del proceso de diferenciación de la célula de Sertoli 

es la formación de la luz tubular e incremento en la expresión del receptor de 

andrógenos [68]. En el grupo R existe retraso en el proceso de la formación de la 

luz tubular [199] menor expresión del AR lo cual repercutió en la etapa de 

proliferación de las células de Sertoli, ya que a los 21 días este grupo presentó 

menor número células de Sertoli, lo que resultó en una menor producción de 

espermatozoides en la vida adulta. 

 

Existe evidencia que indica que la fertilidad se puede ver afectada a través de 

diferentes mecanismos tales como disminución en la secreción de hormonas 

sexuales [200, 201], hiperinsulinemia o por a la acción directa de la leptina en la 

función testicular [201] ya que el el receptor de leptina se ha localizado en las 

células de Leydig, en las células germinales así como en la membrana plasmática 

del espermatozoide [96]. Por lo que en el presente trabajo se propone que, 

además de la disminución de las hormonas sexuales y del incremento en el índice 

de adiposidad y estrés oxidante, las altas concentraciones de triglicéridos, insulina 

y leptina que presenta el grupo R durante la vida adulta [6, 202], también tienen un 

papel importante en las alteraciones de la fertilidad. El síndrome metabólico es un 

trastorno complejo que incluye la presencia de varios factores fisiopatológicos 

tales como obesidad, hipertensión, dislipidemia, hiperglicemia/resistencia a la 

insulina y disfunción endotelial. Estos problemas pueden promover la disfunción 

eréctil e infertilidad [203]. La testosterona desempeña un papel importante no sólo 
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en la salud sexual masculina sino también en el mantenimiento de la masa 

muscular y ósea, en la eritropoyesis e incluso en el metabolismo de los lípidos y 

glucosa [204]. Hay reportes que indican que bajas concentraciones de 

testosterona se asocian con la prevalencia del síndrome metabólico [205]. En los 

varones, algunas de las características del síndrome metabólico que pueden 

contribuir al hipogonadismo son la inflamación, las altas concentraciones de 

estrógenos y leptina así como la mayor actividad de la aromatasa en la grasa 

visceral [203]. 

 

Durante varias décadas, la edad paterna ha sido pasada por alto, pero en la 

actualidad se ha reconocido el impacto negativo que tiene sobre la fertilidad y su 

progenie. Con base en la literatura, las edades más grandes reportadas en 

estudios de desarrollo sexual y fertilidad es de 720 días postnatales para el grupo 

control [206], y 270 días postnatales para las crías macho expuestas a restricción 

proteínica materna durante la gestación [7]. Por lo que, el presente trabajo permitió 

estudiar a largo plazo (110, 450 y 850 PND) el proceso normal de envejecimiento 

en la capacidad reproductiva de las crías macho y como el consumo de una dieta 

baja en proteína durante la gestación afecta este proceso.  

 

Las hormonas desempeñan un papel importante en el establecimiento y 

mantenimiento de las funciones reproductivas [207]. En los humanos y los 

roedores, el envejecimiento reproductivo se asocia con la disminución en las 

concentraciones de testosterona [208]. Bonavera y col.,1997, reportaron que, en 

las ratas macho las concentraciones de testosterona disminuyen con la edad con 

una concomitante reducción en la secreción pulsátil de LH [175],  lo cual podría 

ser secundario a una disfunción hipotálamo – hipofisaria [209]. Nuestros hallazgos 

concuerdan con lo previamente publicado ya que en el presente trabajo 

observamos que, en las crías macho, las concentraciones de LH disminuyen con 

el envejecimiento. La disminución de LH, tiene consecuencias importantes sobre 

las funciones del testículo y puede ser la causa de la menor concentración de 

testosterona en la vida adulta.  
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En estudios previos, hemos reportado que en la rata la restricción proteínica 

durante la gestación disminuye en las crías macho a los 70 días postnatales las 

concentraciones de LH y testosterona, sin cambios en FSH y tasa de fertilidad [7]. 

En el presente trabajo, se observó que, si bien las concentraciones de 

testosterona disminuyen con la edad, el consumo de una dieta baja en proteína 

exacerba en las crías del grupo R esta disminución. Estudios realizados por Zirkin 

y col., 2001,  han demostrado que las concentraciones de ROS aumentan es los 

testículos de ratas viejas y que este incremento se asocia con la disminución en la 

expresión de la StAR, de la P450scc y la esteroidogénesis [210]. 

 

El envejecimiento se correlaciona con el aumento del estrés oxidativo en todos los 

órganos vitales, incluyendo los testículos [211]. Robaire y cols. 2015, analizaron 

espermatocitos y espermátidas aisladas de testículos de ratas jóvenes (4 meses) y 

viejas (18 meses) y encontraron que las células germinales aisladas de ratas 

jóvenes sobreviven en cultivo durante periodos más largos y que los 

espermatocitos aislados de animales viejos presentaron altas concentraciones de 

ROS y mayor daño al ADN [188]. Los mecanismos de defensa antioxidante en el 

testículo protegen contra el daño oxidante a las estirpes celulares testiculares y a 

los espermatozoides. Vazquez-Memije y col., han reportado que la generación de 

ROS se incrementa y la capacidad del sistema antioxidante disminuye en la edad 

adulta y en edades más avanzadas [212]. En el caso de los testículos del grupo C, 

observamos que a los 110 días postnatales la actividad de SOD disminuye con la 

edad mientras que la actividad de GPx aumenta. Por otro lado, el aumento 

observado en el grupo R en la actividad de las enzimas antioxidantes por encima 

del grupo C puede deberse a una posible compensación debido al gran 

incremento en ROS y MDA en los testículos del grupo R. En los testículos de rata, 

la GPx es diez veces más activa que en el hígado, riñón o pulmones [211].   

 

Existe evidencia que indica que a medida que los hombres envejecen, la calidad 

de sus células germinales se deteriora y disminuye la fertilidad [213, 214]. Se ha 

reportado que en el momento en que un hombre llega a los 38 años, los 
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espermatozoides que produce muestran en promedio tres veces más daño al ADN 

que los de un hombre más joven [215]. El envejecimiento está asociado con 

alteraciones en la morfología y movilidad espermática [216], incremento en el 

estrés oxidante y reducción en la actividad de las enzimas antioxidantes [217]. En 

el presente estudio encontramos que a las tres edades evaluadas las crías del 

grupo R exacerba la disminución de la calidad espermática y la incidencia de 

anormalidades espermáticas.  

 

A pesar de que en el presente estudio a los 110 PND las crías macho del grupo R 

ya presentaban alteraciones metabólicas así como incremento en el estrés 

oxidante en los testículos y espermatozoides, la tasa de fertilidad fue similar entre 

el grupo C y R, sin embargo, a los 270 PND (estudio previo), la fertilidad disminuyó 

al 50% en el grupo R [7], lo que indica envejecimiento prematuro de la función 

reproductiva.  

 

Del presente trabajo de tesis no sólo es importante resaltar que la desnutrición 

materna programa a la descendencia a presentar alteraciones en la capacidad 

reproductiva, ya que quizá para un hombre de 60 años, su prioridad no es tener 

hijos; sino que la desnutrición materna incrementa desde etapas tempranas 

(adultos jóvenes) el estrés oxidante en los espermatozoides, lo cual puede tener 

un efecto biológico ya que estos espermatozoides pueden programar al desarrollo 

de enfermedades en la siguiente generación vía la línea germinal paterna, la cual 

es un área que requiere mayor investigación.  

 

Existe un creciente reconocimiento de que la salud y la edad paterna al momento 

de la concepción puede tener un impacto en la salud de sus descendientes. Se ha 

sugerido que el estrés oxidante influye en la estructura de la cromatina y en la 

metilación del ADN. Las alteraciones de la cromatina median una serie de cambios 

celulares incluyendo, la modulación la expresión génica, la muerte y supervivencia 

celular, los cuales son mecanismos de programación de enfermedades [218]. 

Estudios con animales de experimentación resaltan que las crías provenientes de 
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espermatozoides expuestos a altas concentraciones de ROS, se vuelven 

intolerantes a la glucosa e incrementan el acumulo de tejido adiposo. Los autores 

especulan que el fenotipo observado en la descendencia se debió a que el estrés 

oxidante alteró los patrones de metilación en los espermatozoides [219]. De tal 

forma que el daño oxidante en el espermatozoide no sólo compromete la función 

reproductiva, sino que impacta negativamente el desarrollo de la descendencia.  

 

Una de las características más importantes de la programación del desarrollo es la 

evidencia de que los efectos adversos de la exposición a un ambiente intrauterino 

inadecuado son heredados de manera transgeneracional [55, 202, 220], por 

mecanismos que no involucran cambios genéticos sino la expresión alterada de 

genes (epigenética). Para obtener el fenotipo transgeneracional es necesaria la 

exposición directa a la condición negativa durante la vida fetal o neonatal; de tal 

forma que el fenotipo fisiológico o enfermedad es transmitido a través de la línea 

germinal a las siguientes generaciones, sin que estas hayan sido expuestas 

directamente al factor ambiental.  

 

La expresión de un gen puede ser modificada por factores ambientales a través de 

cambios en las proteínas que se unen al ADN, siendo más afectadas las regiones 

terminales de las histonas, las cuales pueden ser modificadas por acetilación, 

metilación, fosforilación, glicosilación. Las modificaciones más comunes son la 

acetilación y metilación de los residuos de lisina en las histonas H3 y H4. El 

incremento o disminución de la acetilación induce a la activación o represión de la 

transcripción respectivamente [218]. Otra clase de regulación epigenética es la 

metilación de residuos de citosina presentes en dinucleótidos citosina-guanosina 

(CpG), a través de una reacción que transfiere un grupo metilo desde el dador S-

adenosil-L-metionina a la posición 5′ del anillo de citosina. Esta reacción es 

catalizada por un grupo de enzimas denominadas metiltransferasas de ADN 

(DNMT) compuestas por 2 familias DNMT1 y DNMT3 (3a y 3b) [221]. En casi 

todos los casos la metilación del ADN representa un marcador de silenciamiento 

de genes a largo plazo [222].  
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Es bien aceptado que las condiciones intrauterinas como la desnutrición o la 

sobrealimentación materna puede conducir a modificaciones epigenéticas, las 

cuales pueden ser transmitidas a las siguientes generaciones [223]. En nuestro 

grupo hemos reportado que la restricción proteínica materna afecta la conducta 

exploratoria de la segunda generación proveniente de la línea paterna y que los 

efectos varían de acuerdo al sexo y al periodo de desnutrición [55]. Los cambios 

en la metilación del ADN inducido por el consumo de una dieta baja en proteína 

son un posible mecanismo de transmisión de este fenotipo [223].  

 

Finalmente, el envejecimiento es el resultado de los daños causados por el 

acumulamiento por especies reactivas de oxígeno, lo que conduce a la 

disminución progresiva de las funciones fisiológicas [224]. Nuestro estudio 

proporciona evidencia por primera vez que la tasa de envejecimiento de la función 

reproductiva masculina está programada durante el desarrollo como lo 

demuestran cuatro claras observaciones en las crías del grupo R: 1) disminución 

en las concentraciones de testosterona en la vida adulta, 2) incremento en el 

estrés oxidante testicular desde etapas tempranas, 3) alteraciones metabólicas y 

4) disminución temprana de la fertilidad. Todos estos puntos son marcadores de 

envejecimiento de la función reproductiva y probablemente quedaron programadas 

desde etapas tempranas del desarrollo. Nuestros datos son consistentes con el 

concepto novedoso que la programación juega un papel importante en la 

trayectoria del envejecimiento. Sin embargo, esta interacción es un área poco 

estudiada en la biología del envejecimiento que requiere más investigación. 
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XI. CONCLUSIÓN 
 

El consumo materno de una dieta baja en proteína durante la gestación ocasiona 

que las crías macho presenten disminución en el número de células germinales, 

células de Sertoli, en las concentraciones de testosterona, incremento en el estrés 

oxidante tanto en los testículos como en los espermatozoides, así como deterioro 

de la calidad espermática. Estas alteraciones observadas ya sea durante la vida 

fetal, etapa prepuberal y/o edad adulta posiblemente conllevaron al deterioro de la 

función reproductiva de las crías macho en la edad adulta. Nuestros datos 

sugieren que la programación del desarrollo como consecuencia de la desnutrición 

materna juega un papel importante en la trayectoria del envejecimiento de la 

función reproductiva. 
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