
 

 

 

 

   
UNIVERSIDAD NACIONAL AUTÓNOMA DE MÉXICO 

POSGRADO EN CIENCIAS BIOLÓGICAS 

FACULTAD DE ESTUDIOS SUPERIORES IZTACALA 

BIOLOGÍA EXPERIMENTAL 

 

EFECTO DEL ÁCIDO DOCOSAHEXAENOICO SOBRE LAS ALTERACIONES PROVOCADAS 

POR ALTAS CONCENTRACIONES DE GLUCOSA EN EL PROCESO DE BIOMINERALIZACIÓN 

Y LOS MECANISMOS ANTIOXIDANTES EN CÉLULAS OSTEOBLÁSTICAS HUMANAS 

 

TESIS 

QUE PARA OPTAR POR EL GRADO DE: 

MAESTRO EN CIENCIAS BIOLÓGICAS  

 

PRESENTA: 

SAÚL ERNESTO CIFUENTES MENDIOLA 

 

                   TUTORA PRINCIPAL DE TESIS: Dra. ANA LILIA GARCÍA HERNÁNDEZ 
                                             FACULTAD DE ESTUDIOS SUPERIORES IZTCALA, UNAM 
COMITÉ TUTOR:               Dra. LETICIA MORENO FIERROS 

                                                                                          FACULTAD DE ESTUDIOS SUPERIORES IZTACALA, UNAM 

                                                                         Dra. MARICELA RODRÍGUEZ CRUZ  
                                                                         UNIDAD MÉDICA DE ALTA ESPECIALIDAD, HOSPITAL DE PEDIATRIA,                           
                                                                                         CENTRO MÉDICO NACIONAL SIGLO XXI 

 
CIUDAD DE MÉXICO, NOVIEMBRE, 2017 



 

UNAM – Dirección General de Bibliotecas 

Tesis Digitales 

Restricciones de uso 
  

DERECHOS RESERVADOS © 

PROHIBIDA SU REPRODUCCIÓN TOTAL O PARCIAL 
  

Todo el material contenido en esta tesis esta protegido por la Ley Federal 
del Derecho de Autor (LFDA) de los Estados Unidos Mexicanos (México). 

El uso de imágenes, fragmentos de videos, y demás material que sea 
objeto de protección de los derechos de autor, será exclusivamente para 
fines educativos e informativos y deberá citar la fuente donde la obtuvo 
mencionando el autor o autores. Cualquier uso distinto como el lucro, 
reproducción, edición o modificación, será perseguido y sancionado por el 
respectivo titular de los Derechos de Autor. 

 

  

 



 

 

UNAM 't: 
POSGR DO ..i'" 
~k 

Ciencias Biológicas -

Lic. Ivonne Ramírez Wence 
Directora General de Administraci6n Escolar, UNAM 
Present e 

COORDI NACiÓN 

Me permito informar a usted que en la reun ión ordinaria del Comité Académico del Posgrado en 
Ciencias Biol6gicas, celebrada el día 14 de agosto de 2017, se aprobó el sigu iente jurado para el 
examen de grado de MAESTRO EN CIENCIAS BIOLÓGICAS del alumno CIFUENTES 
MENDIOLA SAUL ERNESTO, con número de cuenta 308003279, con la tesis titulada "Efecto del 
ácido docosahexaenoico sobre las alteraciones provocadas por altas concentraciones de 
glucosa en el proceso de biomineralizaci6n y los mecanismos antioxidantes en células 
08teoblásticas humanas", realizada bajo la dirección de la DRA. ANA LlLlA GARCíA 
HERNÁNDEZ: 

Pres idente: 

Vocal 

Secretario' 

Suplente: 

Suplente: 

DR LUIS ARTURO BAIZA GUTMAN 

DR LUIS FELIPE JIM~NEZ GARCIA 

DRA MARICELA RODRIGUEZ CRUZ 

DRA. PATRICIA GONZÁLEZ ALVA 

DRA. LETICIA MORENO FIERROS 

Sin otro particular. me es grato enviarle un cordial saludo. 

ATENTAMENTE 
" POR MI RAZA HABLARA EL ESPIRITU" 

tubre de 2017. 

DR. ADOLFO GERARDO AVARRO SIGÜENZA 
COORDINADOR EL PROGRAMA 

c.c.p Expediente del (la) interesado (a) 

Unidad de Po'\lgrado ' Coordinación del Posgrado fln Ci.r:nc:iaJl Bi()l6gicu Edilicio o. 1 ('r. PiSOt Cu-cuito de PosgradQ!¡ Cd. Uni"~l"ISit .. ria 
Dc-Iegadón Coyo .. ein C.P. 04510 ~1bico, D,r. Td. 5623 7002 bl1p:l/pcbiol.po$grllldC).unam.mJr 



 

AGRADECIMIENTOS 
 

Al Posgrado en Ciencias Biológicas de la UNAM por haberme permitido realizar mis estudios 

de maestría y brindarme una formación de calidad. 

 

Al Consejo Nacional de Ciencia y Tecnología (CONACYT) por aceptarme dentro del programa 

de becas para la realización de estudios de posgrado, que me permitió realizar con satisfacción 

mis estudios de maestría. 

 

Investigación realizada gracias al programa al Programa de Apoyo a Proyectos de Investigación 

e Innovación Tecnológica (UNAM-DGAPA-PAPIIT) por el financiamiento para la realización de 

este trabajo con número de proyecto: IA208016.  

 

A la Dra. Ana Lilia García Hernández por dirigir mi trabajo de tesis y guiarme en mi desarrollo 

académico y profesional. 

 

A la Dra. Leticia Moreno Fierros y a la Dra. Maricela Rodríguez Cruz, que participaron como 

miembros de mi comité tutoral por el apoyo y todas sus contribuciones para el correcto 

desarrollo de este proyecto de investigación y para mi formación académica.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

AGRADECIMIENTOS POR EL APOYO TÉCNICO Y USO DE EQUIPOS  
 

Al Dr. Marco Antonio Álvarez Pérez de la Facultad de Odontología, U.N.A.M; al Centro de 

investigación en ciencia aplicada y tecnología avanzada (CICATA) unidad Legaría, I.P.N., y al 

laboratorio de materiales avanzados del Instituto de Física de la U.N.A.M, en especial al Dr. 

Jesús Arenas Alatorre y a la Dra. María Cristina Zorrilla Cangas, por su asistencia y soporte 

técnico para la caracterización y análisis estructural de la matriz mineral sintetizada por los 

osteoblastos humanos. 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

ÍNDICE 
 
ABSTRACT ........................................................................................................................................... 1 

1. INTRODUCCIÓN ........................................................................................................................ 2 

1.1.  El tejido óseo  ........................................................................................................................................ 2 

1.2. Diabetes mellitus. ..................................................................................................................................... 8 

1.3. Diabetes mellitus y las alteraciones sobre el metabolismo óseo. ..................................................10 

1.4. El ácido docosahexaenoico. ................................................................................................................12 

2. ANTECEDENTES ..................................................................................................................... 14 

3. JUSTIFICACIÓN ....................................................................................................................... 17 

4. HIPÓTESIS ............................................................................................................................... 18 

5. OBJETIVOS ............................................................................................................................. 19 

6. ESTRATEGIA EXPERIMENTAL .............................................................................................. 20 

7. MATERIALES Y MÉTODOS ..................................................................................................... 21 

7.1. Cultivo Celular. .......................................................................................................................................21 

7.2. Condiciones de cultivo. .........................................................................................................................21 

7.3. Análisis de la expresión proteica de Col1, OCN y BSP-II en la matriz mineralizada. .................22 

7.4. Evaluación de la actividad específica de la fosfatasa alcalina. ......................................................24 

7.5. Análisis de las características de la matriz mineral y maduración de los cristales de fosfato de 

calcio por espectroscopia infrarroja transformada de Fourier (FTIR). .......................................................24 

7.6. Determinación de la concentración extracelular de RANK-L ..........................................................25 

7.7. Determinación de la expresión genética del factor de transcripción NRF2 y las enzimas 

antioxidantes SOD-1 y GPx-1. .........................................................................................................................26 

7.8. Evaluación de la actividad de las enzimas antioxidantes GPx y SOD. .........................................27 

7.9. Análisis estadístico. ...............................................................................................................................27 

8. RESULTADOS ......................................................................................................................... 28 

8.1. El tratamiento con 10 µM de DHA disminuye la sobreproducción de la Col1 provocada por la 

concentración alta de glucosa y mejora su distribución. .............................................................................28 

8.2. El tratamiento con 10 µM de DHA disminuye la sobreproducción de OCN provocada por la 

concentración alta de glucosa a los 21 días de cultivo................................................................................31 

8.3. El tratamiento con DHA incrementa la producción de BSP-II disminuida por la concentración 

alta de glucosa. ..................................................................................................................................................33 

8.4. El DHA atenúa la actividad específica de la ALP incrementada por la concentración alta de 

glucosa. ...............................................................................................................................................................35 

8.5. El tratamiento con DHA normaliza la mineralización relativa y disminuye la sustitución de 

carbonatos incrementada por la concentración alta de glucosa. ...............................................................36 



 

8.7. El tratamiento con 20 µM de DHA incrementa la expresión relativa del NRF2 bajo ambas 

concentraciones de glucosa. ...........................................................................................................................41 

8.8. La actividad de las enzimas antioxidantes GPx y SOD no se modifica con los tratamientos 

experimentales. ..................................................................................................................................................44 

8.9. El tratamiento con 20 µM de DHA incrementa la expresión relativa de las enzimas SOD-1 y 

Gpx-1 solo bajo condiciones de normo-glucosa. ..........................................................................................46 

9. DISCUSIÓN .............................................................................................................................. 49 

10. CONCLUSIONES ..................................................................................................................... 59 

11. PERSPECTIVAS ...................................................................................................................... 60 

12. REFERENCIAS ........................................................................................................................ 61 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 



 

ÍNDICE DE FIGURAS  
 
Fig.  1. Proceso de remodelado óseo ..................................................................................................... 3 

Fig.  2 Proceso de formación ósea ......................................................................................................... 6 

Fig.  3. Vía RANK-L/RANK/OPG ............................................................................................................... 7 

Fig.  4. Metabolismo de los ácidos grasos ω-3 .................................................................................... 13 

Fig.  5. Estrategia experimental.............................................................................................................. 20 

Fig.  6. Efecto del DHA en la concentración y distribución de la colágena tipo I con diferentes 
concentraciones de glucosa .................................................................................................................. 30 

Fig.  7. Efecto del DHA en la producción de OCN con diferentes concentraciones de glucosa ... 32 

Fig.  8. Efecto del DHA en la producción de BSP-II con diferentes concentraciones de glucosa . 34 

Fig.  9. Efecto del DHA en la actividad específica de la ALP con diferentes concentraciones de 
glucosa ...................................................................................................................................................... 35 

Fig.  10. Histogramas de la matriz mineral obtenidos por FTIR ......................................................... 36 

Fig.  11. Efecto del DHA en combinación con diferentes concentraciones de glucosa sobre la 
mineralización relativa de la matriz orgánica ....................................................................................... 38 

Fig.  12. Efecto del DHA en la sustitución de carbonatos en combinación con diferentes 
concentraciones de glucosa .................................................................................................................. 39 

Fig.  13. Efecto del DHA en la producción extracelular de RANK-L en combinación con diferentes 
concentraciones de glucosa .................................................................................................................. 41 

Fig.  14. Efecto del DHA en la expresión del mRNA de NRF2 en presencia de diferentes 
concentraciones de glucosa .................................................................................................................. 43 

Fig.  15. Efecto del DHA en la actividad de la enzima antioxidante superóxido dismutasa bajo 
diferentes concentraciones de glucosa ................................................................................................ 44 

Fig.  16. Efecto del DHA en la actividad de la enzima antioxidante glutatión peroxidasa bajo 
diferentes concentraciones de glucosa ................................................................................................ 45 

Fig.  17. Efecto del DHA en la expresión del mRNA de las enzimas antioxidantes SOD y GPx en 
combinación bajo diferentes concentraciones de glucosa................................................................ 48 

Fig.  18. Efecto del DHA sobre las alteraciones causadas por las altas concentraciones de glucosa 
en la síntesis de matriz orgánica y matriz mineral .............................................................................. 57 

Fig.  19.  Posible efecto del DHA sobre las alteraciones provocadas por la concentración alta de 
glucosa en la señalización intracelular de los osteoblastos y el mecanismo antioxidante........... 58 

 

ÍNDICE DE TABLAS 
Tabla 1. Desplazamiento FTIR característico para los grupos funcionales representativos de 
muestras de hueso y matriz mineral. ............................................................................................... 25 
Tabla 2. Secuencias de oligonucleótidos para PCR utilizados para la determinación de la 
expresión de NRF2, SOD-1 y GPx-1. ................................................................................................ 26 

 

 

 



 

GLOSARIO

AGE´s: Productos finales de glicación 

avanzada 

ALA: Ácido α-Linolénico 

ALH: Antígeno leucocitario humano 

ALP: Fosfatasa alcalina 

ARE: Elemento de respuesta antioxidante 

BMP: Proteína morfogenética ósea  

BSP: Sialoproteína ósea 

CAT: Catalasa  

Col1: Colágena tipo I 

COX: Ciclooxigenasa 

DHA: Ácido docosahexaenoico 

DM: Diabetes mellitus 

DMO: Densidad mineral ósea 

DMSO: Dimetilsulfóxido 

DMT1: Diabetes mellitus tipo 1 

DMT2: Diabetes mellitus tipo 2 

ELISA: Ensayo por inmunoabsorción ligado 

a enzimas 

EPA: Ácido eicosapentaenoico 

ERO: Especies reactivas de oxígeno 

FGF: Factor de crecimiento de fibroblastos 

FTIR: Espectroscopia infrarroja 

transformada de Fourier 

GAD: Glutamato descarboxilasa 

GPx: Glutatión peroxidasa 

H2O2: Peróxido de hidrogeno 

HAP: Hidroxiapatita 

hFOb: Osteoblastos fetales de humano 

HO-1: Hemo oxigenasa-1 

IGF: Factor de crecimiento insulínico 

IL-1β: Interleucina 1β 

IL-6: Interleucina 6 

LOX: Lipooxigenasa 

MCP-1: Proteína quimio atrayente de 

monocitos 1  

M-CSF: Factor estimulante de colonias de 

macrófagos 

MG-CSF: Factor estimulante de colonias de 

monocitos y granulocitos 

MMP-9: metaloproteinasa-9 de matriz  

NRF2: Factor nuclear eritroide 2 

OCN: Osteocalcina 

OPG: Osteoprotegerina 

PBS: Amortiguador salino de fosfatos 

PCR: Reacción en cadena de la polimerasa 

PDGF: Factor de crecimiento derivado de 

plaquetas 

PGE2: Prostaglandina E2 

pNPP: p-Nitrofenil fosfato 

RANK-L: Ligando del receptor activador del 

factor nuclear NF-κβ 

Runx2: Runt-related transcription factor 2 



 

SD: Desviación estándar  

SFB: Suero fetal bovino 

SN: Sistema nervioso 

SOD: Superóxido dismutasa 

TGF-β: Factor de crecimiento 

transformante β 

TNF-α: Factor de necrosis tumoral α 

TRAP: Fosfatasa acida resistente al tartrato   

WB: “Western blot” 

ZnT8: Transportador de zinc 8 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



 

RESUMEN 
 

INTRODUCCÍÓN: Se ha reportado que la diabetes mellitus tipo 2 (DMT2) aumenta el riesgo de desarrollar 

osteopatías como osteoporosis, osteopenia y periodontitis. Se ha observado en modelos in vitro con osteoblastos 

humanos, que la hiperglucemia provoca un aumento en el depósito de mineral, una disminución en la calidad de 

los cristales depositados, alteraciones en la actividad de la fosfatasa alcalina (ALP), y un incremento de citocinas 

pro-inflamatorias. Por lo que, es importante contar con tratamientos eficaces y accesibles que atenúen los efectos 

negativos de la concentración alta de glucosa sobre la biomineralización. Proponemos al ácido docosahexaenoico 

(DHA) como un posible tratamiento adyuvante, debido a que se ha asociado con efectos benéficos en hueso y en 

la función de los osteoblastos en condiciones fisiológicas. En investigaciones previas realizadas en el laboratorio, 

observamos que el DHA normaliza la formación y distribución de la matriz mineral, la cantidad de calcio depositado 

y disminuye la sobreproducción de especies reactivas de oxigeno (ERO) en osteoblastos humanos cultivados con 

24 mM de glucosa y es posible que esta normalización se deba a su efecto antioxidante a través de la vía de NRF2. 

OBJETIVO: Determinar los efectos del DHA sobre las alteraciones causadas por una concentración alta de glucosa 

en la síntesis de la matriz extracelular, el proceso de biomineralización y los mecanismos antioxidantes en células 

osteoblásticas humanas. MATERIAL Y METODOS: los experimentos se realizaron en una línea celular de 

osteoblastos fetales de humano (hFOB 1.19.). Se determinó el efecto del DHA en condiciones de normo-glucosa 

(5.5 mM de glucosa), y glucosa alta (24 mM de glucosa), sobre la matriz orgánica analizando la síntesis y 

distribución de la colágena tipo 1 (Col1), a través de la tinción con rojo sirio pícrico; la producción de osteocalcina 

(OCN), por “InCell Western”; la producción de sialoproteína ósea tipo II (BSP-II), por “western blot”, y la actividad 

específica de la ALP un ensayo enzimático. La calidad del mineral y la forma en la que se mineraliza la matriz 

orgánica se analizaron por espectroscopia infrarroja transformada de Fourier (FTIR), y la concentración extracelular 

del RANK-L se determinó por ensayos de ELISA. Finalmente, para determinar los mecanismos antioxidantes, se 

evaluó la expresión del mRNA de NRF2, superóxido dismutasa (SOD), y glutatión peroxidasa (GPx) por RT-PCR, 

y se evaluó la actividad enzimática de la SOD y GPx por un ensayo enzimático. RESULTADOS: Se observó que 

el DHA con 24 mM de glucosa normalizó la síntesis y distribución de la Col1, incrementó la producción de BSP-II 

y disminuyó la actividad de la ALP a niveles basales; sin embargo, no cambió los niveles de OCN en comparación 

con las células cultivadas solo con 24 mM de glucosa. Con respecto a la calidad del mineral y la mineralización de 

la matriz orgánica observamos que el DHA en condiciones de glucosa alta, restauró la calidad del mineral y la 

forma en la que se mineraliza la matriz orgánica y disminuyó parcialmente los niveles del RANK-L. Con respecto 

al mecanismo antioxidante los datos revelaron que el DHA incrementa la expresión del mRNA del NRF2 en 

condiciones de glucosa alta, pero no produjo cambios en la expresión o en la actividad enzimática de las enzimas 

SOD y GPx. CONCLUSIONES: El tratamiento con DHA contrarresta los efectos adversos de la concentración alta 

de glucosa en la matriz orgánica, mineral y en la calidad de los cristales; además, es posible que reduzca el estrés 

oxidativo provocado por las concentraciones altas de glucosa a través de la vía antioxidante del NRF2. 
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ABSTRACT 
 

BACKGROUND: DMT2 increases the risk of osteopathies such as osteoporosis, osteopenia and periodontitis. It 

has been observed that hyperglycemia causes an increase of the mineral deposit, a decrease in the quality of 

deposited crystals, alterations in the activity of the ALP, and an increase of pro-inflammatory cytokines. Therefore, 

it is important to have effective and accessible treatments that attenuate the negative effects of high glucose 

concentration on biomineralization. We propose DHA as a possible treatment since it has been associated with 

beneficial effects on bone and osteoblasts function under physiological conditions. We have previously observed 

that DHA normalizes the formation and distribution of the mineral matrix, the amount of calcium deposited and 

decreases the overproduction of ROS in human osteoblasts cultured with 24 mM of glucose and it is possible that 

this normalization is due to its antioxidant effect through NRF2 pathway. OBJECTIVE: To determine the effects of 

DHA on alterations caused by high glucose concentration in extracellular matrix synthesis, the biomineralization 

process and antioxidant mechanisms in human osteoblastic cells was determined. MATERIALS AND METHODS: 

The experiments were performed on a human fetal osteoblast cell line (hFOB 1.19.). We determined the effect of 

DHA on normo-glucose conditions (5.5 mM) and 24 mM of glucose on the organic matrix by analyzing the synthesis 

and distribution of Col1 by PicroSirius red stain. The production of OCN by InCell Western, the production of BSP- 

II by western blot and the specific activity of the ALP by an enzymatic assay; the quality of the mineral and the 

mineralization of the matrix was analyzed by FTIR. Also, extracellular concentration of RANK-L was determined it 

by ELISA. Then expression of the mRNA encoding NRF2, SOD and GPx by RT-PCR was evaluated to determine 

the antioxidant mechanisms and the enzymatic activity of SOD and GPx was evaluated by catalysis of its substrate 

by spectrometry. RESULTS: It was observed that DHA prevent the effects of 24 mM of glucose: normalized the 

synthesis and distribution of Col1, increased the production of BSP-II and normalized the activity of ALP, however, 

the levels of OCN were not significantly different, compare with cells cultured with 24 mM glucose. In relation to 

mineral quality and organic matrix mineralization, we observed that DHA with high glucose restored the quality of 

the mineral and the way in which the organic matrix was mineralized and partially lowered RANK-L levels. Regarding 

the antioxidant mechanism, the data revealed that DHA increases NRF2 mRNA expression in high glucose 

conditions but did not produce changes in the expression or in the enzymatic activity of the SOD and GPx enzymes. 

CONCLUSIONS: DHA treatment counteracts the adverse effects of high glucose concentration on the organic 

matrix, mineral and crystal quality and might reduce the oxidative stress caused by high glucose concentrations 

through the antioxidant pathway of NRF2. 
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1. INTRODUCCIÓN 
 

1.1. El tejido óseo. 

El hueso es un órgano altamente dinámico y especializado que cumple funciones de soporte, 

de protección y metabólicas (1), y en mamíferos está dividido en hueso cortical o denso y hueso 

trabecular o poroso (2).  Ambos tipos de tejido óseo están constituidos por una parte orgánica, 

conformada por células específicas del hueso como los osteoblastos, osteocitos, osteoclastos 

y células del revestimiento; una gran variedad de proteínas de las que destacan por su 

participación en la formación del hueso la colágena tipo I (Col1), y proteínas no colágenas como 

sialoproteína ósea (BSP), osteocalcina (OCN), y proteína morfogenética ósea (BMP) que 

conforman la matriz extracelular orgánica. Esta matriz orgánica se combina con una matriz 

inorgánica mineralizada que le confiere rigidez y dureza, compuesta en su mayoría por cristales 

de hidroxiapatita (HAP: Ca5 (PO4)3(OH)) (3, 4). 

El hueso depende de una reparación constante denominada remodelado óseo, que se basa en 

la acción de las poblaciones de células de resorción (osteoclastos), y formación (osteoblastos) 

con el fin de reemplazar el hueso viejo por hueso nuevo y asegurar de esta manera la integridad 

mecánica del esqueleto y la regulación de la homeostasis del calcio y del fósforo (5, 6). Este 

proceso está altamente regulado por factores locales y sistémicos, y un desequilibrio significaría 

la pérdida ósea acelerada o síndromes de compresión (6).  

El remodelado óseo tiene lugar en la unidad básica multicelular (BMU), que la conforman los 

osteoblastos, osteoclastos, osteocitos, células del revestimiento y la cavidad de remodelado. 

Este proceso puede durar unos 200 días hasta la formación completa de matriz osteoide (6, 7), 

de tal manera que aproximadamente el 20% del esqueleto es reemplazado en un año (7). El 

proceso de remodelado óseo se puede dividir en cuatro etapas: activación, resorción, invasión 

y formación (Fig. 1). 
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Fig.  1. Proceso de remodelado óseo. Se esquematizan las cuatro etapas activas del remodelado óseo (activación, resorción, invasión y 

formación), y la etapa de quiescencia. Un estímulo activa a los osteocitos y osteoblastos para que secreten citocinas que inducen la formación y 

activación de los osteoclastos, que una vez activados se adhieren al hueso y degradan la matriz orgánica. En esta etapa se liberan factores de 

crecimiento almacenados en la matriz osteoide que inducen la diferenciación de los pre-osteoblastos. Después comienza la etapa de invasión por 

células mononucleares que limpian la cavidad de remodelado. Posteriormente los osteoblastos migran a esta cavidad y sintetizan matriz orgánica 

y matriz mineral compuesta por hidroxiapatita. Una vez que la síntesis de matriz osteoide finaliza, los osteoblastos se transforman en células del 

revestimiento o en osteocitos. IL-6: interleucina 6; IL-1β: interleucina 1-β; RANK-L: ligando del receptor activador del factor nuclear; TNF-α: factor 

de necrosis tumoral alfa; M-CSF: factor estimulante de colonias de macrófagos; IGF: factor de crecimiento similar a la insulina; TGF-β: factor de 

crecimiento transformante β; BMP: proteína morfogenética ósea; FGF: factor de crecimiento de fibroblastos; PDGF: factor de crecimiento derivado 

de plaquetas; Col1: colágena tipo I; OCN: osteocalcina; BSP: sialoproteína ósea; HAP: hidroxiapatita; OPG: osteoprotegerina.  Elaboración propia.  
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La etapa de activación comienza con un estímulo que puede ser mecánico, físico u hormonal. 

Este estímulo activa a los osteocitos y osteoblastos para que secreten citocinas como 

interleucina 6 (IL-6), interleucina 1-β (IL-1β), el ligando del receptor activador del factor nuclear 

NF-κβ (RANK-L), factores de crecimiento como el factor de crecimiento insulínico (IGF), factor 

de necrosis tumoral alfa (TNF-α), factores estimulantes de colonias como el factor estimulante 

de colonias de macrófagos (M-CSF), y el factor estimulante de colonias de monocitos y 

granulocitos (MG-CSF). Todas estas moléculas inducen el reclutamiento y fusión de las células 

mononucleares para la formación de los osteoclastos y su activación (8-10). 

La etapa de resorción comienza una vez que los osteoclastos son activados, lo que ocurre 

principalmente a través de la unión del RANK-L con su receptor, que activa la vía de NF-κβ (11). 

Una vez activados, los osteoclastos se adhieren al hueso a través microvellosidades que forman 

una estructura denominada borde en cepillo (12), lo cual permite formar un área de sellado en 

donde secretan hidrogeniones (H+) e iones de Cl- que facilitan la disolución del mineral y crea 

las condiciones de pH ideales para la acción de las enzimas lisosomales como catepsina K, la 

fosfatasa ácida resistente al tartrato (TRAP), y metaloproteinasa-9 de matriz (MMP-9) para 

degradar la matriz orgánica (10, 13) 

Tras finalizar su función, los osteoclastos entran en apoptosis y dejan una cavidad denominada 

espacio de Howship, el cual puede variar entre 40 y 60 µm de profundidad (4). Durante la 

resorción ósea, se liberan factores de crecimiento como el IGF, el factor de crecimiento 

transformante β (TGF-β), BMP, factor de crecimiento de fibroblastos (FGF), y el factor de 

crecimiento derivado de plaquetas (PDGF), los cuales se almacenan en la matriz osteoide e 

inducen la maduración de los pre-osteoblastos (13).  

Después del proceso de resorción, comienza la etapa de invasión por células mononucleares 

de tipo macrofágico que limpian la cavidad de remodelado fagocitando los restos celulares y 

minerales y formando la línea de cementación sobre la que se depositará el hueso nuevo (12). 

La etapa de formación comienza con la maduración de los pre-osteoblastos que se induce por 

factores de crecimiento (IGF, TGF-β, BMP, FGF, PDGF) que activan vías de señalización como 

MAP cinasas, Wnt y SMAD 2/3 (14), que llevan a la translocación de los factores de 

transcripción Runx2, Dlx5 y Osterix al núcleo. Así mismo, Runx2 induce la transcripción de la 

Col1, ALP, BSP y OCN (13). El osteoblasto totalmente diferenciado se caracteriza por la co-
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expresión de la fosfatasa alcalina (ALP), y Col1, que son importantes para la síntesis de la 

matriz orgánica y su posterior mineralización (3, 4).  

Una vez que los osteoblastos se han diferenciado, comienzan a sintetizar una matriz orgánica 

constituida principalmente por Col1, proteoglicanos (decorina), y proteínas como la OCN y BSP, 

las cuales son altamente afines al calcio y se encargan de nuclear las moléculas de fosfato de 

calcio para formar y fijar la HAP a la matriz orgánica. Conforme los osteoblastos realizan estas 

funciones, inhiben la actividad osteoclástica por medio de la liberación de osteoprotegerina 

(OPG) (6, 13).  

Cuando la síntesis de la matriz osteoide finaliza, alrededor de la mitad de los osteoblastos se 

transforman en osteoblastos de superficie (células del revestimiento) o bien, pueden quedar 

enterrados en el hueso, transformándose en osteocitos que expresan moléculas específicas 

como la proteína de la matriz de la dentina 1 (DMP1), el FGF y esclerostina, que controlan la 

formación de hueso y el metabolismo del fosfato (3, 6, 12) (Fig. 2).  
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Fig.  2 Proceso de formación ósea. Esquema en donde se detalla la maduración de los osteoblastos y la 

formación de la matriz osteoide. El proceso de formación inicia con la maduración de los pre-osteoblastos a 

osteoblastos inducida por factores de crecimiento. Cuando los osteoblastos están diferenciados, comienzan a 

sintetizar una matriz orgánica constituida por Col1 y proteínas como la OCN y BSP, que se encargan de nuclear 

las moléculas de fosfato de calcio para formar y fijar la HAP a la matriz orgánica. Cuando la síntesis de la matriz 

osteoide finaliza, los osteoblastos se transforman en células del revestimiento o bien, pueden quedar enterrados 

en el hueso, transformándose en osteocitos que expresan DMP1, el FGF y esclerostina, que controlan la formación 

de hueso y el metabolismo del fosfato. IGF-I: factor de crecimiento similar a la insulina tipo 1; TGFβ: factor de 

crecimiento transformante β; BMP: proteína morfogenética ósea; FGF: factor de crecimiento de fibroblastos; PDGF: 

factor de crecimiento derivado de plaquetas; DMP1: proteína morfogenética de la dentina 1; BSP: sialoproteína 

ósea; OCN: osteocalcina; HAP: hidroxiapatita. Elaboración propia.  

El proceso de remodelado óseo es regulado principalmente a través de la vía RANK-

L/RANK/OPG. En esta vía los osteoblastos y osteocitos promueven la diferenciación de los 

osteoclastos a través de la expresión de RANK-L que al unirse a su receptor en el precursor de 

los osteoclastos activa su maduración y diferenciación. Por otro lado, también secretan OPG la 

cual impide que el RANK-L se una a su receptor bloqueando la diferenciación del osteoclasto 

(3, 4, 6). La pérdida en el balance en la producción de OPG y RANK-L contribuye al desarrollo 
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de enfermedades óseas como la osteoporosis (15). Esta vía de regulación del remodelado óseo 

se esquematiza en la figura 3.  

 

Fig.  3. Vía RANK-L/RANK/OPG. El RANK-L secretado por los osteocitos y los osteoblastos se une con su receptor 

en los macrófagos, pre-osteoclastos u osteoclastos, induciendo la fusión, maduración de los precursores de los 

osteoclastos o activando a los osteoclastos maduros, promoviendo la resorción. Por otro lado, los osteoblastos y 

osteocitos secretan también OPG, la cual se une al RANK-L impidiendo que este se una con su receptor inhibiendo 

de esta forma la resorción. RANK-L: ligando del receptor activador del factor nuclear; RANK: receptor activador 

del factor nuclear κβ; OPG: osteoprotegerina. Elaboración propia.  
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1.2. Diabetes mellitus.  

La diabetes mellitus (DM) es una enfermedad metabólica que se caracteriza por hiperglucemia, 

resistencia a la insulina y por una deficiencia absoluta o relativa en la secreción de esta hormona 

(16). Además, se presentan alteraciones en el metabolismo de los lípidos, carbohidratos y 

proteínas (17, 18). 

La DM es considerada una epidemia a nivel mundial; en el año 2015, se diagnosticaron 

alrededor de 415 millones de personas con diabetes y tan solo en México en el mismo año, se 

diagnosticaron alrededor de 11.4 millones de personas diabéticas (19), convirtiéndose en una 

de las principales preocupaciones del sector salud; ya que además, representa la segunda 

causa de muerte en nuestro país (20). La DM aumenta el riesgo de desarrollar otros problemas 

de salud que pueden provocar una discapacidad o la muerte (19), como cardiopatías, 

retinopatías, neuropatías, osteopatías, falla renal y amputación de las extremidades (21). 

De acuerdo con la asociación americana de diabetes (22), esta enfermedad se clasifica en: 

 Diabetes mellitus tipo 1 (DMT1): representa sólo del 5 al 10% de las personas diabéticas. 

Es ocasionada por la destrucción de las células β pancreáticas y se caracteriza por la 

deficiencia absoluta de insulina, cetoacidosis e hiperglucemia severa (22). Esta categoría 

se subdivide en dos grupos: 

o Diabetes autoinmune: caracterizada por la destrucción de las células β del 

páncreas, a la presencia de autoanticuerpos para la insulina, para la enzima 

glutamato descarboxilasa (GAD), para las tirosinas fosfatasas IA-2, IA-2b y para 

el transportador de zinc 8 (ZnT8) de los islotes de Langerhans. También se asocia 

a genes del antígeno leucocitario humano (ALH) incrementando la respuesta 

autoinmune y puede desarrollarse debido a factores ambientales aún no definidos 

(22, 23). 

o Diabetes idiopática: es poco frecuente y se asocia a personas con descendencia 

africana o asiática. Puede presentarse insulinopenia permanente, cetoacidosis 

episódica, no se sabe que lo causa, carece de marcadores de autoinmunidad para 

las células β y no tiene asociación con el ALH (22).  
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 Diabetes mellitus tipo 2 (DMT2): representa del 90-95% de las personas con diabetes, 

se caracteriza por resistencia y deficiencia relativa de insulina y por hiperglucemia. La 

mayoría de los pacientes con este tipo de diabetes son obesos y con hábitos sedentarios, 

lo cual provoca el desarrollo de la resistencia a la insulina, el incremento en los niveles 

de glucosa en sangre y con el paso del tiempo provoca una falla en la función de las 

células β pancreáticas y el déficit en la producción de la insulina (22, 23). 

 Otros tipos específicos de diabetes 

o Defectos genéticos de las células β: se caracteriza por la aparición de 

hiperglucemia a una edad temprana y por la producción de insulina deteriorada 

con efectos mínimos o nulos (22).  

o Problemas pancreáticos: cualquier proceso que daña de forma difusa el páncreas 

puede causar diabetes tales como pancreatitis, trauma, infección, etc. (22). 

o Endocrinopatías: Varias hormonas (p. ej. la hormona del crecimiento, cortisol, 

glucagón y epinefrina) pueden antagonizar la acción de la insulina. Cantidades 

excesivas de estas hormonas puede causar diabetes. Se produce en individuos 

con defectos preexistentes en la secreción de insulina y la hiperglucemia 

generalmente se resuelve cuando los niveles de la hormona antagonista regresan 

a su estado basal (22, 23). 

 Diabetes mellitus gestacional: inicia después del tercer trimestre de embarazo, se 

presentan las mismas anomalías fisiológicas que caracterizan a la DMT2. Las mujeres 

con este tipo de diabetes tienen un alto riesgo de permanecer con la enfermedad 

después de la gestación (22, 24). 
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1.3. Diabetes mellitus y las alteraciones sobre el metabolismo óseo. 

La DM se ha asociado con complicaciones crónicas que afectan a múltiples sistemas incluyendo 

el hueso (25). Entre las primeras complicaciones esqueléticas provocadas por la DM no 

controlada incluyen síndrome del pie diabético, artropatía de Charcot, periodontitis, osteopenia 

y osteoporosis (26). Estas complicaciones pueden ser causadas por la deficiencia y resistencia 

de insulina, la hiperglucemia, productos finales de glicación avanzada (AGE´s), y al incremento 

en la producción de citocinas y adipocinas (27). 

La osteoporosis es la enfermedad ósea metabólica más frecuente en pacientes con DM (26). 

Los pacientes con DMT1 presentan una reducción en la masa y formación ósea, inhibición de 

la actividad de los osteoblastos e incremento en la resorción (28), y se ha mencionado que el 

50% de los pacientes con DMT1 desarrollan osteoporosis (29). Por otro lado, los pacientes con 

DMT2 presentan un incremento de la densidad mineral ósea (DMO) en comparación con los no 

diabéticos (30); sin embargo, presentan huesos muy frágiles y una mayor incidencia de fracturas 

que se debe a una disminución de la calidad mineral del hueso y al incremento de AGE´s (26, 

31). 

Se ha propuesto que las alteraciones óseas asociadas a la DMT2 se deben en gran medida al 

incremento en los niveles de glucosa (31-35), al promover la glicosilación no enzimática de 

diversas proteínas, principalmente de la colágena tipo 1 (Col1), lo que puede afectar la calidad 

del hueso, reducir su resistencia e inhibir la expresión fenotípica de los osteoblastos. Además, 

la hiperglucemia, puede inducir la resorción ósea a través del incremento en la producción de 

citocinas pro-inflamatorias como IL-1β, IL-6 y el RANK-L, así como de la prostaglandina E2 

(PGE2), que activan e inducen la maduración de los osteoclastos (26, 28, 36).  

El incremento en la concentración de glucosa, provoca un aumento en la producción de 

especies reactivas de oxígeno (ERO), que pueden provocar la oxidación de ácidos nucleicos, 

proteínas y moléculas señalizadoras, afectando de esta manera múltiples procesos celulares 

(37). Estas ERO, pueden alterar la actividad osteoblástica a través de una disminución de los 

marcadores de formación mineral (38), y por otro lado activan a la fosfolipasa C que incrementa 

la salida de calcio, lo que se ha relacionado con una disminución en la calidad de los cristales 

de HAP (39). 
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Otro factor que puede incrementar las complicaciones óseas en pacientes diabéticos es la 

deficiencia de insulina. En animales de laboratorio, esta deficiencia induce una disminución en 

la formación de cristales de HAP, en la relación calcio-fosfato y en el IGF-1, lo que podría 

contribuir al daño óseo (26). Por otro lado, varios estudios sugieren que la DMT2 y la obesidad 

están estrechamente relacionadas por la actividad del tejido adiposo y sus adipocinas como la 

leptina, resistina y la adiponectina que pueden tener efecto negativo sobre el metabolismo óseo. 

La leptina contribuye a una respuesta inflamatoria sistémica, asociada con la aterosclerosis y la 

hipertensión arterial, mientras que la adiponectina tiene propiedades antiinflamatorias, pero se 

encuentra disminuida en individuos obesos y diabéticos (26).  
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1.4. El ácido docosahexaenoico. 

El ácido docosahexaenoico, es un ácido graso poliinsaturado de la familia omega-3 (ω-3). 

Esta familia de ácidos grasos se caracteriza por la presencia de un doble enlace en el tercer 

carbono desde el extremo metilo terminal y son considerados esenciales, ya que los humanos 

no poseemos la desaturasa ω-3, que es necesaria para añadir un doble enlace en el carbono 

15 desde el extremo carboxilo terminal de un ácido graso de cadena larga y por lo tanto no 

podemos sintetizar el ácido α-linolénico (ALA; C18: 3 Δ9,12,15) que es el precursor de los 

demás ácidos grasos ω-3 (40).  

Los ácidos grasos derivados del ALA son el ácido eicosapentaenoico (EPA, C20: 5 Δ5, 8, 11, 

14,17), y el ácido docosahexaenoico (DHA, C22: 6 Δ4, 7, 10, 13, 16,19) que son menos 

abundantes en la dieta, encontrándose principalmente en el aceite de pescado y en unas 

cuantas semillas (41). El DHA se sintetiza a través de procesos de elongación y desaturación y 

se metaboliza a través de las vías de la lipooxigenasa (LOX), y ciclooxigenasa (COX) para que 

se generen docosatrienos, neuroprotectinas y resolvinas de la serie D (Fig. 4), las cuales tienen 

potentes efectos antiinflamatorios y promueven el correcto funcionamiento del sistema nervioso 

(SN) (42). 

La síntesis de DHA es baja en comparación con otros ácidos grasos poliinsaturados como los 

del ω-6, debido a que existe una competencia por la enzima desaturasa Δ6, de tal manera que 

una alta ingesta de ácidos grasos ω-6 interfiere con la desaturación y elongación del ALA (41, 

43).  

En los últimos años, el DHA ha tomado importancia terapéutica debido a que su consumo tiene 

efectos benéficos sobre la salud de diversos sistemas como el nervioso, el cardiovascular y el 

sistema óseo. Por ejemplo, en el sistema nervioso se ha observado que incrementa su 

desarrollo en neonatos, puede incrementar la agudeza visual, la diferenciación neuronal, la 

sinapsis y es capaz de mejorar la salud de pacientes con psicosis, Alzhéimer, depresión y 

retinopatía y neuropatía diabética (44); así mismo, también se han observado efectos benéficos 

en el sistema cardiovascular, al mejorar la modulación de la función plaquetaria, la función 

endotelial y la cardiopatía diabética (45).  
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Con respecto al hueso, se ha observado que puede mejorar la salud general del hueso, 

incrementando la DMO en humanos (46) y en animales experimentales (47), y mejora el proceso 

de biomineralización (48); además, se ha asociado con efectos benéficos para el tratamiento 

de la osteoporosis (49) y la perdida de hueso alveolar en la enfermedad periodontal (50).   

 

Fig.  4. Metabolismo de los ácidos grasos ω-3. Se esquematiza la síntesis de los AGPI ω-3 a través de procesos 

enzimáticos de desaturación y elongación, así como los principales metabolitos que derivan de cada uno de ellos. 

COX: ciclooxigenasa; LOX: lipooxigenasa; ROS: especies reactivas de oxígeno. Modificada de Kruger et al., 
2010. 
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2. ANTECEDENTES 
 

Entre las alteraciones asociadas a la DMT2 y a la hiperglucemia, se encuentra el desarrollo de 

osteopatías como osteoporosis, osteopenia y la pérdida de hueso alveolar en la periodontitis; 

por lo que varios estudios, se han enfocado en estudiar las alteraciones que causa el incremento 

en los niveles de glucosa sobre el metabolismo óseo. 

García-Hernández et al., (2012) (39), evaluaron el efecto de concentraciones elevadas de 

glucosa en la biomineralización y en la expresión de mediadores pro-inflamatorios en células 

osteoblásticas humanas. Observaron que niveles de glucosa similares a los presentes en 

pacientes diabéticos crónicos no controlados (24 mM) alteran la síntesis de matriz mineral, al 

provocar un aumento en el depósito de mineral, con una disminución en la relación Ca/P en los 

cristales formados disminuyendo su calidad; así mismo, provoca una disminución en la actividad 

específica de la ALP y un incremento en la expresión del mRNA de IL1-β, IL-6, IL-8 y proteína 

quimio-atrayente de monocitos 1 (MCP-1), los cuales están relacionados con el aumento en la 

reabsorción ósea y en la alteración del proceso de biomineralización, lo que puede repercutir 

directamente en el desarrollo de osteopatías como la osteoporosis.  

Además, el incremento en los niveles de glucosa puede inducir la síntesis de mediadores pro-

inflamatorios como la PGE2, la cual se ha reportado tiene efectos duales en hueso. Se ha 

reportado que la administración con 350 nM de PGE2, incrementa la actividad de la ALP, la 

formación de Col1 y la formación de nódulos de mineralización en cultivo primario de 

osteoblastos de rata (51), y se ha observado que la PGE2 puede incrementar la osteogénesis y 

la masa ósea en hueso trabecular en ratas (52, 53).  

Por otro lado, la PGE2 puede incrementar la actividad osteoclástica a través de la inducción de 

citocinas pro-inflamatorias como el RANK-L y la inhibición en la síntesis de OPG en osteoblastos 

primarios (54), y se ha reportado que la administración intraperitoneal con 6 mg/Kg de PGE2 en 

ratas, incrementa los niveles de OCN en suero, lo cual indica un incremento en la resorción 

(53). 

Con respecto a la matriz orgánica, el incremento en los niveles de glucosa puede alterar la 

composición de la matriz extracelular. Saito et al., en 2006 (55), reportaron que en huesos de 
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ratas diabéticas, se presenta un incremento en el entrecruzamiento de la Col1 provocado por la 

acumulación de AGE´s y observaron una marcada disminución en la rigidez y elasticidad de 

estas fibras en comparación con ratas sanas, lo que puede contribuir a la disminución de la 

calidad del hueso y el incremento en el riesgo de fractura. Además, McCarthy et al., en 2001 

(56), evaluaron los efectos de la incorporación de Col1 glicada sobre la actividad de 

osteoblastos MC3T3-E1, observando un incremento en la proliferación celular, una disminución 

en la actividad de la ALP y una alteración en la distribución del mineral depositado. Lo que indica 

que las alteraciones en la biomineralización provocadas por el incremento en los niveles de 

glucosa pueden deberse en parte al incremento en la glicación no enzimática de las proteínas 

de la matriz extracelular, afectando su estructura, su función y su asociación con otras proteínas 

como la BSP y OCN. 

Así mismo, se ha observado que las concentraciones altas de glucosa, también inducen un 

incremento en la producción de ERO en células mesangiales, epiteliales (57) y en cultivo 

primario de osteoblastos de rata (58), y se ha propuesto que pueden ser una de las principales 

causas en las alteraciones sobre la biomineralización, metabolismo de los osteoblastos y en el 

remodelado óseo, provocadas por las concentraciones altas de glucosa (59, 60).  

El incremento de las ERO puede alterar la actividad osteoblástica a través de una disminución 

de los marcadores de formación mineral como Runx-2, ALP y BSP en osteoblastos MC3T3-E1 

(61), y se ha observado en osteoblastos de conejo que el incremento de ERO, reduce la 

producción de la Col1, inhibe la translocación de Runx2 al núcleo e incrementa la translocación 

del factor de transcripción NF-κβ, asociado a procesos pro-inflamatorios y al incremento en la 

resorción (62).  

Debido a toda esta evidencia acerca de los efectos negativos de las concentraciones altas de 

glucosa sobre el metabolismo óseo, la matriz orgánica y la matriz mineral, es importante buscar 

tratamientos que contrarresten estos efectos negativos en el proceso de biomineralización.   

En este sentido, el incremento de DHA en la dieta, eleva la densidad mineral en la espina y 

cadera de pacientes sanos (46), incrementa la densidad ósea en general, y la densidad y el 

número de trabéculas óseas en ratones (47), además de inducir la maduración de los 

osteoblastos, reducir su apoptosis y la necrosis del tejido óseo (42, 63).  
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Así mismo, en la línea celular MC3T3-E1 de osteoblastos de ratón, se observó que el 

tratamiento con DHA incrementa la formación de nódulos de mineral sin alterar su distribución 

(48) y que puede inhibir la síntesis de citocinas pro-inflamatorias como IL1-β e IL-6 en células 

endoteliales y modelos animales (64) y a su vez inducir la producción de IGF-1 que activa 

directamente la actividad osteoblástica (65-67).  

Con respecto al efecto del DHA bajo concentraciones altas de glucosa en el proceso de 

biomineralización, también se ha observado efectos positivos. En un estudio previo realizado 

en el laboratorio, observamos que el tratamiento con DHA es capaz de normalizar la formación 

y distribución de la matriz mineral, la cantidad de calcio depositado y la sobreproducción de 

ERO en osteoblastos humanos cultivados con 24 mM de glucosa (68).  

Es posible que esta normalización en la mineralización sea en parte por un efecto antioxidante; 

ya que, la disminución del estrés oxidativo juega un papel importante en el proceso de 

biomineralización y en el metabolismo de los osteoblastos (61). Se ha visto que el DHA tiene 

un efecto antioxidante a través de la disminución en la despolarización mitocondrial y 

posiblemente por un incremento en la actividad de enzimas antioxidantes como Glutatión 

peroxidasa (GPx), y superóxido dismutasa (SOD) (69, 70); estas enzimas, pueden verse 

incrementadas en respuesta a la translocación del factor nuclear eritroide-2 (Nrf2) que activa la 

transcripción del elemento de respuesta antioxidante (ARE) que es el principal mecanismo 

antioxidante de las células. En células endoteliales de humano, se observó que el tratamiento 

con 100 µM de DHA incrementa la expresión proteica del NRF2 y su acumulación en el núcleo, 

aumenta la transcripción del ARE y el mRNA y la producción proteica de la enzima antioxidante 

hemo oxigenasa-1 (HO-1) (71).   

Sin embargo, aún se desconoce el efecto del DHA sobre la calidad del mineral depositado, su 

efecto sobre los marcadores de biomineralización y sobre la síntesis de las proteínas que 

forman la matriz orgánica con concentraciones altas de glucosa, y si es a través de los 

mecanismos antioxidantes, que lleva a cabo los efectos normalizadores que observamos 

previamente (68). 
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3. JUSTIFICACIÓN 
 

 

Las patologías óseas en los pacientes con DMT2, son una de las complicaciones que se 

presentan con frecuencia en estos pacientes, provocando un riesgo a la salud y la disminución 

en la calidad de vida. Se ha demostrado que el incremento en los niveles de glucosa afecta el 

metabolismo óseo y el proceso de biomineralización a través de la inducción de un estado 

inflamatorio y oxidante. El DHA ha mostrado tener efectos positivos en el metabolismo óseo, en 

el proceso de biomineralización y se ha visto que tiene potentes efectos antiinflamatorios y 

antioxidantes, por lo cual podría reducir el desarrollo de las osteopatías diabéticas. Previamente 

como primer acercamiento, observamos en un cultivo primario de osteoblastos humanos, que 

el tratamiento con DHA normaliza la biomineralización, el depósito de calcio y la 

sobreproducción de ERO en combinación con 24 mM de glucosa; sin embargo, aún 

desconocemos si el DHA tiene algún efecto sobre la calidad de los cristales depositados, la 

síntesis de matriz orgánica y a través de qué mecanismos reduce el estrés oxidativo en los 

osteoblastos. Por lo que es importante caracterizar los efectos de DHA sobre las alteraciones 

que causan las concentraciones altas de glucosa en la biomineralización, para poder determinar 

si puede mejorar el proceso de formación y poder utilizarlo como un tratamiento adyuvante 

eficaz para las osteopatías asociadas a diabetes.  
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4. HIPÓTESIS 
 

 

El ácido docosahexaenoico contrarresta las alteraciones provocadas por una concentración alta 

de glucosa en la síntesis de la matriz extracelular, la matriz mineral y la calidad de los cristales 

depositados y es capaz de inducir los mecanismos celulares antioxidantes.  
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5. OBJETIVOS 
 

General: 

Determinar los efectos del DHA sobre las alteraciones causadas por una concentración alta de 

glucosa en la síntesis de matriz orgánica, el proceso de biomineralización y los mecanismos 

antioxidantes en células osteoblásticas humanas.  

 

Específicos 

En células osteoblásticas humanas cultivadas en condiciones de normo-glucosa o glucosa alta 

y tratadas con DHA: 

 

1. Analizar la producción proteica de la Col1, BSP-II y OCN en la matriz extracelular. 

2. Evaluar la actividad específica de la ALP.  

3. Analizar la calidad del cristal depositado y la mineralización de la matriz orgánica. 

4. Cuantificar la concentración extracelular del RANK-L. 

5. Cuantificar la expresión relativa de NRF2. 

6. Evaluar la actividad de las enzimas antioxidantes GPx y SOD. 

7. Cuantificar la expresión relativa de las enzimas antioxidantes GPx y SOD.   
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6. ESTRATEGIA EXPERIMENTAL 
 

Para cumplir con los objetivos planteados, se diseñó una estrategia experimental en donde 

se resumen los métodos utilizados para la obtención de resultados (Fig. 6).  

 
Fig.  5. Esquematización de la estrategia experimental utilizada para la obtención de resultados. Col1: Colágena 

tipo 1; BSP-II: sialoproteína ósea tipo 2; OCN: osteocalcina; p-NPP: p-Nitrofenil fosfato; FTIR: espectroscopia 

infrarroja transformada de Fourier; WB: western blot; ELISA: ensayo por inmunoabsorción ligado a enzimas; 

qPCR: reacción en cadena de la polimerasa en tiempo real; NRF2: Factor nuclear eritroide 2; GPx: glutatión 

peroxidasa; SOD: superóxido dismutasa. 
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7. MATERIALES Y MÉTODOS 
 

7.1. Cultivo Celular. 

Los experimentos se realizaron en una línea celular de osteoblastos fetales de humano hFOB 1.19 

(ATCC, CRL-11372). Las células fueron cultivadas con medio de Eagle modificado por Dulbelco 

con 5.5 mM de glucosa (DMEM-LG) (Invitrogen, GIBCO, Rockville, MD, EE. UU.), suplementado 

con suero fetal bovino (SFB) al 10% (Laboratorios Microlab S.A. de C.V., D.F. México), y 

antibióticos (100U/ml de penicilina, estreptomicina 100μg/ml) (Sigma-Aldrich, St. Louis, MO, EE. 

UU.). 

7.2. Condiciones de cultivo. 

Para los experimentos se utilizaron células en el tercer y cuarto pasaje y se cultivaron a 37ºC en 

una atmosfera de 95% de aire, 5% CO2 y 100% de humedad. Las concentraciones de glucosa 

para este estudio se tomaron en función de los niveles de glucosa en sangre de un individuo sano 

y niveles altos de glucosa similares a los observados en la DMT2 crónica no controlada. En 

concreto, la concentración normal de glucosa es de 5.5 mM equivalente a 99 mg/dl, y la 

concentración alta es de 24 mM equivalente a 432 mg/dl. Las células fueron cultivadas en DMEM-

LG que contiene los niveles fisiológicos de glucosa (5.5 mM) o en DMEM-LG adicionado con 18.5 

mM de D-glucosa (Sigma-Aldrich, St Louis, MO, EE. UU.), para alcanzar una concentración final 

de 24 mM. Cada concentración de glucosa se combinó además con 10 o 20 μM de DHA (Sigma-

Aldrich, St Louis, MO, EE. UU.). Se usó DMEM-LG suplementado con 18.5 mM de manitol (Man) 

(Sigma-Aldrich, St Louis, MO, EE. UU.), como grupo control iso-osmolar con respecto al grupo con 

glucosa alta. Como control negativo para la generación de ERO se usó el antioxidante Trolox (30 

µM) (Sigma-Aldrich, St Louis, MO, EE. UU.).  

El DHA se solubilizó en dimetilsulfóxido (DMSO) (Sigma-Aldrich, St Louis, MO, EE. UU.), al 

momento del cambio de medio. La concentración de DMSO final en el medio fue de 0.01% con el 

fin de evitar el efecto tóxico en las células. El cambio de medio con las distintas condiciones se 

realizó cada 48 h. La adición del DHA al medio se realizó al momento del cambio para evitar su 

oxidación.  

Se indujo la formación de matriz mineral con medio osteogénico (DMEM-LG suplementado con 
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SFB al 10% más 50 mg/mL de ácido ascórbico y 10 mM de β-glicerofosfato). 

7.3. Análisis de la expresión proteica de Col1, OCN y BSP-II en la matriz 
mineralizada. 

Se determinó la expresión de la Col1 a través de una tinción con rojo sirio pícrico de acuerdo 

con lo reportado anteriormente (72, 73). Se sembraron 8x104 células por pozo en cajas de 

cultivo de 24 pozos y se mantuvieron con medio DMEM-LG hasta alcanzar la semi-confluencia. 

Posteriormente se cultivaron con medio osteogénico con 5.5 mM o 24 mM de glucosa y su 

combinación con DHA (10 o 20 µM) durante 7, 14 y 21 días de cultivo. Como control negativo, 

los osteoblastos se cultivaron sin medio osteogénico. Pasado el tiempo de cultivo, se fijó la 

monocapa con solución de Bouin (ácido pícrico saturado, formol y ácido acético a una relación 

15:5:1 respectivamente) durante 1 h, a temperatura ambiente. Se realizaron lavados repetidos 

con agua destilada y los pozos se dejaron secar. Posteriormente, se tiñó la monocapa con una 

solución 1:1 de “Direct red 80” (Sigma-Aldrich, St Louis, MO, EE. UU.), en una solución saturada 

de ácido pícrico. Se realizaron lavados repetidos con HCl al 0.01 N y se dejaron secar por 

inversión. Se tomaron micrografías de cada uno de los tratamientos con una magnificación de 

10X con un microscopio invertido marca Zeiss (Alemania).  

La expresión de OCN se determinó por InCell western. Previamente, se sembraron 2x104 

células por pozo, en cajas de cultivo celular de 96 pozos y se mantuvieron con medio DMEM-

LG hasta alcanzar la semi-confluencia. Pasado este tiempo, las células se cultivaron con medio 

osteogénico con 5.5 mM o 24 mM de glucosa y su combinación con DHA (10 o 20 µM) durante 

7, 14 y 21 días de cultivo. Se fijó la monocapa celular con etanol al 70% hasta su evaporación. 

Se bloqueó la inespecificidad con 5% de albumina sérica de bovino (BSA) en amortiguador 

salino de fosfatos (PBS) durante 90 minutos a temperatura ambiente. Después de esto se 

realizaron lavados repetidos con amortiguador de lavado (0.1% tween 20X en PBS 1X), y se 

incubo con un anticuerpo policlonal anti-OCN (Santa Cruz Biotechnology, Dallas, TX, EE. UU. 

sc-18319), hecho en chivo a una concentración 1:100 en tris-buffer salino con tween 20X (TBS-

T) durante toda la noche a 4°C. Posteriormente, se realizaron lavados repetidos con 

amortiguador de lavado y se incubó con un anticuerpo secundario IRDye 680RD anti-chivo IgG 

(Li-Cor, Lincoln, NB, EE. UU.), a una concentración 1:500 durante 1 h a temperatura ambiente. 

Como control negativo de unión, se utilizó una monocapa celular incubada solo con el 
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anticuerpo secundario. La unión se reveló en un escáner infrarrojo (Odissey CLx Li-Cor, Lincoln, 

NB, EE. UU.). La intensidad media de fluorescencia se cuantificó con el “software” ImageJ ver. 

1.50i. A todos los grupos experimentales se les resto la intensidad media de fluorescencia 

obtenida del control negativo. 

La expresión proteica de BSP-II se determinó por “Western blot” (WB). Para esto se sembraron 

4x105 células por caja en cajas de cultivo de 25 cm2. Las células se mantuvieron con medio 

DMEM-LG hasta alcanzar la semi-confluencia y se cultivaron con medio osteogénico con 5.5 

mM o 24 mM de glucosa y su combinación con DHA (10 o 20 µM) durante 7, 14 y 21 días de 

cultivo. Posteriormente la monocapa celular se liso con amortiguador de lisis (20 mM HEPES, 

1 mM EGTA, 210 mM manitol y 70 mM sacarosa, pH 7.2), y los lisados se centrifugaron a 2890 

rpm 5 minutos, el sobrenadante se recuperó y se cuantificó la cantidad de proteínas por el 

método de Bradford (74). Se tomaron 2 µg de proteínas del lisado total, se separaron por 

electroforesis en un gel SDS-PAGE al 12% y se transfirieron a una membrana de nitrocelulosa. 

Se bloqueó la unión inespecífica con leche al 6% durante 1 h. Después de esto, las membranas 

fueron incubadas con un anticuerpo de conejo anti-BSP-II (Santa Cruz Biotechnology, Dallas, 

TX, EE. UU. sc-292393), a una concentración 1:1000 durante toda la noche a 4°C. 

Posteriormente, las membranas se incubaron con un anticuerpo secundario obtenido de chivo 

conjugado a un fluoróforo con un rango de excitación en el espectro infrarrojo: IRDye 800CW 

anti-conejo IgG (Li-Cor, Lincoln, NB, EE. UU.). La unión se reveló en un escáner infrarrojo 

(Odissey CLx Li-Cor, Lincoln, NB, EE. UU.), se detectó la BSP-II en un peso aproximado de 80 

kDA y se cuantificó la expresión de las proteínas por densitometría de imagen en el “software” 

ImageJ ver. 1.50i. Como control de carga se utilizaron las membranas resultantes de la electro-

transferencia teñidas con rojo Ponceau. Como control metodológico, se utilizó a la proteína 

externa protoxina Cry1Ac con un peso aproximado de 130 kDa, la cual fue agregada a los 

lisados celulares de cada uno de los grupos experimentales para asegurar que utilizáramos la 

misma concentración de proteína y descartar que los resultados se vieran alterados por algún 

error de carga o por la electro-transferencia. 
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7.4. Evaluación de la actividad específica de la fosfatasa alcalina. 

Se sembraron 1.5X105 células por pozo en cajas de cultivo celular de 6 pozos. Las células se 

trataron con medio osteogénico con 5.5 mM o 24 mM de glucosa y su combinación con DHA 

(20 µM) durante 7 y 14 días de cultivo. Se extrajo la monocapa celular y la matriz mineral con 

amortiguador de lisis con 10 mM de TrisHCL y 0.1% de tritón X-100, pH 7.4. Las proteínas se 

separaron con filtros de ultra centrifugación para proteínas >100 KDa (Ammicon Ultra, EMD 

Millipore, Temecula, CA, EE. UU.). La actividad enzimática se evaluó en la fracción proteica 

>100 kDa debido a que la fosfatasa alcalina especifica de hueso en humanos tiene un peso 

aproximado de 140 kDa (75). La concentración de proteínas se cuantificó según el método 

modificado de Lowry (76). La actividad enzimática se evaluó usando 24 µg/mL de proteína total 

con el kit comercial QuantiChrom Alkaline Phosphatase Assay (Bio Assay Sistems, Hayward, 

CA, EE. UU.), usando como sustrato 10 mM de p-Nitrofenilfosfato (pNPP) en una solución con 

5 mM de acetato de magnesio en un ambiente alcalino (pH 10.5). Las muestras se leyeron en 

un lector de placas a 405 nm durante 3 lapsos de 4 minutos cada uno. 

7.5. Análisis de las características de la matriz mineral y maduración de los 
cristales de fosfato de calcio por espectroscopia infrarroja transformada 
de Fourier (FTIR). 

Se sembraron 8x104 células por pozo en cajas de cultivo celular de 12 pozos. Las células se 

cultivaron con DMEM-LG hasta alcanzar la semi confluencia. Posteriormente, las células se 

cultivaron con medio osteogénico con 5.5 mM o 24 mM de glucosa y su combinación con DHA 

(10 o 20 µM) durante 21 días de cultivo. Posteriormente, la matriz mineral se fijó con etanol al 

70%. Se desprendió y pulverizo la totalidad de la matriz mineral y las muestras se analizaron 

en un espectrómetro infrarrojo (FT-IR Spectrum One, Perkin Elmer, Walthan, MA, EE. UU.), y 

se obtuvieron los espectros en porcentaje de transmitancia y desplazamiento en cm-1. Los 

histogramas fueron analizados con el “software” essential FTIR Spectroscopy Toolbox 3.5 

(Operant LLC, Madison, WI, EE. UU.). A todos los histogramas se les calculó la doble derivada 

y se corrigieron a la línea base. Posteriormente, se buscaron las bandas de interés 

correspondientes al grupo ν1PO4
3−, Amida I, Amida III, ν1CO3

2− y CH2 y se realizó un análisis de 

integración del desplazamiento característico de cada grupo funcional de acuerdo con lo 

reportado en la literatura (77) (Tabla 1). Se determinó la sustitución de carbonatos al calcular el 



25 
 

radio de las bandas 850-890cm-1/900-1200cm-1 y la mineralización relativa al calcular el radio 

entre las bandas: 900-1200cm-1/1250-1370, 900-1200cm-1/1380-1450cm-1 y 900-1200cm-

1/1600-1700cm-1.  

Tabla 1. Desplazamiento FTIR característico para los grupos funcionales representativos de muestras de hueso y 

matriz mineral. 

Desplazamiento FTIR (cm-1) Grupo funcional característico 
850-890 ν1CO3

2− (carbonatos) 

900-1200 ν1PO4
3− (fosfatos) 

1020 Apatita no estequiométrica 

1030 Apatita estequiométrica 

1250-1370 Amida III 

1380-1450 CH2 wag 

1600-1700 Amida I 

1660 Amida I (triple hélice) 

1690 Amida I (doble hélice) 

 

7.6. Determinación de la concentración extracelular de RANK-L. 

Se sembraron 1x105 células por pozo en cajas de cultivo celular de 12 pozos. Al siguiente día 

las células fueron cultivadas con medio DMEM sin rojo fenol con 5.5 mM o 24 mM de glucosa 

y/o su combinación con 10 o 20 µM de DHA y se dejaron incubar por 24 h. Posteriormente se 

recuperaron los sobrenadantes y se determinó la concentración de RANK-L. El ensayo por 

inmunoabsoroción ligado a enzimas (ELISA) se realizó de acuerdo con las especificaciones 

técnicas del kit “RANKL (total), soluble (human) ELISA kit” (Enzo life sciences, Farmingdale, 

NY, EE. UU.). 
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7.7. Determinación de la expresión genética del factor de transcripción NRF2 
y las enzimas antioxidantes SOD-1 y GPx-1.  

Se sembraron 1.5x105 células por caja, en cajas de cultivo celular de 25 cm2. Posteriormente 

las células se trataron con medio DMEM sin rojo fenol con 5.5 mM o 24 mM de glucosa y/o su 

combinación con 10 o 20 µM de DHA y se mantuvieron durante 24 horas y 7 días de cultivo. Se 

utilizaron como controles positivos en la generación de estrés oxidativo 0.1 y 0.2% de peróxido 

de hidrogeno (H2O2), y 1 y 5% de DMSO como control positivo para la formación de anión 

superóxido. Se extrajo el RNA de acuerdo con el método de Trizol (78). Se realizó la reacción 

en cadena de la polimerasa (PCR) en tiempo real con el kit “Maxima SYBR-Green/ROX qPCR 

Master Mix” (Thermo Fisher, Waltham, MA, EE. UU.), y se determinó la expresión del mRNA 

del gen que codifica para NRF2, SOD-1 y GPx-1. Se utilizó como gen de referencia la expresión 

del mRNA de la subunidad ribosomal 18´S.  

La secuencia de los oligonucleótidos, las temperaturas de alineación y las condiciones bajo las 

que se realizó el análisis de PCR se describen en la tabla 2. 

Se calculó expresión de los genes de interés con el método 2-ΔΔCT. 

Tabla 2. Secuencias de oligonucleótidos para PCR utilizados para la determinación de la expresión de NRF2, 
SOD-1 y GPx-1. 

Nombre Secuencia 5′–3′ Tm 

Tamaño 

del producto 

(pb) 

No. de acceso 

Gen Bank 

NRF2 
F: GGCTACGTTTCAGTCACTTG 

58.5 °C 180 NM_001313904.1 
R: AACTCAGGAATGGATAATAG 

SOD-1 
F: ACAGCAGGCTGTACCAGTGC 

60.5 °C 102 NM_000454.4 
R: CACATTGCCCAAGTCTCCAA 

GPx-1 
F: CGCCAAGAACGAAGAGATTC 

57.5 °C 224 NM_000581 
R: CAACATCGTTGCGACACAC 

18´s Rib 
F: GGGAGCCTGAGAAACGGC 

60°C 93 NR_003286.2 
R: GGGTCGGGAGTGGGTAATTT 

F: forward 

R: reverse  

 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/entrez/viewer.fcgi?db=nucleotide&id=926657653
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7.8. Evaluación de la actividad de las enzimas antioxidantes GPx y SOD. 

Se sembraron 1x105 células por pozo en cajas de cultivo celular de 12 pozos. Al siguiente día 

las células de uno de los pozos fueron pre-tratadas con 30 µM de Trolox (antioxidante) durante 

1 hora como control negativo en la generación de ERO. Posteriormente las células se trataron 

con medio DMEM sin rojo fenol con 5.5 mM o 24 mM de glucosa y/o su combinación con 10 o 

20 µM de DHA y se mantuvieron durante 24 horas y 7 días de cultivo. Como control positivo en 

la generación de anión superóxido se utilizó 1 y 5% de DMSO y como control positivo en la 

actividad de la GPx se utilizó 0.1 y 0.2 mM de H2O2. Posteriormente, la monocapa celular se 

liso con amortiguador de lisis y se evaluó la actividad enzimática de acuerdo con las 

especificaciones técnicas de cada kit. Para la GPx se utilizó el kit comercial “Glutathione 

peroxidase assay kit” (Cayman Chemical, Ann Arbor, MI, EE. UU.), y para la SOD el kit 

comercial “superoxide dismutase assay kit” (Cayman Chemical, Ann Arbor, MI, EE. UU.). 

7.9. Análisis estadístico. 

Todos los experimentos se realizaron por triplicado. Se analizó la distribución de los datos y se 

determinó si existían diferencias estadísticamente significativas entre los grupos mediante un 

análisis de varianza (ANOVA), seguido por el post-hoc de Tukey, utilizando el software GraphPad 

Prism 6. Las diferencias se consideraron estadísticamente significativas si *p≤ 0.05 o **p≤ 0.001 

cuando se compararon con el grupo solo con 5.5 mM de glucosa y #p≤ 0.05 o ##p≤ 0.001 cuando 

se compararon con el grupo con 24 mM de glucosa. 
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8. RESULTADOS 
 

8.1. El tratamiento con 10 µM de DHA disminuye la sobreproducción de la 
Col1 provocada por la concentración alta de glucosa y mejora su 
distribución. 

Se analizó la producción y distribución de la Col1, que participa como un andamio orgánico en 

donde se depositan las moléculas de fosfato de calcio y en donde se lleva a cabo la nucleación 

de los cristales, siendo fundamental en la organización y crecimiento de los cristales de HAP y 

por lo tanto en la micro arquitectura y resistencia ósea (79).  

Los resultados mostraron que en condiciones de normo-glucosa, la Col1 se distribuye de 

manera uniforme en la matriz extracelular a los 7 días de cultivo y que la concentración se 

incrementa de manera dependiente al tiempo, observándose a los 21 días la formación de 

cúmulos fuertemente teñidos en comparación con los 7 días de cultivo (Fig. 6). Cuando tratamos 

a las células bajo condiciones de normo-glucosa con 10 µM de DHA, observamos un 

comportamiento muy similar al control en los tres tiempos evaluados. Mientras que el 

tratamiento con 20 µM de DHA mostró un comportamiento similar al control a los 7 y 14 días de 

cultivo, pero a los 21 días incrementó la concentración de la Col1 (Fig. 6). 

Cuando cultivamos a los osteoblastos con 24 mM de glucosa, observamos un aumento 

importante en la producción de Col1 con un cambio evidente en la distribución en comparación 

con el control de normo-glucosa desde los 7 días de cultivo. Estas alteraciones se 

incrementaron a los 14 días y para los 21 días de cultivo observamos una distribución 

completamente desordenada con una formación de cúmulos muy densamente teñidos (Fig. 6).  

Sin embargo, cuando tratamos las células cultivadas con la concentración alta de glucosa con 

10 µM de DHA, hubo una disminución en la sobreproducción de la Col1 y una distribución más 

uniforme desde los 7 días. Esta disminución fue dependiente del tiempo; ya que para los 21 

días observamos un comportamiento similar al control de normo-glucosa tanto en la 

concentración de la Col1 como en su distribución.  

Por otro lado, el tratamiento con 20 µM de DHA, mostro un comportamiento más similar al 

control a los 7 y 14 días; sin embargo, a los 21 días de cultivo, hubo un incremento en la 

producción de Col1 en comparación con el control de normo-glucosa con núcleos densamente 
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teñidos, aunque con una distribución más uniforme en comparación con el grupo con 24 mM de 

glucosa (Fig. 6). 

El control iso-osmótico con 18.5 mM de manitol se comportó similar al control de normo-glucosa 

y el control negativo con medio no osteogénico (ver materiales y métodos), mostró una menor 

concentración con respecto al control de normo-glucosa con una distribución uniforme en los 

tres tiempos evaluados (Fig. 6). 
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Fig.  6. Efecto del DHA en la concentración y distribución de la colágena tipo I con diferentes concentraciones de glucosa. Se cultivaron a 

los osteoblastos con medio osteogénico durante 7, 14 y 21 días de cultivo y se tiñeron con el colorante rojo sirio pícrico para teñir la Col1. Se 

muestran micrografías representativas de tres ensayos independientes de los 7, 14 y 21 días de cultivo a una magnificación de 10X.
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8.2. El tratamiento con 10 µM de DHA disminuye la sobreproducción de OCN 
provocada por la concentración alta de glucosa a los 21 días de cultivo.  

Posteriormente, se determinó la producción de OCN, que participa en la unión de las moléculas 

de HAP, debido a su alta afinidad por el calcio y se ha descrito que regula el tamaño y la 

nucleación de los cristales de HAP, además de participar en el anclaje de estos cristales a la 

matriz de colágena (80).  

Los resultados obtenidos por “InCell Western”, mostraron que, en condiciones de normo-

glucosa se incrementa la producción de OCN conforme avanza el tiempo de cultivo, observando 

una mayor concentración de proteína a los 21 días de cultivo, en comparación con los 7 días 

(21d: 38.47 ± SD 1.82 vs. 7d: 12.13 ± SD 2.6, IMF) (Fig. 7). Cuando tratamos a las células con 

10 o 20 µM de DHA bajo condiciones de normo-glucosa, no encontramos diferencias 

significativas en la producción de la proteína a los 7 y 21 días de cultivo en comparación con el 

grupo cultivado solo con normo-glucosa, aunque disminuyó a los 14 días de cultivo (Fig. 7). 

El cultivo con 24 mM de glucosa, incrementó significativamente en la producción de OCN en 

comparación con el control de normo-glucosa (glucosa alta: 54.1 ± SD 4.8 vs. normo-glucosa: 

38.47 ± SD 1.82, IMF), observándose este mismo comportamiento en los tres tiempos 

evaluados (Fig. 7).  

Al tratar a las células con DHA y 24 mM de glucosa, observamos que a los 7 días existe una 

disminución significativa en la expresión de OCN en comparación con la concentración alta de 

glucosa (DHA: 19.49 ± SD 1.5 vs. glucosa alta: 24.4 ± SD 1.8, IMF), aunque solo la 

concentración de 20 µM de DHA (16.8 ± SD 2.1, IMF), se comportó de manera similar al control 

de normo-glucosa (12.13 ± SD 2.6, IMF). A los 14 días de cultivo, distinguimos un incremento 

similar al presentado por el grupo solo con 24 mM de glucosa para ambas concentraciones de 

DHA (10 µM: 52.9 ± SD 3.73; 20 µM: 55.98 ± SD 6.8 vs. glucosa alta: 50.03 ± SD 3.9, IMF); el 

tratamiento con 10 µM de DHA a los 21 días (44.6 ± SD 2.7, IMF), mostró un comportamiento 

similar al grupo control de normo-glucosa (38.47 ± SD 1.82, IMF), mientras que el tratamiento 

con 20 µM (49.37 ± SD 4.64, IMF), se mantuvo similar al grupo con alta glucosa (54.1 ± SD 4.8, 

IMF) (Fig. 7).  
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El control iso-osmótico con 18.5mM de manitol se comportó similar al control de normo-glucosa 

a los 7 (12.84 ± SD 3.45, IMF), y 14 días (41.01 ± SD 5.09, IMF), pero mostró un incremento a 

los 21 días de cultivo (48.52 ± SD 3.8, IMF) (Fig. 7).  

 

 

  

Fig.  7. Efecto del DHA en la producción de OCN con diferentes concentraciones de glucosa. Resultados 

inmunodetección de OCN a los 7, 14 y 21 días de cultivo. A) imágenes representativas de la concentración de 

OCN de los diferentes tratamientos obtenidas por InCell Western. B) gráficos de barras que representan la media 

± SD de la intensidad media de fluorescencia de tres ensayos independientes, en donde *P ≤ 0.05% y **P ≤ 0.01% 

cuando los grupos se compararon con el control (5.5 mM Gluc.), y #P ≤ 0.05% y ##P ≤ 0.01% cuando los grupos se 

compararon con el grupo con la concentración alta de glucosa (24 mM Gluc.). 
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8.3. El tratamiento con DHA incrementa la producción de BSP-II disminuida 
por la concentración alta de glucosa. 

Se analizó el efecto del DHA sobre la expresión proteica de la BSP-II a los 7, 14 y 21 días de 

cultivo por medio de “Western blot”, debido a que esta proteína participa en la formación de los 

cristales de HAP y en el anclaje de estos cristales a la matriz orgánica (81).  

Encontramos que el tratamiento con 10 µM de DHA bajo condiciones de normo-glucosa no 

altera la producción de BSP-II en los tres tiempos evaluados, mientras que con 20 µM de DHA 

se observó un incremento significativo a los 7 días de cultivo (1.48 ± SD 0.04, U.A.), pero a los 

14 y 21 días mostró un comportamiento similar al grupo control de normo-glucosa (14d: 1.08 ± 

SD 0.06; 21d: 0.77 ± SD 0.18, u.a.) (Fig. 8).  

El cultivo sólo con 24 mM de glucosa provocó una disminución importante en la producción de 

BSP-II desde los 7 días (0.78 ± SD 0.008, u.a.) que continúo disminuyendo hasta los 21 días 

de cultivo (0.27 ± SD 0.01, u.a.) (Fig. 8). Sin embargo, el tratamiento con DHA (10 y 20 µM) bajo 

esta concentración de glucosa, incrementó de manera significativa la expresión de la BSP-II (10 

µM: 0.86 ± SD 0.1; 20 µM: 0.83 ± SD 0.13, u.a.), en comparación con el grupo cultivado solo 

con 24 mM de glucosa (0.27 ± SD 0.01, u.a.), mostrando un comportamiento similar al control 

de normo-glucosa a los 21 días de cultivo (Fig. 8).  

El grupo iso-osmolar con 18.5 mM de manitol no mostró diferencias significativas en 

comparación al grupo de normo-glucosa (Fig. 8).  
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Fig.  8. Efecto del DHA en la producción de BSP-II con diferentes concentraciones de glucosa. Inmunoblot 

de BSP-II detectada por infrarrojo a los 7, 14 y 21 días de cultivo. A) imágenes representativas de los resultados 

de la expresión de BSP-II y de la protoxina Cry1Ac como control de carga obtenidos por WB. B) resultados 

obtenidos por densitometría de imagen de la expresión de BSP-II normalizados con respecto al control de normo-

glucosa de tres ensayos independientes expresados en unidades arbitrarias (u.a.). C)  Imágenes representativas 

de las membranas de nitrocelulosa teñidas con rojo Ponceau utilizadas como control de carga. Los gráficos 

representan la media ± SD en donde *P ≤ 0.05% y **P ≤ 0.01% cuando los grupos se compararon con el control 

(5.5 mM Gluc.), y #P ≤ 0.05% y ##P ≤ 0.01% cuando los grupos se compararon con el grupo con la concentración 

alta de glucosa (24 mM Gluc.). NG: normo-glucosa (5.5 mM); GA: glucosa alta (24 mM).  
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8.4. El DHA atenúa la actividad específica de la ALP incrementada por la 
concentración alta de glucosa. 

Se determinó el efecto del DHA sobre la actividad específica de la ALP, la cual es un marcador 

de la biomineralización, se encarga de liberar los grupos fosfato para la síntesis de las moléculas 

de HAP y es un marcador de diferenciación osteoblástica y de síntesis de matriz mineral (82).  

Los resultados obtenidos revelaron que el tratamiento con 20 µM de DHA en combinación con 

normo-glucosa no modificó la actividad de esta enzima a los 7 y 14 días cultivo, comportándose 

similar al grupo control de normo-glucosa. Las células con 24 mM de glucosa, incrementaron 

significativamente la actividad de la ALP en comparación con el grupo de normo-glucosa en los 

dos tiempos evaluados (glucosa alta, 7d: 8.27 ± SD 0.71; 14d: 5.53 ± SD 0.67 vs. normo-

glucosa, 7d: 2.38 ± SD 0.79; 14d: 2.06 ± SD 0.74, UI/µg). Mientras que el tratamiento con 20 

µM de DHA y la concentración alta de glucosa, disminuyó significativamente la actividad de la 

ALP comportándose similar al grupo control de normo-glucosa a los 7 y 14 días de cultivo (7d: 

1.06 ± SD 0.16; 14d: 3.19 ± SD 0.79, UI/µg). El grupo iso-osmolar no mostró diferencias 

significativas en comparación al grupo de normo-glucosa (Fig. 9). 

 

 
Fig.  9. Efecto del DHA en la actividad específica de la ALP con diferentes concentraciones de glucosa.  

Resultados de la actividad enzimática de la ALP expresadas en UI/µg de proteína a los 7 y 14 días de cultivo. Los 

gráficos representan la media ± SD, en donde *P ≤ 0.05% y **P ≤ 0.01% cuando los grupos se compararon con el 

control (5.5 mM Gluc.), y #P ≤ 0.05% y ##P ≤ 0.01% cuando los grupos se compararon con el grupo con la 

concentración alta de glucosa (24 mM Gluc.).
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8.5. El tratamiento con DHA normaliza la mineralización relativa y disminuye 
la sustitución de carbonatos incrementada por la concentración alta de 
glucosa. 

Para determinar las características estructurales de la matriz mineral y la calidad de los cristales 

depositados, se obtuvieron los espectros infrarrojos de la totalidad de la matriz mineral a los 21 

días de cultivo por FTIR. Los espectros obtenidos mostraron que todos los grupos tienen el 

mismo desplazamiento de las bandas características para el grupo fosfato de la hidroxiapatita 

(ν1PO4
3−), la colágena (Amida I y Amida III), carbonatos (ν1CO3

2−), y el grupo meteno (CH2) (Fig. 

10).  

 

Fig.  10. Histogramas representativos obtenidos por FTIR de la matriz mineral a los 21 días de cultivo. 
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Una vez que se procesaron los histogramas, se obtuvieron los radios de los valores obtenidos 

del análisis de integración para determinar la mineralización relativa y la sustitución de 

carbonatos tal como se describe en materiales y métodos.  

Los resultados de la mineralización relativa (Fig. 11), revelaron que el tratamiento con 10 y 20 

µM de DHA con normo-glucosa, no altera el grado de mineralización de la amida I y III (proteínas 

colágenas) ni del grupo meteno (CH2) (biomoléculas en general) comportándose similar al grupo 

control de normo-glucosa. En las células con 24 mM de glucosa, hubo una menor mineralización 

estadísticamente significativa de la amida III (glucosa alta: 19.96 ± SD 0.57 vs. normo-glucosa: 

27.7 ± SD 4.7), y del grupo meteno (glucosa alta: 9.03 ± SD 2.12 vs. normo-glucosa: 14.66 ± 

SD 1.2); mientras que, el tratamiento con 10 o 20 µM de DHA con 24 mM de glucosa, incrementó 

la mineralización de la Amida III (29.4 ± SD 1.31), y el grupo meteno (17.01 ± SD 0.76), 

comportándose similar al control de normo-glucosa. El control con 18.5 mM de manitol 

incrementó la mineralización de la amida I (260.29 ± 1.24 vs. normo-glucosa: 170.31 ± SD 15.7), 

mientras que la mineralización de la Amida III y el grupo meteno no mostró diferencias 

significativas en comparación con el control de normo-glucosa (Fig. 11). 
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Fig.  11. Efecto del DHA en combinación con diferentes concentraciones de glucosa sobre la mineralización 
relativa de la matriz orgánica. Resultados del radio obtenido de la división entre los valores calculados de la 

integración de las bandas correspondientes a ν1PO4
3−, Amida I, Amida III y CH2 tal como se describe en material 

y métodos. A) valores de la mineralización relativa de la amida I obtenidos de la relación ν1PO4
3−/Amida I. B) 

valores de la mineralización relativa de la amida III obtenidos de la relación ν1PO4
3−/Amida III y C) valores de la 

mineralización relativa de las biomoléculas en general obtenidos de la relación ν1PO4
3−/CH2. Los gráficos 

representan la media ± SD en donde *P ≤ 0.05% y **P ≤ 0.01% cuando los grupos se compararon con el control 

(5.5 mM Gluc.), y #P ≤ 0.05% y ##P ≤ 0.01% cuando los grupos se compararon con el grupo con glucosa alta (24 

mM Gluc.). 
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Para determinar la calidad del mineral se analizó la sustitución de carbonatos (Fig. 12), que 

indican la madurez y la calidad de los cristales, de tal forma que el incremento en la relación 

entre carbonatos y el grupo fosfato indica un mineral más inmaduro y de menor calidad. 

Nuestros resultados mostraron que en condiciones de normo-glucosa el tratamiento con DHA 

en ambas concentraciones no altera este parámetro. La concentración de glucosa alta, indujo 

un incremento significativo en la sustitución de carbonatos en comparación con el grupo de 

normo-glucosa (glucosa alta: 0.19 ± SD 0.003 vs. normo-glucosa: 0.13 ± SD 0.009), mientras 

que el tratamiento con 10 o 20 µM de DHA con la concentración alta de glucosa disminuyó la 

sustitución de carbonatos (20µM de DHA: 0.14 ± SD 0.015 vs. glucosa alta: 0.19 ± SD 0.003), 

dejándolo a un nivel similar al grupo de control de normo-glucosa. El grupo iso-osmótico con 

18.5 mM de manitol no mostró cambios significativos en comparación con el control.  

 

Fig.  12. Efecto del DHA en la sustitución de carbonatos en combinación con diferentes concentraciones 
de glucosa. Resultados de la sustitución de carbonatos obtenidos al dividir los valores de la integración de las 

bandas 𝑣1𝐶𝑂3
2−/𝑣1𝑃𝑂4

3− Los gráficos representan la media ± SD en donde *P ≤ 0.05% y **P ≤ 0.01% cuando los 

grupos se compararon con el control (5.5 mM Gluc.), y #P ≤ 0.05% y ##P ≤ 0.01% cuando los grupos se compararon 

con el grupo de glucosa alta (24 mM Gluc.). 
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8.6. El tratamiento con DHA previene parcialmente el incremento en la 

concentración extracelular de RANK-L provocado por la concentración 

alta de glucosa. 

 

Se determinó la producción extracelular de RANK-L que es un regulador clave de la 

osteoclastogénesis y de la resorción, que en hueso es sintetizado por los osteoblastos y 

osteocitos, y la unión con su receptor (RANK) promueve la diferenciación y proliferación de los 

osteoclastos y por lo tanto su incremento se asocia a pérdida ósea y fragilidad (3, 4, 6, 83).  

Los resultados mostraron que el tratamiento con ambas concentraciones de DHA en 

combinación con normo-glucosa no altera la concentración del RANK-L, comportándose similar 

al control de normo-glucosa (Fig. 13).  

El tratamiento sólo con 24 mM de glucosa mostró una sobreproducción de RANK-L que fue 

estadísticamente significativa con respecto al control de normo-glucosa (glucosa alta: 1227.99 

± SD 20.64 vs. normo-glucosa: 496.64 ± SD 11.79 pg/mL). El tratamiento con DHA en 

combinación con la concentración alta de glucosa, disminuyó la sobre producción de RANK-L 

(20 µM de DHA: 804.57 ± SD 45.74 vs. glucosa alta: 1227.99 ± SD 20.64 pg/mL), aunque los 

niveles de RANK-L permanecieron elevados en comparación con el control de normo-glucosa 

(20 µM de DHA: 804.57 ± SD 45.74 vs. normo-glucosa: 496.64 ± SD 11.79 pg/mL) (Fig. 13).  

El control iso-osmótico con 18.5 mM de manitol, mostró diferencias significativas con respecto 

al grupo de normo-glucosa y al de glucosa alta (901.14 ± SD 45.3) (Fig. 13).  
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Fig.  13. Efecto del DHA en la producción extracelular de RANK-L en combinación con diferentes 
concentraciones de glucosa. Resultados de la concentración de RANK-L en el medio extracelular expresados 

en pg/mL de medio a las 24 horas de cultivo. El gráfico representa la media ± SD de tres ensayos independientes 

en donde *P ≤ 0.05% y **P ≤ 0.01% cuando los grupos se compararon con el control (5.5 mM Gluc.), y #P ≤ 0.05% 

y ##P ≤ 0.01% cuando los grupos se compararon con el grupo de glucosa alta (24 mM Gluc.). 

 

8.7. El tratamiento con 20 µM de DHA incrementa la expresión relativa del 
NRF2 bajo ambas concentraciones de glucosa. 

Para evaluar el mecanismo antioxidante del DHA bajo concentraciones altas de glucosa, se 

cuantificó la expresión del mRNA del factor de transcripción NRF2 debido a que activa la 

transcripción del ARE, para la transcripción de los genes que codifican para las enzimas 

antioxidantes SOD, GPx, catalasa (CAT), y HO-1 y se ha descrito que la vía Keap1-NRF2 es el 

principal regulador de la respuesta celular frente al estrés oxidativo causado por las ERO (84). 
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Los resultados obtenidos de la PCR en tiempo real mostraron que el tratamiento con 10 µM de 

DHA en combinación con normo-glucosa, no afecta la expresión del mRNA de NRF2 a las 24 

horas y 7 días de cultivo; mientras que, a la concentración de 20 µM observamos un incremento 

desde las 24 horas manteniéndose hasta los 7 días (24h: 4.79 ± SD 0.48; 7d: 3.1 ± SD 1.1) (Fig. 

14). 

El cultivo solo con 24 mM de glucosa mostró un incremento significativo en la expresión del 

NRF2 en los dos tiempos evaluados (24h: 2.37 ± SD 0.64; 7d: 1.82 ± SD 0.27). Cuando tratamos 

a las células con DHA con la concentración alta de glucosa, no encontramos cambios en la 

expresión del factor de transcripción a las 24 horas, pero a los 7 días observamos un incremento 

significativo con la concentración de 20 µM de DHA, con respecto al control de normo-glucosa 

y al grupo con glucosa alta (20 µM de DHA: 6.53 ± SD 0.61 vs, glucosa alta: 1.82 ± SD 0.27) 

(Fig. 14). 

El control iso-osmótico con 18.5 mM de manitol no mostró cambios con respecto al control de 

normo-glucosa y al de alta glucosa en los dos tiempos evaluados (24h: 2.02 ± SD 0.9; 7d: 0.90 

± SD 0.25) (Fig. 14).  

Los grupos tratados con DMSO mostraron que a las 24 horas de cultivo la concentración de 1% 

se mantiene similar al control de normo-glucosa (1.6 ± SD 0.82), y a la concentración de 5% se 

observó una disminución que solo mostró diferencias significativas con respecto al grupo 

cultivado con 24 mM de glucosa (0.07 ± SD 0.02). Por otro lado, a los 7 días se observó un 

incremento importante en la expresión del NRF2 con ambas concentraciones, aunque con la 

concentración de 5% se observa una mayor expresión en comparación con el grupo tratado con 

1% de DMSO (5% DMSO: 43.73 ± SD 5.13 vs. 1% DMSO: 8.68 ± SD 2.06) (Fig. 14). 
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Fig.  14. Efecto del DHA en la expresión del mRNA de NRF2 en presencia de diferentes concentraciones de glucosa. Resultados obtenidos 

por PCR en tiempo real, en donde se observa la expresión del mRNA del factor de transcripción NRF2 bajo diferentes tratamientos experimentales 

a las 24 horas y 7 días de cultivo. Los gráficos representan la media ± SD en donde *P ≤ 0.05% y **P ≤ 0.01% cuando los grupos se compararon 

con el control (5.5 mM Gluc.), y #P ≤ 0.05% y ##P ≤ 0.01% cuando los grupos se compararon con el grupo de glucosa alta (24 mM Gluc.).  
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8.8. La actividad de las enzimas antioxidantes GPx y SOD no se modifica con 
los tratamientos experimentales. 

Con el fin de determinar el producto de la expresión del factor de transcripción NRF2 bajo los 

diferentes tratamientos, se determinó la actividad enzimática de la SOD y de la GPx; porque se 

ha sugerido que el DHA es capaz de incrementar la actividad de ambas enzimas y que este es 

uno de sus posibles mecanismos de acción (69, 70). 

Se realizó el análisis de la actividad de la SOD y la GPx a las 24 horas y a los 7 días de cultivo. 

Los resultados de la actividad enzimática de la SOD mostraron que, aunque existe actividad 

enzimática basal en ambos tiempos evaluados, solo se encontraron diferencias significativas 

en los grupos tratados con DMSO (Fig. 15); observándose que el grupo con 1% de DMSO no 

mostró cambios a las 24 horas de cultivo (1% DMSO: 1.68 ± SD 0.31 vs. normo-glucosa: 1.99 

± SD 0.27, UI/mL), pero disminuyó la actividad de la enzima a los 7 días (1.38 ± SD 0.25, UI/mL). 

La concentración de 5% de DMSO mostró una disminución en la actividad de la SOD desde las 

24 horas con una disminución más evidente a los 7 días de cultivo.  

 

Fig.  15. Efecto del DHA en la actividad de la enzima antioxidante superóxido dismutasa bajo diferentes 
concentraciones de glucosa. Resultados de la actividad enzimática expresados en UI/mL 24 horas y 7 días de 

cultivo. El gráfico representa la media ± SD de tres ensayos independientes en donde *P ≤ 0.05% y **P ≤ 0.01% 

cuando los grupos se compararon con el control (5.5 mM Gluc.), y #P ≤ 0.05% y ##P ≤ 0.01% cuando los grupos se 

compararon con el grupo de glucosa alta (24 mM Gluc.). No se observaron cambios estadísticamente significativos 

entre ninguno de los grupos analizados. 
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Al igual que con los resultados de SOD, la actividad de la GPx, no mostró cambios entre ninguno 

de los grupos analizados en los dos tiempos evaluados, aunque todos presentaron una 

actividad enzimática basal (Fig. 16).  

 

 

 

Fig.  16. Efecto del DHA en la actividad de la enzima antioxidante glutatión peroxidasa bajo diferentes 
concentraciones de glucosa. Resultados de la actividad enzimática expresados en nmol/min/mL a las 24 horas 

y 7 días de cultivo. El gráfico representa la media ± SD de tres ensayos independientes en donde *P ≤ 0.05% y **P 

≤ 0.01% cuando los grupos se compararon con el control (5.5 mM Gluc.), y #P ≤ 0.05% y ##P ≤ 0.01% cuando los 

grupos se compararon con el grupo de glucosa alta (24 mM Gluc.). No se observaron cambios estadísticamente 

significativos entre ninguno de los grupos analizados.  
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8.9. El tratamiento con 20 µM de DHA incrementa la expresión relativa de las 
enzimas SOD-1 y Gpx-1 solo bajo condiciones de normo-glucosa. 

Determinamos la expresión del mensajero que codifica para la SOD y la GPx; ya que 

observamos que los diferentes tratamientos inducían cambios en la expresión relativa de NRF2, 

pero sin alterar la actividad de las enzimas antioxidantes.  

Los resultados de la expresión del mRNA de la enzima SOD, mostraron que el tratamiento con 

10 µM de DHA en condiciones de normo-glucosa no cambia la expresión del mensajero, 

mientras que con la concentración de 20 µM observamos un incremento importante a las 24 

horas de cultivo (6.44 ± SD 0.93). Por otro lado, a los 7 días observamos que ambas 

concentraciones de DHA reducen la expresión con respecto al control de normo-glucosa (10 

µM DHA: 0.43 ± SD 0.08; 20 µM DHA: 0.46 ± SD 0.08) (Fig. 17-A). 

El cultivo con 24 mM de glucosa no alteró la expresión de la SOD a las 24 horas de cultivo, 

mientras que a los 7 días observamos una disminución estadísticamente significativa (0.26 ± 

SD 0.07) (Fig. 17-A).  

El tratamiento con ambas concentraciones de DHA con glucosa alta, no mostró cambios en 

comparación con el grupo con glucosa alta ni en comparación con el de normo-glucosa a las 24 

horas de cultivo. A los 7 días de cultivo el tratamiento con 10 µM de DHA no alteró la expresión 

del mensajero mientras que con 20 µM observamos un incremento significativo con respecto al 

grupo con glucosa alta comportándose similar al control de normo-glucosa (20 µM DHA: 0.72 ± 

SD 0.22 vs. glucosa alta: 0.26 ± SD 0.07)  (Fig. 17-A). 

El grupo control iso-osmótico no mostró cambios en la expresión de esta enzima a las 24 horas 

de cultivo, mientras que a los 7 días se observó una disminución significativa con respecto al 

control de normo-glucosa (0.4 ± SD 0.03) (Fig. 17-A). 

Se utilizó 5% de DMSO, que fue la concentración con la que vimos mayor respuesta en la 

actividad enzimática y la expresión del NRF2; sin embargo, no mostró un incremento 

significativo en la expresión de la SOD, aunque se observa una tendencia a incrementar a las 

24 horas de cultivo (Fig. 17-A).  

Con respecto a la expresión de la GPx, observamos que el tratamiento con 10 µM de DHA se 

comportó similar al control normo-glucosa, mientras que la concentración de 20 µM, incrementó 
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de manera significativa la expresión a las 24 horas de cultivo (1.81 ± SD 0.5). Por otro lado, a 

los 7 días de cultivo observamos que la concentración de 10 µM de DHA redujo la expresión en 

comparación con el grupo control de normo-glucosa (0.3 ± SD 0.05), y con la concentración de 

20 µM observamos un comportamiento similar al control (0.84 ± SD 0.2) (Fig. 17-B). 

El cultivo con 24 mM de glucosa no alteró la expresión del mensajero de la GPx; comportándose 

similar al control de normo-glucosa en ambos tiempos evaluados (24h: 0.61 ± SD 0.12; 7d: 0.59 

± SD 0.13)  (Fig. 17-B).  

Cuando tratamos a las células cultivadas con 24 mM de glucosa con el DHA, observamos un 

comportamiento similar al grupo con glucosa alta para ambas concentraciones del ácido graso 

y solo la concentración de 10 µM a los 7 días de cultivo, mostró una disminución con respecto 

al control de normo-glucosa (0.4 ± SD 0.06) (Fig. 17-B). 

El grupo control iso-osmótico no mostró diferencias significativas en ambos tiempos evaluados 

en comparación con el grupo de normo-glucosa y de alta glucosa (24h: 0.65 ± SD 0.15; 7d: 0.46 

± SD 0.04) (Fig. 17-B). 

El grupo tratado con 0.1 mM de H2O2, incrementó la expresión del mensajero a las 24 horas 

(3.26 ± SD 0.44), y 7 días de cultivo (2 ± SD 0.83); mientras que, con la concentración de 0.2 

mM se comportó similar al control de normo-glucosa en ambos tiempos (24h: 1.14 ± SD 0.1; 7d: 

0.56 ± SD 0.17) (Fig. 17-B).  
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Fig.  17. Efecto del DHA en la expresión del mRNA de las enzimas antioxidantes SOD y GPx en combinación 
bajo diferentes concentraciones de glucosa. Resultados obtenidos por PCR en tiempo real, en donde se 

observa: A) el efecto del DHA en la expresión del mRNA de la enzima SOD-1 bajo dos concentraciones de glucosa 

a las 24 horas y 7 días de cultivo y B) el efecto del DHA en la expresión del mRNA de la enzima GPx-1 bajo dos 

concentraciones de glucosa a las 24 horas y 7 días de cultivo. Los gráficos representan la media ± SD en donde 

*P ≤ 0.05% y **P ≤ 0.01% cuando los grupos se compararon con el control (5.5 mM Gluc.), y #P ≤ 0.05% cuando 

los grupos se compararon con el grupo con glucosa alta (24 mM Gluc.).  



49 
 

9. DISCUSIÓN 
 

En este estudio determinamos por primera vez el efecto del DHA sobre las alteraciones 

causadas por las concentraciones elevadas de glucosa en la síntesis y características de la 

matriz orgánica, la calidad del mineral depositado y los mecanismos antioxidantes celulares en 

osteoblastos humanos, con el fin de conocer si el DHA podría mejorar el proceso de formación 

ósea bajo niveles de glucosa elevados. 

Lo primero que evaluamos fue el efecto del DHA sobre la síntesis de las proteínas de la matriz 

orgánica, que tienen una participación directa en la síntesis de la matriz mineral y en la calidad 

de los cristales. Primero, nos enfocamos en determinar el efecto del DHA sobre la síntesis y 

distribución de la Col1, que forma un andamio en donde ocurre la interacción entre la Col1 con 

proteínas no colágenas como la BSP-II y la OCN, que inducen la nucleación de los cristales de 

HAP y los fijan a la matriz extracelular orgánica (79). 

Encontramos que, en condiciones mineralizantes la Col1 se incrementa con respecto al tiempo 

y se forman cúmulos densamente teñidos (Fig. 6), lo que está asociado al incremento en la 

actividad de los osteoblastos y a la síntesis de la matriz mineral; ya que, se ha descrito que 

durante el proceso de biomineralización, se incrementa la síntesis de la Col1 y se concentra en 

los sitios de nucleación del mineral (85). Esto lo comprobamos con el grupo sin medio 

osteogénico, en donde no hubo un cambio en la concentración de la Col1 en los tres tiempos 

evaluados y no se formaron los cúmulos densamente teñidos (Fig. 6), indicando que nuestro 

modelo con medio osteogénico, es el adecuado para estudiar la mineralización biológica. 

El tratamiento con ambas concentraciones de DHA con normo-glucosa nos indicó, que el DHA 

por sí mismo no induce cambios en la síntesis de Col1 bajo condiciones fisiológicas 

comportándose similar al control.  

Por otro lado, el tratamiento solo con 24 mM de glucosa, incrementó de manera importante la 

producción de la Col1, con una distribución completamente desordenada y con cúmulos muy 

densamente teñidos (Fig. 6). Estos resultados coinciden con reportes previos que han 

reportado, que niveles elevados de glucosa, inducen un incremento en la expresión proteica de 

la Col1, asociado a cambios en el metabolismo intracelular y cambios en la actividad 

osteoblástica provocados en parte por hiperosmolaridad (86-88), que puede ser a través de un 
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incremento en la activación de la vía de p38 que se activa en respuesta al estrés (88); sin 

embargo, nosotros no observamos que el manitol incrementara la síntesis de la Col1 (Fig. 6), 

por lo que en nuestro modelo, el incremento de la Col1 puede deberse a otros mecanismos 

como la formación de AGE´s.  

En un modelo murino de DMT2 inducido con estreptozocina, se observó que los ratones 

diabéticos presentaban andamios de colágena alterados, con las fibras de colágena 

desordenadas y una ramificación evidente con la formación de racimos; mientras que, en los 

ratones sanos las fibras de colágena se encontraban distribuidas de manera uniforme en todas 

las direcciones y además, observaron que los andamios de los ratones diabéticos presentaban 

una mayor concentración de AGE´s (89). Lo que nos sugiere que la acumulación de AGE´s 

podría tener una participación directa en las alteraciones sobre la distribución y la concentración 

de la Col1 provocadas por la glucosa alta; ya que se ha reportado que la acumulación de AGE´s 

provoca cuadros de fibrosis en los pacientes diabéticos (90). Además, los cambios en la 

distribución de la Col1 se pueden asociar con las alteraciones en la distribución de los cristales 

depositados que observamos previamente (68). 

El tratamiento con 10 µM de DHA con glucosa alta, redujo la sobreproducción y los cambios en 

la distribución de la Col1 (Fig. 6), lo que se relaciona con la mejora en la distribución del mineral 

que observamos con anterioridad (68). Sin embargo, con 20 µM de DHA la concentración de la 

Col1 se mantuvo elevada, aunque mejoró la distribución de la proteína (Fig. 6). Por lo que esta 

concentración de DHA podría tener efectos anabólicos en la formación de la matriz extracelular. 

Se ha reportado que este ácido graso puede incrementar la síntesis de Col1 (91); sin embargo, 

creemos que el incremento en la concentración de la Col1, podría estar mediado por vías 

distintas a las activadas por las concentraciones altas de glucosa (p38), o a una disminución en 

la glicación de la colágena; pero a la fecha, no hemos encontrado reportes que indiquen que el 

DHA pudiera disminuir la formación de AGE´s en la matriz extracelular ósea.   

Con respecto a la producción de OCN, la BSP-II y la actividad enzimática de la ALP, que son 

proteínas necesarias para la mineralización de la matriz extracelular, encontramos que el DHA 

con normo-glucosa no afecta la producción de OCN y BSP-II a los 21 días de cultivo (Fig. 7 y 

8), indicando que el DHA bajo estas condiciones no induce cambios en la síntesis de matriz 

mineral ni en la nucleación de los cristales a tiempos largos. Sin embargo, a los 7 y 14 días de 
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cultivo, observamos cambios en la producción de BSP-II y de OCN, lo que nos sugiere que el 

DHA podría estar regulando la expresión de estas proteínas de manera independiente. La 

actividad de la ALP, se mantuvo a niveles basales en ambos tiempos evaluados (Fig. 9), por lo 

que el DHA por sí solo, podría no alterar la concentración de fosfato disponible para la formación 

de la HAP.  

El cultivo solo con 24 mM de glucosa incrementó la producción de OCN (Fig. 7), y la actividad 

de la ALP (Fig. 9); sin embargo, encontramos una inesperada disminución en la producción de 

BSP-II (Fig. 8), que sugiere que la nucleación de los cristales de HAP podría encontrarse 

inhibida, debido a que se ha demostrado que esta proteína induce la nucleación de los cristales 

de HAP y los une a la matriz de colágena (92). En ratones BSP-/- se observó una reducción en 

la longitud de los huesos largos y el espesor del hueso cortical, pero con una mayor densidad 

en el hueso trabecular, lo que indica que la disminución de BSP altera el crecimiento óseo y la 

mineralización (93). En otro modelo con ratones BSP-/- se observó que la inhibición de BSP-II, 

promueve el incremento de osteopontina, que inhibe la nucleación de los cristales al unirse a la 

HAP y bloqueando la unión de nuevas moléculas de HAP, inhibiendo por completo la síntesis 

de matriz mineral (94).  

Por lo que, la concentración alta de glucosa podría provocar una acumulación de fosfato de 

calcio e hiper calcificación de la matriz extracelular, a través del incremento en la actividad de 

la ALP, la inhibición de la BSP-II, el incremento de OCN y de los depósitos de calcio observados 

previamente (68), lo cual se asocia directamente a una disminución de la calidad de la matriz 

mineral, que coincide con lo observado previamente (39).   

El tratamiento con DHA con glucosa alta, restauró los niveles de OCN, BSP-II y la actividad de 

la ALP (Fig. 7, 8 y 9). Lo que nos sugirió que el DHA podría estar promoviendo la nucleación de 

los cristales y de esta manera, mejorar la calidad del mineral aún bajo condiciones de glucosa 

alta. Por lo tanto, nos enfocamos en analizar la calidad del mineral depositado. Para esto, se 

analizó la sustitución de carbonatos y la forma en la que se mineraliza la matriz orgánica por 

FTIR.  

Este método se basa en la absorción de la radiación infrarroja durante las transiciones 

vibracionales de los grupos funcionales en la muestra y permite estudiar las características 

estructurales del hueso y de los cristales de fosfato de calcio (77).  
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Lo primero que analizamos fue la mineralización relativa (Fig. 11), que indica cómo se lleva a 

cabo la mineralización de la matriz orgánica y está relacionada con la resistencia ósea y la 

distribución del mineral (2). Nuestros resultados mostraron que el DHA por sí solo no altera la 

mineralización de la matriz orgánica (Fig. 11), coincidiendo con lo encontrado en los resultados 

del análisis de la distribución de la Col1 (Fig. 6), y con la distribución de los cristales que 

observamos previamente (68). 

La concentración alta de glucosa disminuyó la mineralización de la colágena (amida III), y del 

grupo meteno que corresponde a las biomoléculas en general (Fig. 11), indicando alteraciones 

en la distribución de los cristales y que la matriz orgánica no se mineraliza de manera 

homogénea. Sin embargo, las células tratadas con ambas concentraciones de DHA mostraron 

un comportamiento similar al control de normo-glucosa (Fig. 11). Por lo que, el DHA mejora la 

síntesis de las proteínas que constituyen la matriz orgánica y normaliza la forma en la que se 

lleva a cabo la mineralización de las proteínas de la matriz extracelular y esto podría verse 

reflejado en un incremento en la resistencia ósea en los pacientes con DMT2.  

Posteriormente, para conocer la calidad del mineral, analizamos la sustitución de carbonatos 

(Fig. 12), debido a que los carbonatos proporcionan estabilidad a los cristales inmaduros en 

formación y son sustituidos por los fosfatos una vez que están maduros; de tal manera que, a 

mayor concentración de carbonatos, los cristales son más inmaduros y de menor calidad; 

mientras que, menor concentración de carbonatos representa cristales maduros y de buena 

calidad (2). Lo que observamos con este análisis, es que el DHA con normo-glucosa no modifica 

la madurez ni la calidad de los cristales (Fig. 12), lo cual era de esperarse; ya que bajo estas 

condiciones no produce cambios en la producción de BSP-II y OCN, que están estrechamente 

relacionadas con la nucleación, madurez y calidad de los cristales (13).  

La concentración alta de glucosa incrementó la sustitución de carbonatos (Fig. 12), lo que indica 

de manera directa una disminución en la calidad de los cristales y coincide con la inhibición de 

BSP-II y el incremento de OCN y de la actividad de la ALP, confirmándonos que la glucosa alta, 

provoca cúmulos de calcio en la matriz extracelular y no un incremento en la formación de la 

HAP, además de disminuir la calidad de los cristales como ya se ha observado previamente 

(39).  
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De manera importante, el tratamiento con ambas concentraciones de DHA con glucosa alta, 

disminuyó el incremento de la sustitución de carbonatos provocado por la concentración alta de 

glucosa, a un nivel similar al control de normo-glucosa (Fig. 12). Por lo que el DHA incrementa 

la calidad de los cristales formados bajo condiciones de glucosa alta. Este efecto en la calidad, 

está relacionado con el efecto normalizador del DHA en la síntesis de BSP-II, OCN y de la ALP, 

indicando que el DHA contrarresta las alteraciones provocadas por la concentración elevada de 

glucosa en la biomineralización, la síntesis de matriz orgánica y en la calidad del mineral 

depositado. Estos hallazgos obtenidos se esquematizan en la figura 18.   

Una vez que observamos que el DHA es capaz de mejorar el proceso de formación de la matriz 

mineral. Nos preguntamos si el DHA podría tener efecto sobre la resorción ósea bajo 

condiciones de glucosa alta. Una forma indirecta de determinar este efecto es a través de la 

producción del RANK-L. En este sentido, el DHA con normo-glucosa no alteró la concentración 

extracelular del RANK-L (Fig. 13); indicando que por sí solo, no induce la actividad osteoclástica.  

El cultivo con 24 mM de glucosa incrementó la concentración del RANK-L (Fig. 13), que podría 

resultar en la activación de los osteoclastos. Este hallazgo coincide con resultados previos en 

donde se ha observado que las concentraciones altas de glucosa incrementan la cantidad del 

RANK-L soluble (39, 87, 95); sin embargo, el control iso-osmótico incrementó la concentración 

del RANK-L (Fig. 13), por lo que el incremento que observamos con 24 mM de glucosa puede 

deberse parcialmente al estrés osmótico, sin embargo, por lo que sabemos, no se ha reportado 

que la hiperosmolaridad afecte la síntesis del RANK-L.  

El tratamiento con DHA con glucosa alta, disminuyó la sobreproducción de RANK-L provocada 

por la concentración alta de glucosa (Fig. 13). Esta disminución puede deberse a los efectos 

antiinflamatorios reportados para el DHA. En modelos animales, se ha observado que la 

suplementación dietética con DHA reduce los niveles de RANK-L (96) y en un estudio con 

osteoblastos MC3T3-E1/4, se observó que el tratamiento con DHA normaliza la producción de 

RANK-L a niveles similares al control aun cuando las células se encontraban bajo un estado 

proinflamatorio inducido con PGE2 (97). Probablemente el DHA reduce la síntesis de RANK-L 

bajo concentraciones altas de glucosa a través de la modulación de la PGE2, por lo que sería 

importante determinar esta relación.  
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Hasta el momento, nuestros resultados indican que el DHA es capaz de contrarrestar las 

alteraciones sobre la biomineralización inducidas por la concentración alta de glucosa; sin 

embargo, aún no sabemos a través de qué mecanismos intracelulares provoca estos efectos. 

Creemos que uno de estos mecanismos podría ser el efecto antioxidante; debido a que 

previamente observamos que el DHA disminuye la sobreproducción de ERO provocada por las 

concentraciones altas de glucosa (68) y a que se ha sugerido, que el estrés oxidativo puede ser 

una de las principales causas en las alteraciones sobre la biomineralización, metabolismo de 

los osteoblastos y en el remodelado óseo, provocadas por las concentraciones altas de glucosa 

(59, 60). Además, la sobreproducción de ERO disminuye los marcadores de formación mineral 

en osteoblastos MC3T3-E1 (38, 61) y reduce la producción de la Col1, la translocación de Runx2 

al núcleo e incrementa la translocación del factor de transcripción NF-κβ (62).  

Se ha reportado que el DHA puede tener efecto antioxidante a través del incremento en la 

expresión del factor de transcripción NRF2 que se une al ARE (71), para iniciar la transcripción 

de los genes en donde son codificadas las enzimas SOD, GPx, CAT y HO-1 (98). Por lo que 

determinamos la expresión del NRF2 y la expresión y actividad enzimática de las SOD y GPx 

bajo dos concentraciones de glucosa. 

Los resultados mostraron que, solo el tratamiento con 20 µM de DHA con normo-glucosa 

incrementó la expresión relativa del NRF2 en ambos tiempos evaluados y de las enzimas SOD 

y GPx a las 24 h (Fig. 14 y 17). Estos resultados, coinciden con reportes previos que han 

observado que el DHA es capaz de inducir la expresión del NRF2 en fibroblastos (99) y 

neuronas (100) de humano. Además, se ha visto que el DHA puede provocar el incremento 

proteico de NRF2, inducir su acumulación en el núcleo, disminuir su degradación, incrementar 

la transcripción del ARE e incrementar la producción proteica y el mRNA de la enzima 

antioxidante hemo oxigenasa-1 (HO-1), a través de una producción momentánea de ERO, que 

induce la activación de la vía de NRF2/HO-1 en células endoteliales de humano (71), lo que nos 

indica que el DHA por sí solo induce una respuesta antioxidante. Sin embargo, a tiempos largos, 

la actividad antioxidante podría estar mediada por la HO-1 como se ha reportado previamente 

(71) y no a través del incremento en la expresión de la SOD y GPx; ya que además, no 

observamos un incremento en la actividad de ambas enzimas (Fig. 15 y 16).  
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Los grupos tratados con DMSO (1 y 5%) que fue un control utilizado para la generación anión 

superóxido, incrementaron la expresión del mRNA de NRF2 (Fig. 14), pero no indujo la 

expresión de SOD (Fig. 17), y disminuyó la actividad enzimática (Fig. 15), lo que indica que el 

DMSO inhibe las enzimas antioxidantes, provocando un estado oxidante crónico, que se asocia 

a los efectos tóxicos y a la inducción de la muerte celular por apoptosis como se ha descrito con 

anterioridad (101). Como era de esperarse, el grupo tratado con H2O2 mostró un incremento en 

la expresión del NRF2 (Fig. 14), que coincidió con el incremento mostrado en la expresión de 

la GPx (Fig. 17). 

El cultivo con 24 mM de glucosa incrementó la expresión de NRF2 (Fig. 14), lo que indica que 

las células están respondiendo al incremento del estrés oxidativo provocado por la 

concentración alta de glucosa y coincide con lo reportado por otros autores que han observado 

que las concentraciones elevadas de glucosa, incrementan la producción de NRF2 como 

mecanismo de respuesta antioxidante en células endoteliales (102, 103) y epiteliales (104). Sin 

embargo, no observamos cambios en la actividad enzimática ni en la expresión del mensajero 

para ambas enzimas (Fig. 15, 16 y 17).  

Estos resultados difieren con otro estudio en donde se observó en células endoteliales, 

epiteliales y vasculares que el cultivo con 20 mM de glucosa, incrementa la expresión genética 

de la SOD y GPx, y que este incremento puede ser proporcional al incremento de ERO, sin 

alteraciones evidentes en la actividad enzimática (105). Pero en estudios más recientes, se ha 

observado que las concentraciones altas de glucosa, inducen la acumulación de NRF2 en el 

citoplasma, disminuyendo de manera significativa la concentración nuclear (103, 104), lo que 

coincide con la nula respuesta en la expresión del mRNA y de la actividad de ambas enzimas 

observado únicamente con el grupo solo con 24 mM de glucosa. Por lo tanto, la alta 

concentración de glucosa puede provocar que el NRF2 no se esté translocando al núcleo y de 

esta manera no se esté induciendo la trascripción del ARE y en consecuencia no se expresen 

las enzimas SOD y GPx y la célula no sea capaz de reducir las ERO. 

Cuando las células fueron cultivadas con DHA y 24 mM de glucosa, observamos un incremento 

significativo en la expresión del NRF2 con el grupo tratado con 20 µM de DHA, pero sin mostrar 

cambios en la expresión y actividad de ambas enzimas (Fig. 14, 15, 16 y 17). Lo que nos hizo 

pensar que el DHA puede incrementar la respuesta celular antioxidante bajo condiciones de 
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estrés oxidativo a través del incremento en la expresión del NRF2 y que este incremento es 

dependiente del tiempo; sin embargo, el efecto del DHA en el estrés oxidativo, parece no estar 

mediado por las enzimas SOD y GPx, porque no mostraron ningún cambio en la expresión ni 

en la actividad en ambas enzimas.  

Sin embargo, existe la posibilidad de que el DHA tenga el efecto antioxidante a través de la vía 

NRF2/HO-1, ya que se ha reportado que esta vía antioxidante es altamente activada en 

presencia de DHA (71). Se ha visto que la HO-1 juega un papel muy importante en la 

disminución de las especies reactivas de oxígeno, sobre todo en la generación mitocondrial de 

superóxido (106, 107), el cual es una de las principales ERO generadas en las células bajo 

condiciones de glucosa elevada (108). Por estas razones, proponemos que el DHA podría estar 

disminuyendo la sobreproducción de ERO a través de la vía NRF2/HO-1, por lo que es 

importante determinar en un futuro la expresión y actividad de esta enzima bajo nuestras 

condiciones experimentales. 

Aunque no encontramos evidencia experimental que sustente que las enzimas SOD y GPx 

participan en la disminución del estrés oxidativo, no se descarta la participación de la vía de 

NRF2 en la disminución del estrés oxidativo, y sobre la normalización sobre la síntesis de matriz 

extracelular orgánica y mineral y sobre la función de los osteoblastos. 
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Fig.  18. Efecto del DHA sobre las alteraciones causadas por las altas concentraciones de glucosa en la síntesis de matriz 
orgánica y matriz mineral. En condiciones de normo-glucosa los osteoblastos sintetizan una matriz de colágena organizada y uniforme sobre 

la cual se une la BSP-II y la OCN para formar un complejo proteico en donde se va a nuclear los cristales de fosfato de calcio para formar la HAP. 

Cuando los osteoblastos se encuentran en concentraciones altas de glucosa la producción de colágena se incrementa y se distribuye de manera 

desordenada provocando cambios en la interacción entre la BSP-II, OCN y Col1. Además, se provoca una disminución de BSP-II y un incremento 

de OCN lo que disminuye la nucleación y formación de la HAP y sumado al incremento en la concentración de calcio y de la actividad de la ALP se 

favorece la formación de cúmulos de fosfato de calcio disminuyendo la calidad de la matriz mineral. El tratamiento con DHA con concentraciones 

altas de glucosa, mejora la distribución de la colágena y restaura los niveles de BSP-II manteniendo elevados los niveles de OCN, normaliza la 

actividad de la ALP y la liberación de calcio, lo que favorece la formación de la HAP y restaura la calidad de la matriz mineral. BSP-II: sialoproteína 

ósea tipo 2; OCN: osteocalcina; ALP: fosfatasa alcalina; COL1: colágena tipo 1; HAP: hidroxiapatita; FCA: fosfato de calcio amorfo; AGE´s: 
productos finales de glicación avanzada; PO4: fosfato; Ca: calcio. Elaboración propia.   
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Fig.  19.  Posible efecto del DHA sobre las alteraciones provocadas por la concentración alta de glucosa en la señalización intracelular de los osteoblastos y el mecanismo 
antioxidante. Las líneas negras representan el flujo normal de las diferentes vías de señalización; las flechas rojas indican los efectos de la concentración alta de glucosa observados 

en el laboratorio (39, 68) y por otros autores citados a lo largo del texto; las flechas verdes solidas representan los resultados generados en este trabajo sobre el efecto del DHA con 24 

mM de glucosa y las flechas verdes punteadas representan las hipótesis planteadas en esta investigación. PLC: fosfolipasa C; IP3: inositol trifosfato; DAG: diacilglicerol; CaM: 
calmodulina; CaMKII: calmodulina cinasa 2; OCN: osteocalcina; BSP-II: sialoproteína ósea tipo 2; ALP: fosfatasa alcalina; COL1: colágena tipo 1; PKC: proteína cinasa C; MAPK´s: 
proteínas cinasas activadas por mitógeno; PGE2: prostaglandina E2; ERO: especies reactivas de oxigeno; ER: retículo endoplásmico;  RANK-L: Ligando del receptor activador del 

factor nuclear NF-κβ;  COX: ciclooxigenasa; iNOS: sintasa de óxido nítrico; KEAP1: Kelch-like ECH-associated protein 1;  ARE: elemento de respuesta antioxidante; SOD: superóxido 

dismutasa; GPx: glutatión peroxidasa; HO-1: hemo oxigenasa 1; AGE´s: productos finales de glicación avanzada; RAGE: receptor de los productos finales de glicación avanzada. 

Elaboración propia. 
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10. CONCLUSIONES 
 

Con base en los resultados obtenidos en este trabajo podemos concluir que el tratamiento con 

DHA contrarresta los efectos adversos de la concentración alta de glucosa al normalizar la 

producción de las proteínas Col1 y BSP-II, normalizar la actividad enzimática de la ALP, 

incrementar la nucleación de mineral y la calidad de los cristales depositados y es posible que 

reduzca el estrés oxidativo provocado por las concentraciones altas de glucosa a través de la 

vía antioxidante del NRF2. Por lo que el DHA podría ser un tratamiento adyuvante prometedor 

para tratar las osteopatías desarrolladas por las altas concentraciones de glucosa en los 

pacientes con diabetes mellitus tipo 2.  
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11. PERSPECTIVAS 
 

Es importante continuar investigando el mecanismo antioxidante del DHA bajo concentraciones 

altas de glucosa, evaluando la vía de NRF2/HO-1 para determinar si es a través de esta enzima 

que disminuye del estrés oxidativo; y a su vez, buscar la manera de estudiar si existe una 

relación directa entre la vía de NRF2/ARE y los efectos normalizadores del DHA sobre la 

biomineralización. 

Una vez que hemos determinado que el DHA contrarresta las alteraciones provocadas por la 

glucosa alta en osteoblastos humanos, es importante investigar cuales son los efectos que tiene 

este ácido graso sobre el tejido óseo en un modelo in vivo de DMT2, para determinar si puede 

contrarrestar el desarrollo de las osteopatías diabéticas, la fragilidad, el riesgo de fractura y 

sobre la homeostasis y el remodelado óseo. 

Es necesario investigar la formación de AGE´s y su asociación con los efectos negativos sobre 

la síntesis de matriz orgánica y mineral provocado por la concentración alta de glucosa y 

determinar si el DHA puede participar en la regulación o inhibición de los efectos provocados 

por estos AGE´s sobre los osteoblastos.  

Así mismo, para continuar buscando el mecanismo de acción del DHA, es importante determinar 

el efecto de este ácido graso sobre la producción de los mediadores pro-inflamatorios en 

condiciones de glucosa alta; debido a que, el efecto anti-inflamatorio puede ser uno de los 

mecanismos por el cual el DHA mejora la biomineralización e inhibe el incremento de la 

resorción ósea y junto con el efecto antioxidante puede ser un posible blanco para el tratamiento 

de las patologías óseas asociadas a diabetes.  

Es de gran relevancia estudiar el efecto del DHA sobre las vías de señalización que inducen 

inflamación, estrés oxidativo y alteraciones en el metabolismo del calcio que se sabe se 

encuentran activadas por la concentración alta de glucosa en osteoblastos.  
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