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RESUMEN 
La resistencia a la insulina (RI) es una alteración metabólica clave que se presenta tras el 

consumo de dietas hipercalóricas ricas en carbohidratos, provocando desequilibrios en la 

homeostasis energética y contribuyendo al desarrollo trastornos neurodegenerativos. En el 

cerebro, la RI afecta la función mitocondrial, esencial para la bioenergética neuronal, y puede 

inducir estrés oxidativo y disfunción sináptica. Por ello, se analizó el efecto de la RI inducida 

por dieta hiperglúcida en la dinámica y morfología mitocondrial del hipocampo de ratas Wistar. 

Se emplearon ratas macho Wistar divididas en un grupo control (dieta estándar NCD) y un grupo 

HCD (dieta MX/E/2013/047377 con 71.4% de azúcares), que consumieron la dieta durante 3 

meses. Se caracterizó la RI en el modelo mediante pruebas de tolerancia oral a la glucosa, índices 

HOMA-IR y Matsuda-DeFronzo y un perfil lipídico. En mitocondrias de hipocampo aisladas, 

se evaluó la síntesis de ATP con diferentes sustratos (piruvato+malato, glutamato+malato y 

succinato), además del potencial de membrana mitocondrial (ΔΨm), junto con la dinámica 

incluyendo fusión, fisión y mitofagia, y la morfología mediante microscopía electrónica de 

transmisión. 

Los resultados confirmaron el desarrollo de RI en el grupo HCD, con hiperinsulinemia, 

intolerancia a la glucosa y dislipidemia. En la síntesis de ATP, se observó un mantenimiento de 

la obtención de ATP a partir de piruvato+malato, disminución con glutamato+malato y aumento 

con succinato, sugiriendo una adaptación metabólica. En cambio, el ΔΨm se incrementó en 

CA1, CA3 y giro dentado. En la dinámica mitocondrial se presentó una disminución de Mfn1 

sin cambios en Opa1, p-Drp1 y Fis1, y aumento de Pink1 y Parkina, sugiriendo una activación 

de la mitofagia. Mientras que morfológicamente, en el soma neuronal, la longitud mitocondrial 

disminuyó y el ancho de crestas aumentó, indicando fisión mitocondrial; en axones, el número 

de mitocondrias disminuyó, pero la longitud y el ancho de cresta aumentaron, sugiriendo fusión 

compensatoria. En conclusión, la RI inducida por dieta hiperglúcida altera la bioenergética, 

dinámica y morfología mitocondrial en el hipocampo, favoreciendo la mitofagia, lo que podría 

contribuir a la disfunción neuronal y a procesos neurodegenerativos tempranos asociados al 

metabolismo desregulado. 
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ABSTRACT  
Insulin resistance (IR) is a key metabolic alteration that occurs after the consumption of 

hypercaloric diets high in carbohydrates, causing energy homeostasis imbalances and 

contributing to neurodegenerative disorders. In the brain, IR affects mitochondrial function, 

which is essential for neuronal bioenergetics, and can induce oxidative stress and synaptic 

dysfunction. Therefore, the IR effect caused by a high-carbohydrate diet on mitochondrial 

dynamics and morphology in the hippocampus of Wistar rats was analyzed. Male Wistar rats 

were divided into a control group (standard NCD diet) and an HCD group (MX/E/2013/047377 

diet with 71.4% sugars), which consumed both diets for 3 months. IR in the model was 

characterized through oral glucose tolerance tests, HOMA-IR, Matsuda-DeFronzo index, and a 

lipid profile. In isolated hippocampal mitochondria, ATP synthesis with different substrates 

(pyruvate+malate, glutamate+malate, and succinate), mitochondrial membrane potential 

(ΔΨm), dynamics including fusion, fission, mitophagy, and morphology via transmission 

electron microscopy were evaluated. 

The results confirmed the development of IR in the HCD group, with hyperinsulinemia, glucose 

intolerance, and dyslipidemia. In ATP synthesis, maintenance of ATP production from 

pyruvate+malate was observed, decreased with glutamate+malate, and increased with succinate, 

suggesting metabolic adaptations. In contrast, ΔΨm increased in CA1, CA3, and the dentate 

gyrus. In mitochondrial dynamics, a decrease in Mfn1 was observed without changes in Opa1, 

p-Drp1, and Fis1, and an increase in Pink1 and Parkin, suggesting activation of mitophagy. 

Morphologically, in the neuronal soma, mitochondrial length decreased, and crest width 

increased, indicating mitochondrial fission; in axons, the number of mitochondria decreased, 

but length and crest width increased, suggesting compensatory fusion. 

In conclusion, IR induced by a high-carbohydrate diet alters mitochondrial bioenergetics, 

dynamics, and morphology in the hippocampus, favoring mitophagy, which could contribute to 

neuronal dysfunction and neurodegenerative processes associated with deregulated metabolism. 
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1. MARCO TEÓRICO 

 

1.1. Dietas hipercalóricas 

Las dietas hipercalóricas se caracterizan por un exceso de ingesta energética que supera las 

necesidades metabólicas del organismo. En el contexto de la transición alimentaria y nutricional, 

estas dietas han reemplazado patrones tradicionales por opciones procesadas y densas en 

calorías  (Ibarra-Sánchez et al., 2016). Históricamente, la alimentación tradicional mexicana se 

basaba en maíz y frijol junto con vegetales y semillas, proporcionando un alto aporte energético 

de carbohidratos complejos y fibra, pero baja en grasas (Ibarra-Sánchez et al., 2016, Mata 

Rodríguez et al., 2021). Sin embargo, la apertura comercial y la incorporación de México al 

mundo globalizado aceleraron los cambios socioculturales que modificaron la cultura 

alimentaria (Ibarra-Sánchez et al., 2016). De esta manera, la dieta tradicional ha sido 

reemplazada por alimentos ultraprocesados, hipercalóricos y de bajo valor nutritivo, como 

comida rápida empaquetada, refrescos, pastas refinadas y productos de panadería (Mata 

Rodríguez et al., 2021). Esto ha implicado un aumento en el consumo de colesterol, grasas 

saturadas, sodio y azúcares simples, resultando en graves consecuencias para la salud pública, 

como el sobrepeso y la obesidad (Ibarra-Sánchez et al., 2016, Mata Rodríguez et al., 2021).  

El consumo de macronutrientes en México ha experimentado cambios significativos, 

particularmente en los carbohidratos, que han sufrido una transformación en su tipo y calidad al 

pasar de carbohidratos complejos a carbohidratos simples. De manera similar, la ingesta de 

grasas ha aumentado de forma notable, mientras que, en cuanto a las proteínas, su contribución 

calórica ha permanecido estable, aunque con desplazamiento de fuentes vegetales a animales 

(Ibarra-Sánchez et al., 2016). Estos patrones hipercalóricos, particularmente aquellos altos en 

lípidos y carbohidratos, alteran la regulación metabólica y sirven de base para investigar sus 

impactos en la secreción y acción de la insulina, así como en la función cerebral.  
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1.1.1. Dietas altas en lípidos 

Una dieta alta en lípidos (HFD, por sus siglas en inglés) es aquella en la que al menos el 30% 

de las calorías totales provienen de lípidos, tanto saturados como insaturados, y típicamente 

oscila entre el 30% y el 60% de grasa en su composición (Willebrords et al., 2015). Este tipo de 

dieta se emplea comúnmente en modelos experimentales con roedores para inducir 

experimentalmente condiciones patológicas relevantes para la salud humana, como la obesidad, 

resistencia a la insulina, el hígado graso, el síndrome metabólico, la esteatohepatitis no 

alcohólica y el deterioro cognitivo, ayudando a comprender los mecanismos de enfermedades 

relacionadas con el exceso calórico (Adolph & Tilg, 2024; Duan et al., 2018; Willebrords et al., 

2015). No obstante, las respuestas metabólicas varían según la cantidad de grasa, su 

composición, la duración del consumo de la dieta, así como factores como la especie, la cepa y 

el género del animal (Soret et al., 2020; Takahashi, 2012). Por ejemplo, estas dietas pueden 

desencadenar obesidad, intolerancia a la glucosa, dislipidemia, aumento de la lipogénesis, 

producción de citoquinas proinflamatorias y estrés oxidativo en grados diferentes (Soret et al., 

2020; Takahashi, 2012). En particular, una HFD rica en grasas insaturadas promueve una 

peroxidación lipídica hepática más pronunciada y una mayor expresión de quimiocinas y 

citoquinas en comparación con aquellas basadas en grasas saturadas (Nanji, 2004). 

Las fuentes de grasa comúnmente empleadas en las HFD incluyen aceites vegetales como el de 

maíz, maní, soya y girasol, así como manteca de cerdo, pero se ha reportado que diferentes 

grasas dietéticas generan efectos fisiológicos y en el microbioma intestinal distintos (An et al., 

2022). En particular, una HFD rica en grasas insaturadas promueve una peroxidación lipídica 

hepática más pronunciada y una mayor expresión de quimiocinas y citoquinas en comparación 

con aquellas basadas en grasas saturadas (Nanji, 2004). Además, estudios en ratones 

alimentados con una HFD enriquecida con tocino presentan un impacto mayor en la sensibilidad 

hepática a la insulina que una basada en aceite de palma (van den Berg et al., 2010). En general, 

el consumo de HFD puede asemejar a las patologías humanas, lo que lo convierte en un modelo 

valioso para investigar los mecanismos subyacentes a las alteraciones metabólicas inducidas por 

dietas hipercalóricas. Esta evidencia sobre los riesgos de las dietas altas en lípidos contrasta con 

enfoques históricos que buscaban mitigarlos mediante la reducción drástica de grasas y el 
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aumento de carbohidratos, cuya lógica inicial parecía impecable pero ha sido reevaluada por 

investigaciones recientes que destacan los peligros de ambos extremos. 

1.1.2. Dietas altas en carbohidratos 

Los carbohidratos, también conocidos como sacáridos, constituyen un grupo de compuestos 

químicos que abarca azúcares, almidón y celulosa (Witek et al., 2022). Estos se clasifican en 

cuatro subgrupos según su grado de polimerización, determinado por la longitud de la cadena 

de carbohidratos: monosacáridos (con una sola unidad de azúcar), disacáridos (con dos 

unidades), oligosacáridos (de tres a nueve unidades) y polisacáridos (con diez o más unidades) 

(Witek et al., 2022). Al principio, la lógica de las dietas bajas en grasas y altas en carbohidratos 

parecía simple e impecable; la grasa es altamente calórica, con el doble de calorías por onza en 

comparación con los carbohidratos o las proteínas, y los alimentos ricos en grasas suelen 

contener colesterol, un contribuyente clave a las enfermedades cardíacas. La conclusión más 

razonable parecía ser que reducir la ingesta de grasas y depender más de los carbohidratos para 

obtener energía facilitaría la pérdida de peso y mejoraría la salud cardiovascular, lo que llevó al 

desarrollo de tales regímenes para estos fines (Mendelson, 2008).  

Sin embargo, lo que se sabe ahora, respaldado por evidencia creciente, revela que una dieta alta 

en carbohidratos y baja en grasas también puede ser un factor de riesgo significativo (L. Zhang 

et al., 2023). A pesar de la confirmación previa de que el alto contenido de grasa es un factor 

significativo en las enfermedades metabólicas, en los últimos años, cada vez más estudios han 

sugerido que la ingesta excesiva de carbohidratos contribuye igualmente al desarrollo del 

síndrome metabólico (SMet) (L. Zhang et al., 2023). De hecho, una dieta alta en carbohidratos 

y baja en grasas (HCLF) es tan dañina como una dieta alta en grasas y calorías, en cuanto al 

desarrollo y progresión de la lesión hepática en ratones (Pompili et al., 2020; Yan et al., 2022). 

Las dietas ricas en carbohidratos superan el 60% de la energía total y generan efectos 

metabólicos perjudiciales, como el aumento de la resistencia a la insulina (RI), con un impacto 

especialmente adverso en condiciones preexistentes de esta, tales como la diabetes tipo 2 (DT2) 

o el embarazo (Frost, 2003). Varios estudios clínicos a corto plazo han demostrado que las dietas 

con alto contenido de carbohidratos e índice glucémico reducen la sensibilidad a la insulina e 
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influyen negativamente en los perfiles lipídicos, tanto en sujetos normoglicémicos como en 

diabéticos (Reddy, 2013) . Por lo que este tipo de dieta exhibe efectos metabólicos perjudiciales 

comparables a los de las altas en lípidos, exacerbando desequilibrios que promueven SMet. 

1.1.2.1. Dieta alta en fructosa 

El azúcar común, derivado de la caña de azúcar, es un disacárido formado por glucosa y fructosa 

unidas por un vínculo glucosídico α1-4 (Tappy et al., 2010). La fructosa, que representa 

aproximadamente la mitad de su composición, también aparece como monosacárido en frutas y 

miel (Tappy et al., 2010). En épocas recientes, se han desarrollado edulcorantes alternativos a 

partir del almidón de maíz, mediante su hidrólisis a glucosa y la conversión enzimática parcial 

a fructosa, generando el jarabe de maíz de alta fructosa. Este producto ofrece beneficios 

industriales clave, como su costo reducido, y ha desplazado gradualmente al azúcar tradicional 

en el consumo de América del Norte en las últimas tres décadas  (White, 2008; Wolf et al., 

2008). 

En el tracto digestivo, la fructosa se absorbe mediante transportadores específicos de 

carbohidratos simples o monoméricos como el GLUT5 (Corpe et al., 1999; Douard & Ferraris, 

2008). Una vez absorbida, la fructosa pasa a la vena porta y se metaboliza casi exclusivamente 

en el hígado (Tappy et al., 2010). Sus etapas iniciales no requieren insulina, por lo que no eleva 

significativamente los niveles de la hormona en sangre ni estimula su secreción (Tappy et al., 

2010). Esto ocurre debido a que una porción de la molécula se transforma en lactato y glucosa 

en los enterocitos intestinales, mientras que la mayoría llega al hígado, donde enzimas como la 

fructoquinasa, aldolasa B y triocinasa la convierten rápidamente en fructosa-1-fosfato y triosas-

fosfatos (Tappy et al., 2010). 

A diferencia de la glucosa, el metabolismo de la fructosa no se ve inhibido por el ADP o el 

citrato, lo que implica una falta de regulación por el balance energético celular (Tappy et al., 

2010). Como resultado, casi toda la fructosa ingerida se transforma en triosas-fosfatos en el 

hígado (Mayes, 1993). Estos intermediarios se oxidan localmente, se convierten en glucosa o 

lactato para su liberación a la circulación sanguínea, o se almacenan como glucógeno (Tappy et 

al., 2010). Una fracción menor, pero relevante, se destina a la síntesis de triglicéridos vía 
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lipogénesis de novo en hepatocitos (Parks et al., 2008), un proceso asociado directamente a las 

alteraciones metabólicas. 

Inicialmente, la fructosa se consideró un reemplazo ideal para la sacarosa en diabéticos debido 

a su independencia de la insulina y su mínimo efecto en la glucemia. No obstante, 

investigaciones en animales y humanos han revelado consecuencias metabólicas graves, en 

periodos de tiempo relativamente cortos (Bizeau & Pagliassotti, 2005), incluyendo elevación de 

triglicéridos plasmáticos, acumulación de grasa en el hígado, intolerancia glucídica, RI e incluso 

hipertensión (Havel, 2005; Lê & Tappy, 2006). Las dietas ricas en sacarosa o jarabe de maíz de 

alta fructosa, comunes en bebidas y productos procesados, desencadenan una secuencia de 

alteraciones que fomentan las patologías antes mencionadas (Israel et al., 1983; Reaven, 1991).   

En animales, las dietas altas en fructosa generan simultáneamente obesidad y resistencia a la 

insulina, influenciadas por el aumento de la masa grasa, su distribución y depósitos ectópicos 

en hígado y músculo, contribuyendo al desarrollo de SMet. En humanos, la grasa abdominal y 

visceral se asocia con riesgos metabólicos y cardiovasculares (Klein et al., 2004; VAGUE, 

1956), y la grasa intrahepática correlaciona fuertemente con RI y SMet (Klein et al., 2004; 

Wildman, 2009). La fructosa promueve grasa visceral (Stanhope et al., 2009) e intrahepática 

(Lê et al., 2009), sugiriendo que su estimulación de la lipogénesis hepática genera depósito graso 

local, mayor secreción de VLDL-TG y RI selectivamente hepática, lo que podría extenderse a 

grasa visceral y, eventualmente, a lipotoxicidad muscular y resistencia sistémica.  

1.1.2.2. Dieta alta en glucosa 

A diferencia de la fructosa, el metabolismo hepático de la glucosa está estrictamente regulado 

por la insulina y las demandas energéticas del organismo, permitiendo que una porción 

significativa de la glucosa ingerida pase rápidamente por la vena porta y se distribuya a tejidos 

periféricos como músculo y cerebro para su utilización inmediata (Tappy et al., 2010). Esta 

regulación contrasta con la fructosa, ya que la glucosa estimula la secreción insulínica 

postprandial, promoviendo su transporte vía GLUT4, 8 y 12 (Mayes, 1993). 
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El metabolismo normal de la glucosa tiene una regulación dinámica, manteniendo 

concentraciones plasmáticas estables entre 72–144 mg/dL (4–8 mmol/L) mediante un equilibrio 

entre la entrada (ingesta exógena o producción endógena vía gluconeogénesis/glicogenólisis) y 

la salida (utilización periférica o excreción como glucosuria en casos patológicos) (Garrison et 

al., 2015). La digestión de carbohidratos (polisacáridos, oligosacáridos y disacáridos) por 

amilasa y glicosidasas intestinales libera monosacáridos como glucosa, absorbidos vía 

SGLT1/GLUT5 en enterocitos y liberados al portal por GLUT2, alcanzando primero el hígado  

(Leighton et al., 2017; Regnell & Lernmark, 2017). La hiperglucemia postprandial estimula la 

secreción insulínica de células β pancreáticas, inhibiendo localmente el glucagón de células α y 

potenciando el "efecto incretina" (N. Zhang et al., 2019). El hígado capta glucosa para 

oxidación, gluconeogénesis o síntesis de triacilgliceroles, mientras que el excedente llega a 

tejidos periféricos; la insulina moviliza GLUT4 en músculo y tejido adiposo, controlando la 

glucemia postprandial <140 mg/dL (7.8 mmol/L) a las 2 horas (Mihir et al., 2023). 

En ayuno (postabsortivo, >12 h), la insulina disminuida y el glucagón elevado activan la 

glucogenólisis y gluconeogénesis hepática, manteniendo la homeostasis mientras la lipólisis 

adiposa provee ácidos grasos y cetonas como fuentes de energía alternas. En ayuno prolongado 

(>24 h), el cerebro reduce la demanda de glucosa al oxidar cetonas, preservando proteínas 

musculares. A nivel celular, la glucosa entra vía transportadores GLUT (14 isoformas, tejido 

específico: GLUT1/3 en cerebro, GLUT2 en hígado/páncreas/riñón, GLUT4 insulino-regulado 

en músculo/adiposo) (Mihir et al., 2023). En el citosol, hexoquinasa fosforila glucosa a glucosa-

6-fosfato, atrapándola para la glucólisis, vía que genera piruvato, 2 ATP netos y 2 NADH, con 

paso limitante por fosfofructoquinasa-1 inhibida por 2-desoxi-D-glucosa (2DG) (Mihir et al., 

2023). Bajo hipoxia, la glucólisis anaeróbica produce lactato; con oxígeno, piruvato entra al 

ciclo de los ácidos tricarboxílicos (TCA) o ciclo de Krebs mitocondrial, generando 

NADH/FADH2 para fosforilación oxidativa y ~30-32 ATP por glucosa. La gluconeogénesis 

hepática revierte la glicólisis (excepto pasos irreversibles: piruvato-PEP, fructosa-1,6-

bisfosfato-fructosa-6-fosfato, glucosa-6-fosfato-glucosa), usando lactato/glicerol/aminoácidos 

para mantener la glucemia en ayuno. Estas vías se interconectan con el metabolismo lipídico y 

proteico (vía acetil-CoA, pentosa fosfato para NADPH/nucleótidos, ciclo urea para amoníaco), 

destacando cómo dietas altas en glucosa pueden desequilibrar la homeostasis celular si exceden 
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la capacidad de respuesta de la insulina, exacerbando hiperinsulinemias y la resistencia en 

contextos crónicos (Mihir et al., 2023). 

 

1.2. Vías canónicas y no canónicas de la secreción de insulina 

La señalización de insulina en las células β del páncreas sigue un modelo canónico que describe 

cómo la glucosa estimula la secreción de insulina (GSIS, por sus siglas en inglés) (Ramanadham 

et al., 2023). La glucosa ingresa a las células β a través de los transportadores GLUT2 y GLUT1, 

tanto en humanos como en roedores, pero con diferentes grados de expresión, y es rápidamente 

metabolizada a través de la glucólisis y la fosforilación oxidativa (Ramanadham et al., 2023). 

El metabolismo de la glucosa genera adenosín trifosfato (ATP), lo que provoca un aumento en 

la relación ATP/ADP (Ramanadham et al., 2023).  

En las células β pancreáticas, los canales KATP pueden modular la secreción de insulina en 

respuesta a las fluctuaciones de los niveles de glucosa plasmática y, por lo tanto, son un 

importante regulador de la homeostasis de la glucosa (D. Wang et al., 2011). El cierre del canal 

KATP en respuesta al ATP generado metabólicamente reduce la corriente KATP, de modo que las 

corrientes de fondo entrantes contribuyen ahora en mayor medida al potencial de membrana; 

como consecuencia, la membrana se despolariza (Ashcroft & Rorsman, 2013). La 

despolarización abre los canales de Ca2+ dependientes de voltaje (VDCC), permitiendo el flujo 

de Ca2+ citosólico [Ca2+]c (Ramanadham et al., 2023). Este aumento en el [Ca2+]c desencadena 

la fusión de los gránulos de insulina con la membrana citoplasmática y su posterior exocitosis 

(Kalwat & Cobb, 2017; E. Zhang et al., 2019). 

La secreción de insulina en respuesta a la glucosa es bifásica (Ramanadham et al., 2023). Es una 

liberación corta y robusta de insulina (aproximadamente 10 minutos), que proviene 

principalmente del pool fácilmente liberable (RRP) de gránulos pre-acoplados (Ramanadham et 

al., 2023). Esta fase es esencial para preparar al músculo esquelético para la captación sostenida 

de glucosa (Daniel et al., 1999; Rorsman & Renstr�m, 2003; Z. Wang & Thurmond, 2009). La 

segunda fase es una liberación de insulina de menor velocidad, pero prolongada, que implica el 
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reclutamiento de gránulos de insulina desde el pool de almacenamiento distal en el citoplasma 

(Seino et al., 2011).  

Para alcanzar una secreción óptima, la GSIS debe ser amplificada por la señalización del 

adenosín monofosfato cíclico (cAMP) (Ramanadham et al., 2023) (10.1002/cphy.c220031). 

Esta vía de amplificación es independiente de un aumento adicional de [Ca2+]c (Ramanadham 

et al., 2023). Los principales efectores canónicos de la vía de cAMP son la proteína kinasa A 

(PKA) y el factor de intercambio activado por cAMP (Epac2) (Kanno et al., 1998). La PKA 

amplifica la secreción de insulina modulando la función de los canales de Ca2+ (VDCC), los 

canales de K+ (KATP y Kv) (Lee et al., 2018; Light et al., 2002) y aumentando la sensibilidad del 

aparato secretor al Ca2+ (Ramanadham et al., 2023). También regula la expresión génica a través 

de la proteína de unión al elemento de respuesta a AMPc (CREB) (Ramanadham et al., 2023). 

Proteína de intercambio activada por AMP cíclico 2 (Epac2) es un factor de intercambio de 

nucleótidos de guanina (GEF) crucial que potencia la secreción (Niimura et al., 2009). Actúa 

modulando la abundancia de gránulos en el RRP y facilitando la fusión a la membrana 

(Shibasaki et al., 2007). También se ha propuesto que Epac2 activa la fosfolipasa C -ε (PLCε), 

que produce DAG (diacilglicerol), el cual activa a Munc13-1 y a la proteína quinasa C (PKC), 

facilitando la secreción de insulina (C. Song et al., 2002). 

Por otro lado, la Secreción de Insulina Estimulada por Glucosa (GSIS) es potenciada por ácidos 

grasos no esterificados (NEFAs), correlacionada directamente con la longitud de la cadena y la 

saturación de los ácidos grasos (Maedler et al., 2001; Poitout, 2018). Constantemente, la GSIS 

se ve reforzada por dietas enriquecidas con ácidos grasos monoinsaturados (MUFA) o 

poliinsaturados (PUFA) y disminuida por dietas enriquecidas con ácidos grasos saturados 

(Picinato et al., 1998). También se ha demostrado que otros metabolitos del ácido araquidónico 

(AA), como los ácidos hidroxieicosatetraenoicos (HETE), tienen efectos profundos en la GSIS 

(Ramanadham et al., 2023). Otra clase importante de lípidos implicados en la modulación de 

GSIS y DT2 son los esfingolípidos (Straczkowski et al., 2007). Entre ellos, las ceramidas 

inducen RI (Summers, 2010) y disminuyen la transcripción de genes de la insulina (Guo et al., 

2010) y se informa que están elevadas en DT2 (Haus et al., 2009).  
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Existen vías no canónicas emergentes que modulan la secreción de insulina, a menudo 

interactuando directamente con la vía canónica de amplificación de cAMP (Ramanadham et al., 

2023). La isoforma β de la enzima Ca2+-independiente fosfolipasa A2 (iPLA2β) es un 

modulador lipídico esencial que participa en la secreción de insulina estimulada por cAMP 

(cSIS, por sus siglas en inglés) (Ramanadham et al., 2023). La activación de iPLA2β por glucosa 

promueve la acumulación de ácido araquidónico (AA) dentro de la célula β. El AA actúa como 

segundo mensajero, inactivando el canal de K+ rectificador retardado (Kv2.1), lo que prolonga 

la despolarización y aumenta el flujo de Ca2+ para amplificar la GSIS. Estudios recientes 

consideran la disfunción de iPLA2β en las células β crítica para la descompensación asociada 

con la diabetes (Jacobson et al., 2007).  

Por otro lado, la proteína Complemento 1q-like-3 (C1ql3) es una proteína secretada que actúa 

de manera autocrina para inhibir la secreción de insulina (Koltes et al., 2019). C1ql3 se une a su 

receptor, el BAI3 (Brain-specific angiogenesis inhibitor 3), que es un receptor acoplado a 

proteína G (GPCR) (Koltes et al., 2019). La activación de esta vía inhibe potentemente la 

señalización de cAMP, bloqueando casi por completo la secreción de insulina estimulada por 

agonistas como el péptido similar al glucagón-1 (GLP-1). Por lo tanto, es posible que GLP-

1/cAMP, a través de sus efectores Epac2 y PKA, inhiba directamente los canales KATP. Sin 

embargo, el mecanismo molecular por el cual un aumento en la señalización GLP1R modula la 

actividad del canal KATP no se ha dilucidado completamente (Ramanadham et al., 2023). 

1.3. Pérdida de la sensibilidad a la insulina 

Un tejido sensible a la insulina es capaz de activar las vías de señalización intracelular al unirse 

la hormona a su receptor, lo que conduce a la translocación del GLUT4 a la membrana 

plasmática, facilitando así la captación de la glucosa al interior de la célula (Deshmukh, 2016). 

La sensibilidad celular a la insulina se basa en una cascada de señalización molecular bien 

definida (Deshmukh, 2016; Petersen & Shulman, 2018), que comienza con la unión de la 

insulina a su receptor de insulina (IR) en la membrana plasmática, activando su dominio de 

tirosina cinasa (Deshmukh, 2016). Esta activación lleva a la fosforilación de proteínas de 

andamio, especialmente los sustratos del receptor de insulina (IRS), principalmente IRS-1 y 

IRS-2 (Deshmukh, 2016). Los IRS fosforilados reclutan y activan la fosfoinositida 3-cinasa 
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(PI3K), que produce PIP3 (fosfatidilinositol-3,4,5-trisfosfato), a su vez reclutando la proteína 

cinasa B (Akt/PKB) y PDK1 a la membrana (Deshmukh, 2016).  

La activación de Akt, mediante la fosforilación en Thr308 (por PDK1) y Ser473 (por mTORC2), 

es un punto nodal que amplifica la señal (Deshmukh, 2016).  La activación de Akt media el 

transporte de glucosa (Deshmukh, 2016), siendo el músculo esquelético el sitio primario de la 

disposición de glucosa estimulada por insulina (alrededor del 70%-80% de una carga de 

glucosa) (Deshmukh, 2016). El efecto más estudiado en el músculo y el tejido adiposo es la 

translocación del GLUT4 a la membrana plasmática (Deshmukh, 2016), mientras que la insulina 

también promueve la síntesis de glucógeno al activar la glucógeno sintasa (GS) a través de la 

inactivación de la GSK-3 (Glucógeno Sintasa Kinasa 3) mediada por Akt (Petersen & Shulman, 

2018).  

Para cuantificar esta sensibilidad, las técnicas de pinzamiento hiperglucémico y euglucémico 

ofrecen un método fisiológico altamente reproducible para medir tanto la sensibilidad de las 

células β a la glucosa como la sensibilidad tisular periférica a la insulina (DeFronzo et al., 1979). 

Cuando se combinan con trazadores de glucosa, permiten cuantificar la contribución individual 

de los tejidos periféricos (principalmente músculo) y del hígado a la sensibilidad a la insulina 

(Matsuda & DeFronzo, 1999). Por otro lado, el test de tolerancia oral a la glucosa (OGTT) es la 

prueba más común utilizada clínicamente (Matsuda & DeFronzo, 1999). A partir de los 

resultados obtenidos de la OGTT y su respuesta insulínica se han desarrollado índices 

matemáticos para aproximar la sensibilidad o resistencia a la hormona (Matsuda & DeFronzo, 

1999).  

Un índice compuesto que integra valores de glucosa e insulina en ayunas y durante el OGTT, 

como lo es el desarrollado por Matsuda y DeFronzo, muestra una fuerte correlación con el clamp 

hiperinsulinémico-euglicémico (Matsuda & DeFronzo, 1999). Además, el modelo de 

evaluación de homeostasis (HOMA) utiliza concentraciones de glucosa e insulina plasmáticas 

en ayunas para proporcionar un índice de sensibilidad a la insulina, correlacionándose bien con 

el clamp euglucémico (Matsuda & DeFronzo, 1999).  Sin embargo, cuando existe una pérdida 

de la sensibilidad a la insulina, el organismo entra en un estado de RI (Galizzi & Di Carlo, 2022). 

El uso de estos indicadores matemáticos ha demostrado que las personas sanas presentan alta 
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sensibilidad en el músculo esquelético, el hígado y el tejido adiposo, mientras que los individuos 

con obesidad o con DT2 no responden adecuadamente a la hormona y se denominan resistentes 

a la insulina (Galizzi & Di Carlo, 2022).  

 

1.4. Resistencia a insulina fisiológica y patológica 

La pérdida en la sensibilidad a la insulina evoluciona a RI. Un concepto que abarca tanto 

respuestas fisiológicas adaptativas como estados patológicos fundamentales en el desarrollo de 

enfermedades metabólicas y neurodegenerativas. A nivel molecular, la RI se caracteriza por una 

capacidad reducida de la hormona para activar las vías de señalización que culminan con el 

transporte y manejo de glucosa por los tejidos (Petersen & Shulman, 2018), además de la 

incapacidad para suprimir la producción hepática de glucosa, provocando hiperglucemias de 

tipo diabético.  

Los mecanismos moleculares de la RI incluyen defectos en la transducción de señales que 

inhiben la cascada PI3K/Akt y fallan en la translocación de GLUT4 (Deshmukh, 2016), con 

defectos proximales como actividad deteriorada de la tirosina cinasa del receptor de insulina y 

fosforilación disminuida o modificada en IRS-1 (Deshmukh, 2016), regulados negativamente 

por aumento de fosforilación en residuos de serina/treonina en IRS y IR, promovida por quinasas 

activadas por estrés oxidativo e inflamación, como se ha informado en las vías de JNK e IKKβ 

(Wali et al., 2020).  

Además, la acumulación de triglicéridos e incremento de ceramidas ectópicos en los tejidos no 

adiposos, lipotoxicidad esteatótica, y lipo-metabolitos bioactivos, (Petersen & Shulman, 2018), 

activan vías que inhiben la acción de la insulina (Wali et al., 2020), incluyendo diacilglicerol 

(DAG) que activa PKC-ϵ en el hígado y PKC-θ en el músculo (Petersen & Shulman, 2018; Wali 

et al., 2020), fosforilando Thr1160 en el receptor de insulina para inhibir su actividad (Wali et 

al., 2020), y ceramidas (especialmente C16:0 y C18:0) que inducen RI al activar proteína 

fosfatasa 2A (PP2A), desfosforilando Akt (Wali et al., 2020).  
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Además, la oxidación incompleta de ácidos grasos genera acilcarnitinas y especies reactivas de 

oxígeno (ROS) que dañan mitocondrias y también contribuyen a la RI (Deshmukh, 2016; 

Petersen & Shulman, 2018). La inflamación y el estrés celular también juegan roles clave, con 

disfunción de adipocitos reclutando macrófagos que secretan citoquinas proinflamatorias como 

Factor de Necrosis Tumoral alfa (TNFα), Interleucina 6 (IL-6) e Interleucina 12 (IL-12), 

induciendo RI en tejidos sensibles (Wali et al., 2020), y estrés del retículo endoplasmático (ER) 

activando la respuesta de proteínas no plegadas ((UPR, por sus siglas en inglés) que promueve 

fosforilación inhibitoria de IRS-1 vía JNK (Deshmukh, 2016; Petersen & Shulman, 2018). La 

disfunción mitocondrial, con actividad reducida en el músculo esquelético, exacerba la 

acumulación de lípidos intramiocelulares (IMCL) y la RI muscular (Petersen & Shulman, 

2018).  

Aunque la RI es a menudo patológica, también puede ser fisiológica, como en el embarazo, 

donde aumenta gradualmente para asegurar glucosa al feto, equilibrándose con mayor secreción 

de insulina para mantener homeostasis glucémica (Leoni et al., 2022), con reducción del 40-

60% en la disposición periférica de glucosa en el tercer trimestre (Leoni et al., 2022). De manera 

similar, en exposiciones al frío, en respuesta a la inanición, a las infecciones y a los procesos 

febriles e inflamación aguda, este proceso es una adaptación fisiológica para proveer nutrientes 

al o a los tejidos dañados. Asimismo, la RI en músculo y ciertas regiones cerebrales actúa como 

adaptación para prevenir la hipoglucemia y mantener la euglucemia vía lipólisis y 

gluconeogénesis hepática, crucial evolutivamente, pero desadaptativa hoy por 

sobrealimentación, sedentarismo, estrés social y alteraciones circadianas (Scherer et al., 2021). 

1.5. Hiperinsulinemia compensatoria 

Como respuesta a la RI, surge la hiperinsulinemia compensatoria, una adaptación fisiológica 

donde las células β pancreáticas aumentan la secreción de insulina para superar la reducción de 

sensibilidad en tejidos diana y mantener normoglucemia (Petersen & Shulman, 2018). Esta 

sobreproducción implica un incremento en la masa de células β, interpretando este proceso 

como una respuesta a una mayor demanda del control de la vía canónica y no canónica de la 

secreción de insulina, o por resistencia periférica a la hormona (Buettner et al., 2007). Dicha 

sobrecompensación se ha asociado a rutas inducidas por incretinas, como GIP y GLP-1, por la 
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misma insulina, lactógeno placentario, prolactina y estrógenos, así como por intermediarios del 

ciclo de Krebs y algunos ácidos grasos de cadena corta. Todos ellos contribuyen en la vía de 

señalización cAMP/PKA/Epac para proliferación y diferenciación de células β (Ramanadham 

et al., 2023). Crónicamente, la hiperinsulinemia compensatoria desensibiliza los receptores 

periféricos y centrales de insulina, contribuye y es parte fundamental para el desarrollo de RI 

patológica y precede al SMet y a la DT2 (Deshmukh, 2016), manifestándose en intolerancia a 

la glucosa alterada (IGT) asociada a la obesidad durante la fase compensatoria (Ramanadham 

et al., 2023).  

1.6. Paso de la insulina a través de la barrera hematoencefálica 

La acción de la insulina en el sistema nervioso central (SNC) depende críticamente de su 

transporte a través de la barrera hematoencefálica (BBB) (Pemberton et al., 2022). Este 

transporte es fundamental para administrar insulina al cerebro (Nguyen et al., 2023). Este 

proceso se ha investigado durante varias décadas y se caracteriza por ser saturable (Banks, 

Jaspan, Huang, et al., 1997; Baura et al., 1993), unidireccional, de la sangre al cerebro (Cashion 

et al., 1996), selectivo para la insulina (Banks et al., 1996), aunque el grado de especificidad es 

actualmente desconocido, es conservado en todas las especies (Banks, Jaspan, & Kastin, 1997), 

con una tasa variable de transporte entre las regiones cerebrales (Heni et al., 2014), y requiere 

insulina intacta (Gray et al., 2017). Además, el paso de la insulina a través de la BBB es un 

proceso altamente regulado (Nguyen et al., 2023). 

El mecanismo por el cual la insulina atraviesa las células endoteliales cerebrales (BECs) es la 

transcitosis mediada por vesículas, un proceso que típicamente involucra la endocitosis mediada 

por receptores en el lado luminal de la BEC, la transferencia vesicular a través de la célula y la 

exocitosis en el lado abluminal (Gray et al., 2017). Este transporte requiere la funcionalidad de 

las balsas lipídicas (lipid rafts) y un proceso de endocitosis mediada por vesículas (Gray et al., 

2017). La tasa de transporte de insulina (Ki) varía entre las diferentes regiones cerebrales 

(Pemberton et al., 2022), con las regiones que muestran las tasas de transporte más altas, 

incluyendo el bulbo olfatorio y el hipotálamo (Pemberton et al., 2022), mientras que se han 

registrado niveles significativamente menores de insulina en regiones como la amígdala y el 

mesencéfalo (Gray et al., 2017). 
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Respecto al aumento de insulina central, se ha demostrado que la administración de altas 

concentraciones de insulina directamente en el cerebro (intracerebroventricular, ICV) 

disminuyó significativamente la tasa de transporte de 125I-insulina del torrente sanguíneo al 

cerebro en el cerebro completo (en un ~57%) y en el bulbo olfatorio (en un ~82%) (Nguyen et 

al., 2023). Esto apoya la idea de un mecanismo de retroalimentación negativa por el cual los 

altos niveles de insulina en el sistema nervioso central (SNC) ralentizan el sistema de transporte 

de la BBB (Nguyen et al., 2023). Finalmente, el transporte de insulina a través de la barrera 

BBB es un proceso saturable, lo que significa que, si las concentraciones de insulina periférica 

exceden un punto de saturación (alrededor de 10 ng/mL en ratones), la tasa de entrada al cerebro 

no aumenta proporcionalmente, limitando el nivel de insulina central. 

1.7. Insulina periférica e insulina cerebral  

La relación entre la insulina periférica y la insulina cerebral es fundamental, ya que la insulina 

que actúa en el cerebro se deriva primariamente de la circulación periférica y su acceso está 

estrictamente controlado (Tamura et al., 2009). El transporte de la BBB de la insulina está 

modificado por muchos factores séricos (Banks, Jaspan, Huang, et al., 1997; Urayama & Banks, 

2008), tanto en condiciones fisiológicas como patológicas, incluyendo obesidad, diabetes, 

enfermedad de Alzheimer (EA), envejecimiento y ejercicio (A Banks et al., 2022; Rhea & 

Banks, 2019, 2021). Los niveles de insulina en el líquido cefalorraquídeo (LCR) son 

aproximadamente una décima parte de los de la sangre en condiciones basales (Bromander et 

al., 2010; Craft et al., 1998; Stanley et al., 2016) y la insulina se puede detectar en el líquido 

intersticial con niveles similares a los del LCR (Stanley et al., 2016). En ratas, los niveles de 

insulina en el LCR se han reportado en el rango de 2 a 3 µU/mL (Scherer et al., 2021). 

La alimentación con dieta alta en calorías puede interrumpir el transporte de insulina. Por 

ejemplo, el consumo de HFD en un modelo murino durante 4 semanas disminuyó la captación 

de insulina en las células endoteliales cerebrales (BECs) y aumentó la actividad de unión de 

Factor nuclear kappa B (NF-κB) (Gray et al., 2017). Además, la eficiencia del transporte de 

insulina a través de la BBB puede disminuir debido a condiciones patológicas como la obesidad, 

la inflamación y la EA (Galizzi & Di Carlo, 2022). 
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La RI cerebral se puede originar, en parte, debido a la reducción del transporte de insulina a 

través de la BBB (Scherer et al., 2021), lo que se evidencia en la reducción del cociente 

LCR/plasma de insulina, que se observa en humanos con RI sistémica, en individuos mayores 

con enfermedades neurodegenerativas como la EA (Scherer et al., 2021). La hipoinsulinemia 

cerebral relativa surge en estados de RI agravada, donde el transporte saturable de insulina a 

través de la BBB genera una hipoinsulinemia relativa en el cerebro en comparación con la 

periferia, a pesar de la hiperinsulinemia sistémica (Scherer et al., 2021). Estudios realizados en 

modelos de roedores con hiperinsulinemia (ratones obesos) e hipoinsulinemia (ratas tratadas 

con estreptozotocina) demostraron que la concentración de insulina en el SNC era independiente 

de los niveles de insulina periférica (Scherer et al., 2021). 

Aunque la principal fuente de insulina cerebral es pancreática, existe debate sobre la síntesis 

endógena de insulina en ciertas regiones del cerebro (Flear et al., 1998). Se ha reportado la 

presencia de receptores de insulina en varias regiones cerebrales, con las concentraciones más 

altas en el bulbo olfatorio y el hipotálamo (Galizzi & Di Carlo, 2022), además de identificarse 

receptores de insulina en el hipocampo, el estriado, el cerebelo y la corteza cerebral (Galizzi & 

Di Carlo, 2022). La identificación de RI cerebral llevó al reporte de la síntesis extrapancreática 

de insulina (Scherer et al., 2021), con detección de ARN mensajero (mRNA) y proteína de 

proinsulina endógena en neuronas piramidales del hipocampo y del bulbo olfatorio (Scherer et 

al., 2021). Sin embargo, la síntesis de péptidos de insulina en el cerebro en cantidades 

fisiológicamente relevantes sigue siendo controvertida (Scherer et al., 2021), ya que algunos 

estudios no han descartado de manera convincente que los péptidos de insulina detectados en 

las células cerebrales provengan simplemente de la circulación (Scherer et al., 2021). 

1.8. Acciones de la insulina en el cerebro 

Una vez presente en el SNC, la insulina actúa como una hormona pleiotrópica, regulando el 

metabolismo, la cognición y el estado de ánimo (Pemberton et al., 2022). Esencialmente, la 

insulina en el SNC es crucial para la regulación integrada del metabolismo corporal, más allá 

del control glucémico directo (Petersen & Shulman, 2018). Una función importante de la 

insulina en el cerebro es la supresión del apetito (Benedict et al., 2008; Woods et al., 1979), y 

se ha demostrado que la señalización del SNC regula la acción de la insulina hepática a través 
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de mecanismos independientes del balance energético (Petersen & Shulman, 2018). Por 

ejemplo, la acción de la insulina en ciertas regiones del hipotálamo puede suprimir la producción 

hepática de glucosa (Obici et al., 2002; Pocai et al., 2005), promover la captación de glucosa en 

el músculo (Koch et al., 2008) suprimir la lipólisis del tejido adiposo (Koch et al., 2008; Scherer 

et al., 2011)  y suprimir la secreción de glucagón (Paranjape et al., 2010) en roedores. 

Además, la insulina en el SNC es neuroprotectora, ya que participa activa y positivamente en 

los procesos de sinaptogénesis y el crecimiento neuronal (Flear et al., 1998) y ha demostrado 

ser beneficiosa para mejorar la cognición y la memoria (Flear et al., 1998). De hecho, se está 

investigando la terapia con insulina intranasal para el tratamiento del deterioro cognitivo en 

pacientes con enfermedad de Alzheimer (AD) (Nguyen et al., 2023). La insulina central es 

esencial para la plasticidad sináptica y la potenciación a largo plazo (LTP) (Galizzi & Di Carlo, 

2022), modulando la endocitosis de los receptores AMPA (ácido α-amino-3-hidroxi-5-metil-4-

isoxa- zolpropiónic)y la transferencia de los receptores NMDA (N-metil-D-aspartato) a la 

membrana postsínáptica (Galizzi & Di Carlo, 2022). Asimismo, está involucrada en el 

desarrollo neuronal, como el crecimiento de neuritas y la guía axonal, demostrado mediante la 

activación de la vía PI3K/Akt (Galizzi & Di Carlo, 2022). 

La acción de la insulina en el cerebro se orquesta principalmente a través de la vía del receptor 

de insulina, la cual converge en la quinasa Akt y el sensor de energía AMPK (cinasa activada 

por AMP) (Galizzi & Di Carlo, 2022; Hees et al., 2024). En la vía PI3K/Akt, que maneja efectos 

metabólicos y antiapoptóticos, la unión de la insulina al receptor de insulina activa la PI3K, que 

a su vez activa la Akt, responsable de la mayoría de los efectos metabólicos (Galizzi & Di Carlo, 

2022). Esto incluye un mecanismo antiapoptótico: Akt se acumula en las mitocondrias, 

fosforilando GSK-3β y hexoquinasa II (HKII), lo que inhibe la apoptosis (Galizzi & Di Carlo, 

2022). Además, la insulina revierte disfunciones inducidas por el amiloide β (Aβ), como el estrés 

oxidativo y la apoptosis, al activar Akt y orquestar el tráfico molecular (Galizzi & Di Carlo, 

2022). En términos de dinámica mitocondrial, el tratamiento con insulina o factor de crecimiento 

similar a la insulina tipo 1 (IGF-1) reduce la generación de ROS mitocondriales y la 

fosforilación de proteína relacionada con la dinamin-1 (DRP1), una proteína clave en la fisión, 
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a través de la vía PI3K/Akt, sugiriendo una mejora en la función mitocondrial (Galizzi & Di 

Carlo, 2022). 

Por otro lado, en la regulación metabólica de la mitofagia a través de la vía AMPK-PINK1 

(quinasa 1inducida por PTEN), se ha descubierto recientemente que la señalización de insulina 

controla la localización del ARN mensajero (Pink1 mRNA) y la actividad de la proteína PINK1, 

un sensor de daño mitocondrial crucial para la mitofagia a través de AMPK (Hees et al., 2024). 

La activación de la vía de la insulina conduce a la inhibición de AMPK (Hees et al., 2024), lo 

que provoca la disociación del Pink1 mRNA de la superficie mitocondrial. Esta disociación, es 

un paso necesario para aumentar la disponibilidad de la proteína PINK1 y activar la mitofagia 

(Hees et al., 2024). 

1.9. Insulina e hipocampo  

El hipocampo es una de las áreas del SNC de mayor interés debido a su papel fundamental en 

la regulación de la cognición, el aprendizaje y la memoria (Spinelli et al., 2007). La insulina 

ejerce una acción trófica en esta región, y su función es sensible a los cambios metabólicos 

periféricos (Spinelli et al., 2019). De hecho, el hipocampo es altamente sensible a la insulina y 

expresa una densidad significativa de receptores, incluyendo tanto el receptor de insulina como 

el IGF-1R (Spinelli et al., 2007). Además, es una de las áreas cerebrales donde se generan nuevas 

neuronas a lo largo de la vida adulta, proceso conocido como neurogénesis adulta, y la 

activación de la vía de insulina/IGF-I regula la salida de los neuroblastos de la quiescencia, 

promoviendo la supervivencia, proliferación y diferenciación de las células madre neurales 

(NSCs) (Spinelli et al., 2007, 2019)  

Sin embargo, alteraciones en la señalización de insulina en el hipocampo pueden alterar 

significativamente la función cognitiva y acelerar la progresión de enfermedades 

neurodegenerativas, siendo un factor clave en la patogénesis de enfermedades como la EA 

(Spinelli et al., 2007). Por ejemplo, la HFD perjudica la señalización de la insulina en el 

hipocampo, lo que conduce a una reducción del factor neurotrófico derivado del cerebro 

(BDNF) y la plasticidad neuronal (Spinelli et al., 2007, 2019), además de neuroinflamación 

hipocampal caracterizada por la activación de microglía y astrocitos, y un aumento de citoquinas 
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proinflamatorias como IL-6 y TNF-α (Spinelli et al., 2019). Esto también genera un aumento 

del estrés oxidativo (Spinelli et al., 2019) y cambios en la neurotransmisión, con una 

disminución en la concentración de ácido gamma-aminobutírico (GABA) y alteraciones en el 

metabolismo del glutamato en el hipocampo (Labban et al., 2020). 

La RI a nivel hipocampal puede causar un deterioro de la plasticidad sináptica, incluyendo la 

pérdida o disminución de la LTP y la depresión a largo plazo (LTD), así como del aprendizaje 

espacial (Spinelli et al., 2019). Además, implica la inhibición de la vía de señalización del 

receptor de insulina (IR/IRS-1/PI3K/Akt) y la sobreactivación de la GSK-3β (Spinelli et al., 

2007, 2019), siendo la GSK-3β crítica porque su activación hiperfosforila la proteína tau, un 

sello distintivo de la patogénesis de EA (Spinelli et al., 2019). 

1.10. Dinámica y función mitocondrial 

La dinámica mitocondrial describe el complejo conjunto de procesos mediante los cuales las 

mitocondrias, lejos de ser organelos estáticos, experimentan cambios constantes de forma, 

movimiento y organización para adaptarse a las demandas metabólicas, asegurar el control de 

calidad celular e influir en el destino de la célula (Schaffer & Suleiman, 2007). Esta dinámica 

es crucial para la homeostasis celular , especialmente en células de alta demanda energética y 

estructura polarizada, como las neuronas (Bustamante-Barrientos et al., 2023).  

La morfología de la red mitocondrial resulta del equilibrio entre los procesos opuestos de fisión 

(división) y fusión (unión), mecanismos mediados por grandes GTPasas relacionadas con la 

dinamina (Wang et al., 2022). La fusión permite que los contenidos de los orgánulos, incluido 

el ADN mitocondrial (ADNmt), se mezclen, lo que se considera un mecanismo para 

complementar mitocondrias parcialmente dañadas y proteger contra el estrés y la 

neurodegeneración (Bustamante-Barrientos et al., 2023). Este proceso requiere la participación 

de mitofusinas (MFN1 y MFN2) en la membrana mitocondrial externa (OMM) y la proteína 

OPA1 (Optic Atrophy 1) en la membrana mitocondrial interna (IMM) (Galloway et al., 2012), 

donde MFN1 y MFN2 son estructuralmente similares (Alan & Scorrano, 2022; Giacomello et 

al., 2020). Las mitocondrias fusionadas o elongadas maximizan la producción de ATP y 
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favorecen la supervivencia celular, ya que permiten la mezcla de contenido mitocondrial para 

reparar componentes dañados (Song et al., 2025). 

Por otro lado, la fisión es esencial para segregar las mitocondrias dañadas del resto de la red, 

facilitando su posterior degradación (Wang et al., 2022), y también es necesaria para una 

distribución adecuada de los orgánulos durante la división celular y en los axones (Gao et al., 

2017; N. Song et al., 2024). Este proceso está orquestado por la proteína citosólica DRP1 

(Dynamin-related protein 1), una GTPasa que se recluta a la OMM a través de receptores como 

MFF (Mitochondrial Fission Factor), FIS1 y MiD49/51 (Galloway et al., 2012). La fosforilación 

de DRP1 por la PKA lo mantiene en el citosol, inhibiendo la fisión, mientras que su 

desfosforilación por la fosfatasa dependiente de Ca²⁺, la calcineurina, promueve su translocación 

a las mitocondrias e induce la fisión (Giacomello et al., 2020). En el contexto neuronal, la fisión 

es crucial para el transporte de mitocondrias a lo largo de los axones hacia las sinapsis distales 

(Klacanova et al., 2019). Además, el procesamiento proteolítico de OPA1 por metaloproteasas 

de la IMM, como OMA1 y YME1L, actúa como un punto de control de calidad (Galloway et 

al., 2012), donde la disipación del potencial de membrana (ΔΨm) o la inhibición de la OXPHOS 

desencadenan el procesamiento mediado por OMA1, generando formas cortas (S-OPA1) que 

inhiben la fusión y promueven la fisión, facilitando la eliminación de mitocondrias dañadas 

(Alan & Scorrano, 2022). 

La organización de la IMM en crestas es otro componente crucial de la dinámica mitocondrial 

para la eficiencia bioenergética (Giacomello et al., 2020), ya que alberga la maquinaria de la 

OXPHOS y su arquitectura dinámica se adapta a la demanda metabólica (Giacomello et al., 

2020) . Una arquitectura de crestas ajustada aumenta la eficiencia respiratoria y favorece el 

ensamblaje de supercomplejos respiratorios (SC) (Gao et al., 2017). OPA1 no solo regula la 

fusión, sino que también es fundamental para la remodelación de las crestas, controlando la 

apertura y cierre de las uniones de las crestas (Alan & Scorrano, 2022), junto con el complejo 

MICOS (Mitochondrial Contact Site and Cristae Organizing System), que es clave para 

mantener las uniones de las crestas y la arquitectura general (Alan & Scorrano, 2022).  

OPA1, en conjunto con MICOS, regula la arquitectura de las crestas, por lo que la alteración de 

OPA1 compromete su estructura (Alan & Scorrano, 2022). El equilibrio entre fisión y fusión se 
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ajusta en respuesta a las demandas energéticas; por ejemplo, la restricción de nutrientes o el 

ayuno inducen la fusión para maximizar la producción de ATP (Pyakurel et al., 2015), mientras 

que el exceso de nutrientes o el estrés promueve la fisión (M. Song et al., 2025). 

La mitofagia es la degradación selectiva de mitocondrias dañadas o superfluas mediante el 

proceso de autofagia (Liu et al., 2023), donde la quinasa mitocondrial PINK1 detecta el daño 

(Bustamante-Barrientos et al., 2023). En mitocondrias sanas, PINK1 se importa rápidamente a 

la matriz y se degrada, pero si el ΔΨm colapsa, PINK1 se estabiliza en la OMM y comienza a 

acumularse (Bustamante-Barrientos et al., 2023). Esta acumulación de PINK1 lleva a la 

fosforilación de la ubiquitina en Ser65 (Liu et al., 2023), lo que activa la E3 ubiquitina ligasa 

Parkin, que se transloca desde el citosol a la OMM de la mitocondria dañada (Liu et al., 2023). 

A continuación, Parkin ubiquitina proteínas en la OMM (Liu et al., 2023), en particular las 

proteínas de fusión Mfn1 y Mfn2, dirigiéndolas a la degradación proteasomal (Liu et al., 2023). 

Por otro lado, la biogénesis mitocondrial es un proceso fundamental y altamente regulado 

mediante el cual la célula aumenta la cantidad de mitocondrias (Liu et al., 2023), con el 

coactivador del receptor activado por proliferadores de peroxisomas γ 1α (PGC-1α) actuando 

como el principal regulador transcripcional (N. Song et al., 2024). PGC-1α impulsa la expresión 

de factores respiratorios nucleares (NRF1 y NRF2), que a su vez controlan la expresión de genes 

que codifican subunidades OXPHOS y regulan la expresión del factor de transcripción A 

mitocondrial (TFAM), el cual promueve la replicación y transcripción del ADNmt (Bustamante-

Barrientos et al., 2023). 

El movimiento, o tráfico, es vital para distribuir ATP y amortiguar Ca²⁺ en sitios de alta 

demanda, especialmente en las neuronas, donde el transporte axonal a larga distancia es esencial 

(Schaffer & Suleiman, 2007). Este transporte bidireccional ocurre a lo largo de los microtúbulos, 

utilizando cinesinas (Kinesin-1/KIF5) para el movimiento anterógrado y dineína/dinactina para 

el retrógrado (Gao et al., 2017). 

Las mitocondrias son esenciales para el metabolismo celular, desempeñando un papel 

fundamental en diversos procesos, como la producción de ATP a través del TCA y OXPHOS, 

la biosíntesis de hormonas esteroideas, el metabolismo y señalización de Ca²⁺, la homeostasis 
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del hierro, la β-oxidación de ácidos grasos y la muerte celular (W. Chen et al., 2023). La 

OXPHOS y la cadena de transporte de electrones (ETC) representan la función mitocondrial 

más crítica, siendo el mecanismo más eficiente para la producción de energía biológica en la 

célula (Schaffer & Suleiman, 2007). La ETC está compuesta por cuatro complejos proteicos (I, 

II, III y IV) y la ATP sintasa (Complejo V), todos ubicados en la IMM (Bustamante-Barrientos 

et al., 2023).  

En la IMM, los complejos respiratorios no residen como entidades individuales que se difunden 

libremente, sino que se ensamblan en estructuras cuaternarias estables conocidas como 

supercomplejos (SCs) o respirasomas (Frenzel et al., 2010). La organización de los SCs presenta 

una marcada especificidad tisular y celular (Frenzel et al., 2010); por ejemplo, en las neuronas, 

el Complejo I se ensambla eficientemente en SCs, mientras que, en los astrocitos, el ensamblaje 

es menos eficiente, lo que se correlaciona con una mayor producción de ROS en los astrocitos 

(Zheng et al., 2023). La abundancia de SCs puede ser regulada por el estado metabólico y la 

disponibilidad de sustratos (Zheng et al., 2023), como la oxidación de ácidos grasos, que 

promueve niveles más altos de SCs en mitocondrias cardíacas que el piruvato (un sustrato 

derivado de carbohidratos) (Zheng et al., 2023). 

La ETC recibe electrones de cofactores reducidos NADH (nicotinamida adenina dinucleótido) 

y FADH₂  (flavin adenina dinucleótido) producidos por el ciclo de Krebs y la glucólisis (Alan 

& Scorrano, 2022; Bustamante-Barrientos et al., 2023). El flujo de estos electrones a través de 

los complejos I, III y IV es un proceso exergónico que impulsa el bombeo de protones (H⁺) 

desde la matriz hacia el espacio intermembrana (IMS) (Bustamante-Barrientos et al., 2023). Este 

bombeo de H⁺ establece la fuerza protón-motriz (Δp), la cual representa la energía conservada 

y es esencial para la operación del principio quimiosmótico de conservación de energía 

(Schaffer & Suleiman, 2007). El Δp se compone de dos elementos principales: el potencial de 

membrana mitocondrial (ΔΨm), que es el gradiente eléctrico o de carga y el componente 

dominante del Δp, crucial para la regulación de la captación de Ca²⁺ y la importación de 

proteínas en la mitocondria (Schaffer & Suleiman, 2007), y el gradiente de pH (ΔpHm), que es 

el gradiente de concentración de H⁺ (Perry et al., 2011). La energía almacenada en el Δp es 
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utilizada por la F₁F₀-ATP sintasa (Complejo V) para catalizar la síntesis de ATP a partir de ADP 

y fosfato inorgánico (Pi) (Alan & Scorrano, 2022). 

1.11. Bioenergética mitocondrial hipocampal 

Investigaciones como las de Beckervordersandforth et al., (2017) han revelado que la 

neurogénesis hipocampal depende críticamente de la ETC mitocondrial y de la OXPHOS, 

especialmente en células progenitoras intermedias proliferantes. Mientras que Trigo et al., 

(2022) enfatizan que la plasticidad de la red mitocondrial es esencial para satisfacer las 

diferentes demandas energéticas y mantener la homeostasis neuronal. Las alteraciones 

metabólicas pueden afectar significativamente la función hipocampal, como notaron Jia Yao et 

al. (2011a), quienes observaron que una bioenergética mitocondrial comprometida puede 

conducir a cambios metabólicos de vías cetogénicas impulsadas por la glucosa a vías menos 

eficientes, desencadenando procesos neuropatológicos que hacen al hipocampo particularmente 

vulnerable a los cambios metabólicos relacionados con la edad. 

El cerebro tiene una demanda energética excepcionalmente alta, consumiendo hasta el 20% del 

gasto metabólico del cuerpo y el 25% de la glucosa total (Trigo et al., 2022), con las neuronas 

consumiendo entre el 70% y el 80% de esa energía y dependiendo estrictamente del 

metabolismo aeróbico para la producción de ATP (Trigo et al., 2022). El hipocampo, una de las 

pocas áreas del cerebro donde ocurre la neurogénesis adulta (la generación continua de nuevas 

neuronas), requiere que esta demanda energética se satisfaga rápidamente para mantener la 

homeostasis (Beckervordersandforth et al., 2017; Trigo et al., 2022). La bioenergética 

mitocondrial en el hipocampo juega un papel crucial en el mantenimiento de la salud neuronal 

y es altamente sensible a las interrupciones metabólicas, dependiendo fuertemente de la 

interacción metabólica entre neuronas y astrocitos, particularmente a través del transporte de 

lactato astrocito-neurona (ANLS) (Qi et al., 2020). 

En este proceso, el glutamato liberado por las neuronas activas en el hipocampo estimula la 

glucólisis astrocítica y la producción de lactato, el cual es utilizado por las neuronas para 

mantener sus actividades sinápticas y su metabolismo oxidativo (Mulica et al., 2021; Qi et al., 

2020) Se ha demostrado que este transporte de lactato de astrocito a neurona es necesario para 
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la formación de la memoria a largo plazo en el hipocampo (Qi et al., 2020), aunque en neuronas 

envejecidas se observa una dependencia reducida del lactato astrocítico, junto con una alteración 

en la comunicación metabólica, y esta alteración del ANLS se ha reportado en modelos de EA 

y esclerosis lateral amiotrófica (ELA) (Qi et al., 2020). Las mitocondrias, como orgánulos 

multifacéticos, desempeñan una amplia gama de funciones esenciales, especialmente en tejidos 

de alta demanda energética como el cerebro (M. Song et al., 2025), sustentando la estructura 

axonal en las neuronas, proporcionando energía para el reciclaje de neurotransmisores, el 

funcionamiento de receptores y canales iónicos, y el suministro de energía para la síntesis de 

proteínas local necesaria para la plasticidad sináptica (M. Song et al., 2025). 

1.12. Distribución mitocondrial en neuronas hipocampales 

Las neuronas son células altamente polarizadas con estructuras complejas, que incluyen axones 

largos y dendritas, y debido al gran tamaño de la neurona, el cual impide la rápida difusión de 

ATP desde el soma a las regiones distales, las mitocondrias deben ser transportadas activamente 

para proporcionar ATP y amortiguación de calcio (Bustamante-Barrientos et al., 2023). La 

distribución y la morfología de las mitocondrias en las neuronas del hipocampo son altamente 

dinámicas y especializadas, reflejando las elevadas demandas energéticas y los distintos roles 

metabólicos en las diferentes regiones subcelulares y etapas de maduración neuronal (Trigo et 

al., 2022). La posición de las mitocondrias en una célula está determinada principalmente por 

su transporte a lo largo de las vías del citoesqueleto, y esta característica es particularmente 

relevante para las neuronas, ya que la longitud axonal requiere una distribución correcta de las 

mitocondrias para satisfacer los requisitos metabólicos locales (Hollenbeck & Saxton, 2005). El 

transporte axonal de mitocondrias se lleva a cabo a través de microtúbulos y neurofilamentos 

(Trigo et al., 2022), donde el transporte retrógrado involucra motores de dineína, mientras que 

el transporte anterógrado utiliza motores de cinesina (Trigo et al., 2022). 

Las mitocondrias se acumulan en ubicaciones subcelulares neuronales específicas, lo que se 

especula que es el resultado de un reclutamiento activo de mitocondrias impulsado por el 

aumento de las necesidades metabólicas locales (Trigo et al., 2022). Un ejemplo es la 

restauración de la homeostasis axonal después de la conducción del impulso nervioso, donde la 

bomba de sodio y potasio ATPasa requiere un aporte energético constante (Trigo et al., 2022). 
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Por ello, resulta escencial que la red mitocondrial sea plástica y dinámica, pudiendo pasar de 

estructuras fragmentadas a estructuras tubulares grandes y completamente conectadas a lo largo 

del citoplasma (Trigo et al., 2022), disponibles para responder a los requerimientos de la célula. 

Las mitocondrias son determinantes clave de la bioenergética sináptica y, en las neuronas, se 

clasifican según su forma, asociada con su capacidad energética. Por ejemplo, las mitocondrias 

presinápticas están ubicadas estratégicamente para responder a las altas demandas energéticas 

locales requeridas para la transmisión sináptica (Mendelsohn et al., 2022). Un análisis en el 

cerebelo mostró que las mitocondrias globulares, más frecuentes en terminales presinápticas, 

presentan alta capacidad energética (Mendelsohn et al., 2022), con mayor densidad de uniones 

de cresta (CJs) y un factor de forma de cresta elevado (relación entre el área de la membrana de 

cresta y el volumen) (Mendelsohn et al., 2022). Asimismo, en reconstrucciones 3D de 

mitocondrias presinápticas y axonales, los orgánulos se clasificaron en dos categorías 

principales: globulares y elongadas (Mendelsohn et al., 2022). Las mitocondrias globulares, más 

frecuentes en terminales presinápticas, mostraron características de alta capacidad energética, 

como una mayor densidad de uniones de cresta y un factor de forma de cresta más alto, lo que 

sugiere una alta capacidad para la producción de ATP (Mendelsohn et al., 2022). Por otra parte, 

las mitocondrias elongadas son orgánulos con una relación de aspecto mayor, más largos y 

delgados, compuestos por una mezcla de mitocondrias axonales y presinápticas (Mendelsohn et 

al., 2022). En consecuencia, la distribución y morfología dinámica de las mitocondrias son 

esenciales para mantener la homeostasis energética neuronal y están directamente implicadas 

en el deterioro observado en el envejecimiento y las enfermedades neurodegenerativas (Trigo 

et al., 2022). 

1.13. Disfunción mitocondrial hipocampal y sus consecuencias 

El cerebro tiene una demanda energética excepcionalmente alta, lo que lo hace particularmente 

sensible a la disfunción mitocondrial (Trigo et al., 2022). Esta disfunción mitocondrial 

hipocampal y sus consecuencias son un eje central en la comprensión del deterioro cognitivo 

asociado a las enfermedades metabólicas, el envejecimiento y las enfermedades 

neurodegenerativas, ya que el hipocampo, crucial para el aprendizaje y la memoria, es un órgano 

con una demanda energética excepcionalmente alta (Trigo et al., 2022). La disfunción 
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mitocondrial y el subsiguiente déficit bioenergético se consideran eventos antecedentes y 

potencialmente causales de los mecanismos de neurodegeneración (Trigo et al., 2022). Por 

ejemplo, existe un declive significativo y dependiente de la edad en la captación de glucosa en 

el hipocampo (Trigo et al., 2022), y los déficits en la maquinaria catalítica mitocondrial 

contribuyen a un estado de hipometabolismo y estrés oxidativo (Trigo et al., 2022). De hecho, 

el hipometabolismo cerebral de la glucosa y la disfunción bioenergética son eventos 

antecedentes a la EA, precediendo a menudo a los síntomas clínicos por años (Yao et al., 2011). 

Asimismo, estudios han demostrando una reducción en la actividad de los complejos de la ETC, 

particularmente los complejos I y IV, en cerebros envejecidos y en pacientes con EA (Trigo et 

al., 2022). 

Además, la alteración de la señalización de la insulina en el hipocampo se asocia con defectos 

bioenergéticos (He et al., 2025), y la RI cerebral impacta negativamente la neuroplasticidad 

hipocampal (Spinelli et al., 2019). La insuficiencia bioenergética en el hipocampo tiene 

consecuencias devastadoras para la función neuronal y la estructura del SNC, ya que los déficits 

bioenergéticos contribuyen sustancialmente al declive cognitivo observado durante el 

envejecimiento y en los trastornos neurodegenerativos (Trigo et al., 2022). La reducción de la 

energía disponible compromete la función neuronal, con la disminución de ATP y la 

señalización neuronal inadecuada  (Trigo et al., 2022). Esto afecta directamente la cognición, el 

aprendizaje y la memoria (Trigo et al., 2022). 

La disfunción mitocondrial aumenta la producción de ROS (Trigo et al., 2022) como un 

subproducto de la OXPHOSP, y este aumento provoca daño oxidativo a macromoléculas, lo 

que, si supera los niveles fisiológicos, puede causar muerte celular ("distrés oxidativo") (Trigo 

et al., 2022; Yao et al., 2011). El estrés oxidativo está fuertemente implicado en la patogénesis 

de las enfermedades neurodegenerativas (Trigo et al., 2022), como en el caso del Aβ, que se 

acumula dentro de las mitocondrias e interactúa con la proteína ABAD (Aβ-binding-alcohol-

dehydrogenase), resultando en una disminución de la actividad de COX (citocromo c oxidasa) 

y un aumento del estrés oxidativo (Yao et al., 2011). La disfunción mitocondrial exacerba la 

generación de Aβ, creando un círculo vicioso (Yao et al., 2011), y los agregados Aβ y tau en 

conjunto deterioran el sistema de fosforilación oxidativa (Yao et al., 2011). Además, el deterioro 
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del transporte mitocondrial y la función se ven comprometidos por las proteínas relacionadas 

con la EA, como Aβ y tau (Mendelsohn et al., 2022; Trigo et al., 2022), donde la producción 

del péptido Aβ (implicado en la EA) causa un desequilibrio dinámico con un marcado aumento 

en la fisión (Bustamante-Barrientos et al., 2023), lo que resulta en fragmentación mitocondrial, 

disminución del potencial de membrana mitocondrial (MMP) y agotamiento de mitocondrias en 

las terminales sinápticas distales (J. Wang et al., 2022). 

La disfunción mitocondrial también contribuye a la señalización apoptótica perturbada y 

desencadena respuestas inflamatorias (Trigo et al., 2022), como en la EA, donde el manejo 

defectuoso del Ca²⁺ mitocondrial contribuye a la excitotoxicidad inducida por glutamato y a la 

pérdida neuronal (Trigo et al., 2022). Esta disfunción mitocondrial inducida por dietas ricas en 

grasa se evidencia claramente en tejidos con alta demanda energética, como el corazón, y está 

fuertemente asociada con la resistencia a la insulina y la diabetes. La relación entre las dietas 

altas en calorías y la disfunción mitocondrial es un área de investigación crítica, ya que el 

consumo crónico de dietas altocalóricas se considera un modelo primario para estudiar la 

patogénesis de la RI, la obesidad y los trastornos neurodegenerativos, incluido el deterioro 

cognitivo (Petersen & Shulman, 2018), tanto en humanos como en roedores (Petersen & 

Shulman, 2018). 

Además, esta disfunción mitocondrial derivada de dietas altas en calorías se extiende a procesos 

inflamatorios en el cerebro, donde el sobreconsumo de calorías induce neuroinflamación 

hipocampal, caracterizada por la activación de NF-κB y el aumento de citocinas 

proinflamatorias como IL-6 e IL-12 (Labban et al., 2020), lo que puede contribuir al daño 

neuronal. Se ha demostrado que este consumo induce la activación de microglía y astrocitos, 

aumentando los mediadores proinflamatorios como el TNF-α, IL-1β e IL-6 en el hipocampo de 

ratones (Labban et al., 2020; Spinelli et al., 2019). 

En resumen, la disfunción mitocondrial inducida por HCD, caracterizadas por un exceso de 

lípidos y/o carbohidratos simples, altera la bioenergética neuronal y la señalización de insulina, 

a través de mecanismos como el estrés oxidativo, la inflamación y la fragmentación 

mitocondrial, lo que compromete la plasticidad sináptica y acelera procesos neurodegenerativos 

como la EA.  
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2. PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA   

 

Las enfermedades crónicas no transmisibles se han convertido en una de las principales 

amenazas para la salud a nivel mundial. Aunque la resistencia a la insulina surgió en el mundo 

occidental, su prevalencia ha aumentado progresivamente en diversas regiones del mundo 

(Saklayen, 2018). En México, la obesidad abdominal y las dislipidemias, tanto de manera 

individual como en conjunto, son resultantes de la resistencia a la insulina patológica (RIP), 

situando a esta población en un alto riesgo de desarrollar DT2 (Freemantle et al., 2008; Warraich 

& Rana, 2017) y enfermedades cardiovasculares (ECV) (Schneider et al., 2010). Por ello, 

fortalecer las estrategias de prevención y control es una prioridad.  

 

Desde 2012, en México se ha registrado un incremento sostenido en la prevalencia de obesidad, 

hipertensión, DT2 y dislipidemias, consolidándose como un grave problema de salud pública 

(Ortiz-Rodríguez et al., 2022). A nivel global en 2018, se reportaron más de mil millones de 

personas con estos padecimientos (Saklayen, 2018). De manera específica, en México durante 

ese mismo año, la prevalencia de esta condición fue del 56% en comparación con el 40% 

reportado en 2006. Asimismo, entre los adultos mayores de 60 años, la prevalencia pasó del 

68% en 2006 al 77% en 2016 (Rojas-Martínez et al., 2021). Estos datos reflejan una tendencia 

creciente de RIP y sus complicaciones en la población mexicana a lo largo de los últimos doce 

años. 

 

A nivel mundial, el costo total de la RIP y sus complicaciones, que incluye el costo de la atención 

médica y la pérdida de productividad económica potencial, asciende a billones de dólares, y se 

proyecta que esta cifra continuará aumentando si no se implementan acciones concertadas a 

nivel gubernamental y social para modificar los estilos de vida que favorecen su desarrollo 

(Saklayen, 2018). La tendencia actual no es sostenible a menos que se encuentren intervenciones 

efectivas para su prevención y control. 

 

Recientemente, múltiples estudios han evidenciado una asociación significativa entre la 

resistencia a la RIP, la disfunción mitocondrial y el desarrollo de enfermedades 
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neurodegenerativas (END). La RIP contribuye mediante diversos mecanismos, como 

alteraciones en el metabolismo energético, incremento del estrés oxidativo y disfunción 

mitocondrial, lo que puede comprometer la función neuronal y la homeostasis de los 

neurotransmisores (Matioli & Nitrini, 2015).  

 

Las END, en particular la EA y la enfermedad de Parkinson (EP), representan un creciente 

desafío sanitario tanto en México como a nivel global. Se estima que el número de personas con 

demencia aumentará de 57,4 millones de casos en todo el mundo en 2019 a 152,8 millones de 

casos en 2050 (Nichols et al., 2022). En México, la prevalencia de EA alcanza el 7,3 %, con una 

incidencia de 27,3 casos por cada 1.000 personas/año (Gutiérrez-Robledo, L. Arrieta-Cruz, 

2015), y se estima que para 2050 habrá 3,5 millones de personas afectadas (Choez-García et al., 

2020).  

 

Dado este panorama, resulta fundamental entender los mecanismos celulares y moleculares que 

vinculan la RIP con la neurodegeneración.  

 

En este contexto, surge la siguiente pregunta de investigación: ¿Cuál es el efecto de la 

resistencia a la insulina inducida por una dieta hiperglucídica en la dinámica, morfología 

y bioenergética mitocondrial en el hipocampo de ratas Wistar? 
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3. JUSTIFICACIÓN 

 

Las modificaciones en los patrones de consumo alimentario, especialmente el aumento en la 

ingesta de alimentos hipercalóricos y ultraprocesados, han contribuido al incremento en la 

prevalencia de enfermedades crónicas no transmisibles. En este contexto, la investigación se ha 

centrado cada vez más en comprender las causas metabólicas subyacentes y los efectos 

sistémicos del consumo de este tipo de dietas, dada su creciente repercusión sobre la salud 

global. 

 

Una dieta occidental típica, rica en azúcares y grasas saturadas, combinada con un estilo de vida 

sedentario, puede tener efectos perjudiciales sobre la función cerebral, particularmente al alterar 

los procesos bioenergéticos que tienen lugar en las mitocondrias (Advani et al., 2021; Murtaza 

et al., 2021). En especial, el consumo sostenido de HCD puede inducir un desequilibrio en los 

mecanismos de la dinámica mitocondrial, afectando la homeostasis energética celular (Haigh et 

al., 2020). Las mitocondrias en las neuronas son particularmente susceptibles al daño y al 

deterioro funcional debido a su alta demanda energética (Cicali & Tapia-Rojas, 2024). 

 

El hipocampo, una estructura esencial para la memoria y el aprendizaje, es una de las regiones 

cerebrales más vulnerables al daño metabólico, dada su sensibilidad al equilibrio entre el 

suministro de nutrientes y oxígeno y las altas demandas metabólicas de las neuronas y células 

gliales (Bartsch & Wulff, 2015; Kirschen et al., 2018). Esta vulnerabilidad puede agravarse por 

cambios en la preferencia de sustratos energéticos así como por la inhibición de respuestas 

adaptativas mitocondriales ante el estrés oxidativo. 

 

No obstante, el hipocampo también presenta una notable plasticidad, lo que sugiere un potencial 

de adaptación/recuperación funcional en respuesta a intervenciones terapéuticas (Raefsky & 

Mattson, 2017; Vilaboa, 2018). Comprender los mecanismos que determinan esta dualidad 

resulta clave para el diseño de estrategias terapéuticas efectivas frente a condiciones 

neurodegenerativas.  
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4. OBJETIVOS 

4.1 Objetivo general  

Analizar el efecto de la resistencia a la insulina inducida por el consumo de una dieta 

hiperglúcida en la dinámica y morfología mitocondrial en el hipocampo de la rata Wistar. 

 

4.2 Objetivos específicos  

a) Cuantificar la síntesis de ATP de mitocondrias hipocampales de rata Wistar a partir de 

diferentes sustratos.  

b) Evaluar la mitofagia, fusión y fisión mitocondrial en el hipocampo de ratas Wistar. 

c) Evaluar el potencial de membrana mitocondrial en el hipocampo de la rata Wistar. 

d) Estudiar la morfología externa e interna de mitocondrias hipocampales de rata Wistar. 

 

5. HIPÓTESIS 
 

5.1 Hipótesis nula 

La resistencia a la insulina inducida por el consumo de una dieta hiperglúcida no modifica la 

dinámica y morfología mitocondrial en el hipocampo de rata Wistar. 

5.2 Hipótesis alternativa 

La resistencia a la insulina inducida por el consumo de una dieta hiperglúcida modifica la 

dinámica y morfología mitocondrial en el hipocampo de la rata Wistar. 
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6. DIAGRAMA DE TRABAJO 
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7. METODOLOGÍA  

  7.1 Modelo animal  
Se utilizaron 24 ratas macho de la cepa Wistar de 200 g de peso provenientes del bioterio 

“Claude Bernard” de la Benemérita Universidad Autónoma de Puebla. Los animales se 

mantuvieron en condiciones controladas de acondicionamiento con ciclos de luz y obscuridad 

de 12 horas y temperatura de 19 a 26 °C. Todos los procedimientos se realizaron bajo las 

condiciones establecidas por el Comité Institucional para el Cuidado y Uso de Animales de 

Laboratorio (CICUAL) de la BUAP y la NOM-062-ZOO-1999, que establece las 

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

7.2 Conformación de grupos  
Se conformaron 2 grupos con una n = 12 ratas por grupo, como se indica a continuación: el 

Grupo Control (Control NCD) será alimentado con la dieta LabDiet 5001 y agua de beber ad 

libitum, y el Grupo Dieta Hiperglúcida-Hipercalórica (HCD), el cual consumirá la dieta 

MX/E/2013/047377 y agua de beber ad libitum. 

 

La inducción del modelo fue durante tres meses y posteriormente se realizaron determinaciones 

de glucosa, insulina, triglicéridos y colesterol y sus fracciones para validar el modelo.  

7.3 Determinaciones séricas 
Los animales se mantuvieron en ayuno por cuatro horas y por punción cardíaca se obtuvo la 

muestra sanguínea para realizar las determinaciones de glucosa, triglicéridos, colesterol total y 

sus fracciones mediante pruebas espectrofotométricas con kits comerciales. La determinación 

de insulina se realizó mediante una prueba de ELISA, también con un kit comercial, y se 

determinaron los índices de resistencia empleando lo reportado por (Treviño et al., 2015). 

7.4 Síntesis de ATP 
Se empleó un método cinético para determinar la síntesis de ATP en mitocondrias recién 

aisladas aprovechando el sistema luciferina-luciferasa, como fue reportado por Vives‐Bauza et 

al., 2007. Las mitocondrias recién aisladas se resuspenden en Buffer A (KCl 150 mM, Tris-HCl 

25 mM pH 7.4, EDTA 2 mM, BSA 0.1%, KHPO4 10 mM, MgCl2 0.1 mM), se colocan 10 μg 

de mitocondrias en micropozos blancos, se añaden 160 μL de Buffer A, adenosín pentafosfato 
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6 mM, y los sustratos: Piruvato/Malato, Malato/Glutamato o Succinato, ADP 6 mM y 20 μL de 

Buffer B (Tris-Acetato pH 7.75, luciferina 0.8 mM, 20 μg/mL luciferasa). Inmediatamente 

después de la adición del Buffer B, se sigue la síntesis de ATP durante 3 minutos en un 

luminómetro (Lumistat 4900), se calcula la ΔRFU y se extrapola el valor contra una curva de 

concentración estándar de ATP para obtener las concentraciones de las muestras que 

posteriormente son normalizadas contra la concentración de proteínas, y el tiempo de reacción. 

7.5 Western Blot 
El tejido congelado fue homogenizado en Medio A (sacarosa 0.32 M, Tris-HCl 10 mM pH 7.4, 

EDTA 1 mM) para aislar las mitocondrias. El pellet de mitocondrias se resuspendió en RIPA, 

se centrifugó a 13000 rpm durante 15 min a 4 °C y posteriormente se tomó el sobrenadante y se 

realizó la cuantificación de proteínas por el método de Bradford. A continuación, se realizó el 

corrimiento electroforético en condiciones desnaturalizantes (SDS-PAGE) en un gel de 

acrilamida/bisacrilamida a un porcentaje dependiente de la proteína buscada, a continuación, se 

realizó la transferencia húmeda a membranas de fluoruro de polivinilideno (0.45 μm, Millipore, 

USA). La membrana se bloqueó con albúmina de suero bovino (BSA) en solución salina 

tamponada con Tris con detergente Tween 20 (TBS-T 0,1 %) al 2,5 % por 2 horas. 

Posteriormente, se incuba la membrana con uno de los siguientes anticuerpos primarios: Mfn1 

(14739S), Opa-1 (Sc-393296), Drp-1 (3455S), Fis1 (sc-376447), Pink1 (6946S), Parkina 

(4211S), TOM20 (sc-17764) o SDHA (ab14715) toda la noche a 4 °C. Al día siguiente, las 

membranas se lavaron con TBS-T y se incubaron con el anticuerpo secundario durante 1 hora a 

temperatura ambiente; finalmente, las bandas se detectaron mediante quimioluminiscencia 

(WBKLS0500 Millipore) empleando un fotodocumentador UVITEC y el software Nine 

Alliance de UVITEC. 

7.6 Determinación del potencial de membrana mitocondrial 
La evaluación del potencial de membrana mitocondrial se llevó a cabo utilizando el Kit de 

Ensayo de Potencial de Membrana Mitocondrial con éster etílico de tetrametilrodamina (TMRE, 

Cat. Num. ab113852, Abcam, Cambridge, MA, USA). El día del experimento, una rebanada de 

hipocampo de 1 mm fue incubado en el medio Krebs Ringer (CaCl2 2 mM, HEPES 5 mM, KCl 

3 mM, MgCl2·6H2O 1 mM, NaCl 139 mM, NaHCO3 2 mM, NaH2PO4 0.5 mM, glucosa 10 mM) 

durante 1 hora a 37°C con 5 % de CO₂, posteriormente la sonda TMRE se diluyó con medio 
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Krebs Ringer para incubar la rebanada de hipocampo durante 30 minutos a 37 °C con 5 % de 

CO₂. Al finalizar la incubación, el tejido fue lavado con solución Krebs-Ringer para eliminar el 

exceso de colorante. Los tejidos se fijaron en paraformaldehído al 4% durante 24 horas y luego 

se transfirieron a una solución de sacarosa al 30% para su crioprotección y finalmente se 

cortaron secciones de 20 µm utilizando un criostato a -21 °C. Las imágenes se capturan 

utilizando un microscopio de fluorescencia Leica DM1000 LED con un objetivo 20x a λex/λem 

= 488/575 nm. La intensidad de fluorescencia se analizó con el software ImageJ. 

7.7 Estudio de la morfología mitocondrial 
La estructura de las mitocondrias hipocampales se visualizó mediante TEM. Los animales se 

perfundieron intracardíaco con PBS 1x y luego con 4% de paraformaldehído (PFA) y 0,1% de 

glutaraldehído en solución salina tamponada con fosfato (PBS, pH 74). Los cerebros se 

extrajeron, se diseccionó el hipocampo y se cortó en cubos de ~1 mm³ para fijarse durante toda 

la noche a 4 °C con glutaraldehído al 2.5% en un buffer de Sorenson (pH 7.2). Posteriormente, 

las muestras se fijaron con un tetroxido de osmio (OsO4) al 1 %, se deshidrataron en series de 

etanol y fueron incrustadas en resina epoxi. Finalmente, se prepararon secciones ultrafinas de 

60 nm utilizando un ultramicrotómico Leica Ultracut, contrastadas con acetato de uranilo 2.5%  

y citrato de plomo 0.3%, y se observaron utilizando un microscopio electrónico de transmisión 

Zeiss modelo LIBRA 120. 

7.8 Análisis estadístico 
Los resultados se presentan como la media ± el error estándar de la media y el análisis estadístico 

se realizó mediante la prueba t de Student no pareada o la prueba de Mann-Whitney, 

considerando un nivel de significancia de p < 0,05, utilizando el programa GraphPad Prism 8 

(GraphPad Software, La Jolla, CA, USA) para gráficos y análisis estadístico.  
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8. RESULTADOS  

 

8.1 Modelo de resistencia a la  insulina  
 

Nuestro grupo de trabajo ha demostrado que las dietas hipercalóricas, particularmente aquellas 

ricas en carbohidratos, inducen un fenotipo caracterizado por hiperglucemia, hiperinsulinemia 

y RIP.  

 

 
 

Figura 1. Caracterización metabólica de los grupos experimentales. A) Curva de tolerancia oral a la glucosa, 

B) Niveles de insulina a los 0, 30, 60 y 90 minutos después de una carga de 1.75 g de glucosa/kg de peso. Los 

resultados mostrados son la media de 10 mediciones individuales ± el error estándar de la media (EEM). El 

análisis estadístico se realizó por la prueba t de Student. (*) Indica una diferencia significativa a p < 0,05. 

 

Los niveles plasmáticos de glucosa e insulina durante la prueba de tolerancia oral a la glucosa 

(OGTT) en los grupos HCD y NCD se presentan en la Figura 1. El grupo HCD mostró un 

aumento del 26.2% en la concentración de glucosa plasmática a los 30 minutos, alcanzando su 

punto máximo a los 60 minutos, con una diferencia del 49.9% respecto al grupo NCD (Figura 

1A). En contraste, el grupo NCD presentó niveles significativamente más bajos de glucosa a los 

30, 60 y 90 minutos, además de mostrar una recuperación más eficiente, regresando a niveles 

basales a los 90 minutos, mientras que en el grupo HCD la glucemia permaneció 

significativamente elevada (51%). 
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En cuanto a la respuesta a la insulina (Figura 1B), el grupo HCD presentó valores basales de 

insulina plasmática mayores (64.5%) que el grupo NCD. Ambos grupos mostraron un pico de 

liberación de insulina a los 30 minutos, coincidiendo con los niveles más altos de glucosa, pero 

la respuesta fue significativamente mayor en el grupo HCD (34.1% más respecto a NCD), 

permitiendo al grupo NCD reducir la glucemia en el minuto 60 (32.4%) y regresar a valores 

basales a los 90 minutos (88% de diferencia respecto al grupo HCD).  

 

Estos patrones de resistencia a la insulina. En particular, el índice HOMA-IR, calculado a partir 

de glucosa e insulina en ayuno, mostró un aumento del 49.7% en la resistencia a la insulina en 

el grupo HCD, mientras que el índice de Matsuda, calculado a partir de los datos de la OGTT, 

mostró una disminución del 37.5% de la sensibilidad a la insulina en el grupo HCD en 

comparación con el NCD (Fig. 2). 

 

 
 

Figura 2. Evaluación de la insulinorresistencia. A) Índice Matsuda-DeFronzo de sensibilidad a la insulina 

postestimulación, B) Índice HOMA-IR. Los resultados de los parámetros determinados se representan como el 

promedio de 12 sujetos experimentales ± EEM. El análisis estadístico se realizó por la prueba t-Student. (*) 

Indica diferencias significativas p<0.05. 

 

Por otra parte, la Figura 3 muestra el perfil lipídico sérico en condiciones de ayuno. El grupo 

HCD presentó aumentos significativos en los niveles de TG (46.9%), LDL (48.2%) y VLDL 

(40.6%) en comparación con el grupo NCD, mientras que los niveles de HDL disminuyeron 

significativamente (40.9%). Estas alteraciones lipídicas son características de la RIP y 

contribuyen al desarrollo del SMet y del estado inflamatorio crónico de bajo grado. 
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Figura 3. Perfil lipídico sérico en condiciones de ayuno. Los resultados de los parámetros determinados se 

representan como el promedio de 10 sujetos experimentales ± EEM. El análisis estadístico se realizó por la prueba 

t-Student. (*) Indica diferencias significativas p<0.05. TG, triglicéridos; TC, colesterol total; HDL, colesterol en 

lipoproteínas de alta densidad; LDL, colesterol en lipoproteínas de baja densidad; VLDL, colesterol en 

lipoproteínas de muy baja densidad. 
 

8.2 Cuantificación de ATP 
Para evaluar la capacidad de síntesis de ATP mitocondrial, se utilizaron sustratos específicos 

que alimentan el TCA, que permiten evaluar la capacidad de las mitocondrias para incorporar 

estos sustratos y generar ATP. En este contexto, la combinación de piruvato+malato (P+M) 

permite evaluar el Complejo I de la cadena de transporte de electrones, dado que el malato se 

convierte en oxaloacetato y el piruvato en acetil-CoA, generando NADH que alimenta dicho 

complejo. Los resultados (Figura 4A) mostraron una tendencia no significativa al aumento de 

ATP del grupo HCD, sugiriendo que, a pesar de los cambios metabólicos inducidos por la dieta, 

la capacidad de generar ATP a partir de los sustratos piruvato + malato (P+M) permanece sin 

alteraciones en comparación con el grupo NCD. 
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Figura 4. Medición de la síntesis de ATP con diferentes sustratos. A) piruvato+malato, B) glutamato+malato, 

C) succinato. Los valores presentados son la media de 4 mediciones individuales ± EEM. El análisis estadístico 

se realizó por la prueba t-Student. (*) Indica diferencias significativas p<0.05.  

 

Sin embargo, en la Figura 4B se observa una disminución en la producción de ATP (67.4%) a 

través de OXPHOS cuando se añade Glutamato+Malato (G+M) como sustrato, lo que permite 

evaluar la actividad del Complejo I y el aporte del catabolismo de aminoácidos mediante la 

conversión de glutamato a α-cetoglutarato y de malato a oxaloacetato. En contraste, la función 

del Complejo II puede ser evaluada en presencia de succinato, el cual se oxida a fumarato, 

generando FADH2. La Figura 4C muestra que la producción de ATP mediada por FADH2 

aumentó (6.2%) en el grupo HCD, lo que sugiere que el succinato se convierte en la principal 

fuente para la obtención de ATP, quedando los sustratos piruvato/malato como la opción 

secundaria. Esta clara alteración en la preferencia y eficiencia del uso de sustratos refleja una 

reorganización del metabolismo energético mitocondrial bajo condiciones de dieta 

hipercalórica. 
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8.3 Potencial de membrana mitocondrial (ΔΨm) 

 
Figura 5. Potencial de membrana mitocondrial (ΔΨm). Fotomicrografías representativas de la expresión de 

TMRE 20x. A-C, TMRE en CA1, CA3 y GD del grupo NCD. D-F, TMRE en CA1, CA3 y GD del grupo HCD. G-

I, Análisis del ΔΨm basal por expresión relativa de TMRE (UA). Los datos se presentan como la media de 3 

mediciones individuales ± EEM. Las comparaciones entre grupos se realizaron mediante la prueba U de Mann-

Whitney. (*) Indica diferencia significativa a p < 0,05.  

 

El potencial de membrana mitocondrial (ΔΨm) representa la capacidad de las mitocondrias para 

mantener un gradiente electroquímico necesario para producir ATP (Baranov et al., 2021). En 

este estudio, se utilizó TMRE, un marcador fluorescente dependiente de ΔΨm, para evaluar el 

estado funcional de las mitocondrias en las regiones CA1, CA3 y GD del hipocampo.  

 

En el grupo NCD, se observa una señal emitida por el TMRE en las tres regiones analizadas 

(Figura 5A-C), mientras que en el grupo HCD se detecta un aumento significativo, lo que indica 

un incremento del potencial de membrana mitocondrial. Específicamente, en CA1 se detectó 
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un aumento del 66.2 %, en CA3 un incremento marcado del 148.1 % y en GD un aumento del 

33.4 % en comparación con el grupo NCD. 
 

8.4 Dinámica mitocondrial 
Opa y Mfn1 son proteínas esenciales para la fusión de las membranas mitocondriales interna y 

externa, respectivamente. En el grupo HCD no se observaron cambios significativos en las 

isoformas larga y corta de Opa (Figura 6B), ni en la relación entre estas isoformas (l/s). Sin 

embargo, se detectó una disminución significativa del 34.8% en los niveles de Mfn1 (Figura 

6D). Esta disminución de Mfn1 podría afectar la fusión de la membrana mitocondrial, lo que 

podría influir en la dinámica y, por lo tanto, en la función mitocondrial. 

 

 
 

Figura 6. Efecto de HCD en la fusión mitocondrial. A) Western blot de Opa y Mfn1. B) Análisis de Opa/Ponceau. 

C) Análisis de Mfn1/TOM20. Los datos se presentan como la media de 3 mediciones individuales ± EEM. Las 

comparaciones entre grupos se realizaron mediante la prueba "t" de Student. (*) Indica diferencia significativa a 

p < 0,05. 
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Por otro lado, las proteínas involucradas en la fisión mitocondrial, p-Drp1 y Fis1 (Figura 7A), 

no mostraron diferencias estadísticamente significativas entre los grupos, lo que sugiere que la 

fisión mitocondrial no se encuentra alterada en respuesta a la dieta HCD. 

 

 

 
Figura 7. Efecto de HCD en la fisión mitocondrial. A) Western blot de p-Drp1616 y Fis1. B) Análisis de p-

Drp1616/TOM20. C) Análisis de Fis1/SDHA. Los datos se presentan como la media de 3 mediciones individuales 

± EEM. Las comparaciones entre grupos se realizaron mediante la prueba "t" de Student. (*) Indica diferencia 

significativa a p < 0,05. 

 

Finalmente, Pink1 y Parkina son proteínas clave en el proceso de mitofagia, el cual permite la 

eliminación selectiva de mitocondrias dañadas y es esencial para mantener la calidad y el 

funcionamiento mitocondrial. Los resultados mostrados en la Figura 8 indican que el grupo 

HCD presentó un aumento significativo en la expresión de Pink1 (52.4%) y Parkina (63.3%) en 

la fracción mitocondrial, lo que nos sugiere una activación del proceso de mitofagia.  
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Figura 8. Efecto de HCD en la mitofagia. A) Western blot de Pink1 y Parkina. B) Análisis de Pink1/SDHA. C) 

Análisis de Parkina/SDHA. Los datos se presentan como la media de 3 mediciones individuales ± EEM. Las 

comparaciones entre grupos se realizaron mediante la prueba "t" de Student. (*) Indica diferencia significativa a 

p < 0,05. 

 

8.5 Morfología mitocondrial 
La morfología mitocondrial está directamente relacionada con su función y puede variar desde 

estructuras esféricas hasta redes tubulares, dependiendo del tipo celular y del entorno (Ding et 

al., 2025). Por lo anterior, se llevó a cabo la evaluación de la morfología mitocondrial en los 

grupos NCD y HCD mediante TEM. El primer parámetro analizado fue el número de 

mitocondrias somáticas por µm², en donde no se encontraron cambios significativos en 

comparación con el grupo NCD. Sin embargo, la longitud mitocondrial (µm) disminuyó un 25.7 

% y el ancho máximo de cresta (µm) aumentó en el grupo HCD, lo que sugiere un predominio 

de la fisión.  
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Figura 9. Fotomicrografías de TEM de mitocondrias somáticas de hipocampo. Los valores presentados son la 

media de >70 mitocondrias medidas ± EEM.  Las comparaciones entre grupos se realizaron mediante la prueba 

"t" de Student. (*) Indica diferencia significativa a p < 0,05. 

 

En el compartimento axonal, el número de mitocondrias se redujo un 43.4%, mientras que su 

longitud y el ancho máximo de cresta aumentaron un 95.1% y 65.3%, mostrando una tendencia 

a la reducción en el número de mitocondrias probablemente por la fusión mitocondrial.  
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Figura 10. Fotomicrografías de TEM de mitocondrias axonales de hipocampo. Los valores presentados son la 

media de >70 mitocondrias medidas ± EEM.  Las comparaciones entre grupos se realizaron mediante la prueba 

"t" de Student. (*) Indica diferencia significativa a p < 0,05. 

 

9. DISCUSION DE RESULTADOS  

 

Modelo de resistencia a la insulina 

El incremento global de trastornos metabólicos, como la obesidad y la DT2, plantea desafíos 

significativos para los sistemas de salud. Con la RI surgiendo como un precursor fundamental 

que desestabiliza la comunicación entre tejidos mediante metabolitos desregulados (Gancheva 

et al., 2018). En una ingesta calórica excesiva, especialmente con dietas que contienen 

principalmente azúcares simples, la RIP impide respuestas fisiológicas normales en tejidos 

objetivo, como la inhibición de la producción endógena de glucosa en el hígado, el bloqueo de 



 58 

la lipólisis, la absorción tisular de glucosa y la formación de reservas glucogénicas (Petersen & 

Shulman, 2018) 

 

En nuestro modelo, después de tres meses del consumo de la dieta MX/E/2013/047377 con alto 

contenido de carbohidratos simples (compuesta por 71.4% de azúcares, predominantemente 

glucosa al 80% y fructosa al 20%), se observó una alteración en el grupo HCD, iniciando con 

mecanismos compensatorios. Las células β pancreáticas responden inicialmente elevando la 

liberación de insulina para contrarrestar la carga glicémica periférica ocasionada por el 

sobreconsumo de azúcares, lo que genera hiperinsulinemia que preserva temporalmente la 

euglicemia, aunque eleva el riesgo de intolerancia a la glucosa, exceso de triglicéridos y 

disminución de colesterol HDL (Reaven, 2005). Con el tiempo, esta compensación se agota, 

demandando fallos tanto en tejidos insulino-sensibles como en la capacidad secretora de las 

células β, lo que lleva a una hiperglucemia franca (Petersen & Shulman, 2018) 

 

La prueba de tolerancia oral a la glucosa (Figura 1A) muestra estas disrupciones. En el grupo 

NCD, la curva inicialmente presenta un ascenso (0-60 minutos) y posteriormente un descenso 

(60-90 minutos) gracias a la acción eficiente de la insulina, que frena la gluconeogénesis 

hepática y favorece la captación muscular. En contraste, tras tres meses de consumo de HCD, 

la curva presenta un perfil alterado; si bien no se observan hiperglucemias basales, sí presenta 

un pico prolongado después de los 30 minutos y ausencia de retorno a los niveles basales a los 

90 minutos (Figura 1A). Esta primera fase defectuosa señala una sensibilidad hepática 

comprometida, incapaz de suprimir la liberación endógena de glucosa pese a la hiperinsulinemia 

(Figura 1B), mientras que la fase tardía indica una recaptura periférica deficiente en músculo y 

tejido adiposo. El grupo HCD presenta hiperinsulinemia compensatoria (Figura 1B) que se 

mantiene a lo largo de la curva y que mantiene un nivel euglucémico basal. Sin embargo, con 

la cronicidad, esta hiperinsulinemia puede llevar a la pérdida de la capacidad de la célula β para 

mantener esta secreción. Lo anterior coincide con observaciones previas en el grupo de trabajo 

en donde exposiciones similares de 90 días generan patrones hiperinsulinémicos persistentes 

(Treviño et al., 2015; Moroni-Gonzalez, 2016). 
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Estas alteraciones en el manejo de la glucosa se vinculan directamente con los resultados de 

HOMA-IR (Figura 2A), que se eleva de forma significativa en comparación con el grupo NCD. 

Asimismo, el índice Matsuda-DeFronzo disminuye (Figura 2B), indicando la pérdida de 

sensibilidad hepática y periférica durante la prueba de tolerancia oral a la glucosa. Esto destaca 

la ineficacia postprandial, lo que se traduce en el desarrollo de RIP  (Caumo et al., 2006). 

 

Paralelamente, surge una dislipidemia característica del SMet, con incrementos notables en 

triglicéridos, colesterol LDL y VLDL (Fig. 1C), impulsados por la hiperinsulinemia que 

estimula factores de transcripción como SREBP-1c (Proteínas de unión a elementos reguladores 

de esteroles) y ChREBP (Proteínas de unión a elementos reguladores de carbohidratos), lo que 

potencia la síntesis hepática de ácidos grasos y triglicéridos  (Horton, 2003; Ma, 2006; Xu, 

2013). Esto eleva las VLDL cargadas de lípidos, cuya hidrólisis ineficaz aumenta la liberación 

de ácidos grasos libres, aumentando las LDL con una disminución de HDL por transferencia 

mediada por CETP, aumentando el aclaramiento de HDL a expensas de disminuir su 

concentración en circulación (Fahed et al., 2022). Los ácidos grasos libres circulantes agravan 

la RI al interferir en cascadas como PI3K-IRS-1, manteniendo lipotoxicidad en hígado y 

músculo, en un ciclo que deteriora la función β pancreática mediante estrés oxidativo y apoptosis 

(Bovolini et al., 2021). 

 

Además, los trastornos metabólicos asociados a la RI también pueden alterar el funcionamiento 

de las células del parénquima cerebral. En el grupo de trabajo, se han evidenciado cambios en 

el lipidoma cerebral después de 3 meses del consumo crónico de dieta hipercalórica 

hiperglúcida. Específicamente, se redujo el contenido de colesterol en el hipocampo, mientras 

que aumentaron los niveles de triglicéridos, fosfolípidos y ácidos grasos, además de un 

incremento de SREBP-1c y ChREBP (González 2021). SREBP-1c se vincula con la 

transcripción de enzimas como la estearoil-CoA desaturasa (SCD), y su sobreexpresión puede 

alterar la dinámica de MUFAs y PUFAs, lo que impacta en la sinapsis neuronal (Maruyama et 

al., 2002. De manera sinérgica, ChREBP -1c, otro factor de transcripción asociado a la 

lipogénesis, media la respuesta a los carbohidratos de la dieta (Steinbusch et al., 2015). Este 

factor también se encontró elevado, lo que podría indicar un desvío hacia la lipogénesis de novo 

como mecanismo para evitar glucotoxicidad (Steinbusch et al., 2015). 
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Además, en los cambios en el lipidoma, ya se ha demostrado que existen fluctuaciones 

fisiológicas significativas en los niveles de glucosa del LCR, relacionadas con la ingesta de 

alimentos (Verbeek et al., 2016). Las fluctuaciones de glucosa difieren significativamente entre 

pacientes con distintos niveles de RI y RIP; esta última provoca una mayor inestabilidad 

metabólica posprandial (Arias, 2022). En condiciones fisiológicas, las oscilaciones de la glucosa 

plasmática suelen tener una amplitud relativamente baja, mantenida mediante una delicada 

regulación hormonal (Arias, 2022). Sin embargo, a medida que RI transiciona a RIP, este 

equilibrio homeostático se altera. R. Galvão et al. (2012) encontraron diferencias significativas 

en la función endotelial entre los grupos con RI, lo que sugiere que se producen variaciones 

metabólicas incluso en las primeras etapas de la resistencia (Galvão et al., 2012). 

 

Particularmente, el cerebro carece de reservas significativas de energía y, por lo tanto, requiere 

un suministro continuo de sustratos, principalmente glucosa, a través de la circulación 

(Bonvento & Bolaños, 2021). Su transporte a través de la BBB es mediado por la familia de 

transportadores de glucosa (GLUTs). El transportador GLUT1 es fundamental para la captación 

de glucosa a través de la BBB y se encuentra principalmente en las BECs y los astrocitos 

(Spinelli et al., 2019). Además, la insulina, aunque principalmente se sintetiza en el páncreas, 

es transportada desde la sangre a través de la BBB hacia el SNC mediante un sistema saturable 

(Flear et al., 1968). Se ha demostrado que las dietas altocalóricas pueden disminuir la captación 

de insulina por las BECs (Gray et al., 2017). Asimismo, la obesidad disminuye el transporte de 

insulina a través de la BBB (Nguyen et al., 2023). 

 

Una vez en el parénquima cerebral, la glucosa y otros metabolitos se distribuyen y utilizan de 

manera especializada por los diferentes tipos celulares, lo que constituye la base de la 

cooperación metabólica astrocito-neurona (Bonvento & Bolaños, 2021). En este contexto, 

mientras que los astrocitos exhiben una firma metabólica predominantemente glucolítica, las 

neuronas dependen más de la OXPHOS para la supervivencia  (Bonvento & Bolaños, 2021) 

 

Los astrocitos utilizan principalmente GLUT1 para la captación de glucosa (Spinelli et al., 

2019). Además, expresan GLUT4, un transportador sensible a la insulina, aunque no en todas 

las regiones del cerebro (He et al., 2025). El metabolismo glucolítico de los astrocitos produce 
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piruvato, que se convierte en L-lactato. El lactato se convierte en un precursor energético que 

es transportado a las neuronas (Astrocyte-Neuron Lactate Shuttle, ANLS (Bonvento & Bolaños, 

2021).  

 

Las neuronas, como células excitables que generan señales eléctricas, tienen una alta demanda 

energética y poseen una firma metabólica oxidativa (Bonvento & Bolaños, 2021). Aunque la 

glucosa es el principal combustible, las neuronas son propensas a utilizar el lactato transportado 

por los astrocitos como sustrato mitocondrial, convirtiéndolo en piruvato y oxidándolo en el 

ciclo de Krebs (Bonvento & Bolaños, 2021). Gran parte de la actividad metabólica neuronal se 

destina al mantenimiento de los procesos sinápticos y a la restauración del potencial de 

membrana mediante bombas iónicas, como la bomba de sodio y potasio (Na+/K+-ATPasa) 

(Bonvento & Bolaños, 2021). 

 

El manejo coordinado de los nutrientes y el metabolismo entre astrocitos, neuronas y microglía 

es fundamental para la función cerebral, y su disrupción se considera un factor clave en la 

iniciación y progresión de enfermedades neurodegenerativas y metabólicas (Bonvento & 

Bolaños, 2021). En nuestro grupo de trabajo, se ha informado un aumento en la permeabilidad 

de la BBB en regiones como el hipocampo y la corteza prefrontal tras tres meses de dieta 

hipercalórica (Cortes 2024), lo que sugiere alteraciones en el flujo de nutrientes hacia el 

parénquima cerebral. Este hallazgo resalta la importancia de investigar cómo estos cambios en 

la permeabilidad influyen en la distribución y el procesamiento de metabolitos por parte de las 

células cerebrales y, específicamente, por las mitocondrias, especialmente en contextos de 

resistencia a la insulina, donde el equilibrio metabólico coordinado resulta esencial para 

mantener las funciones celulares y prevenir disfunciones a largo plazo. 

 

Impacto de la HCD en la producción de ATP mitocondrial en hipocampo 
El consumo de HCD generó alteraciones específicas en la función mitocondrial y, por tanto, en 

el metabolismo hipocampal. Previamente, en el grupo de trabajo se ha reportado que el consumo 

de una HCD induce un aumento en la actividad del complejo I mitocondrial, lo cual también ha 

sido reportado por Subramaniyan et al., 2024  quien lo vincula con un incremento inicial en la 



 62 

producción de ATP, pero al mismo tiempo con una elevada producción de ROS, lo que lleva al 

estrés oxidativo y la disfunción mitocondrial.  

 

Estos hallazgos resaltan la necesidad de evaluar la función de los complejos a través de su 

capacidad para sintetizar ATP a partir de diferentes sustratos metabólicos. Para evaluar la 

capacidad de síntesis a través del complejo I, utilizamos los sustratos piruvato + malato. 

Interesantemente, encontramos que no hay diferencias significativas, lo que se observa en la 

figura 4A. Esta preservación de la síntesis de ATP dependiente de piruvato sugiere una 

capacidad de adaptación, lo cual coincide con evidencia de que las mitocondrias cerebrales 

pueden mantener su capacidad oxidativa incluso ante sobrecargas lipídicas.  

 

El estudio de Jørgensen et al., 2015 que evaluaron mitocondrias aisladas de la corteza cerebral 

en ratas Wistar tras el consumo de una HFD durante un año, no observó diferencias 

significativas en la respiración mitocondrial con piruvato+malato, lo que sugiere que las 

mitocondrias cerebrales dependientes predominantemente de piruvato derivado de glucosa, 

pueden mantener su capacidad oxidativa y producción de ATP, incluso ante una sobrecarga 

lipídica prolongada, posiblemente por la BBB que limita el paso de ácidos grasos y mantiene el 

flujo glucolítico hacia la utilización de piruvato.  

 

Adicionalmente, el glutamato es un sustrato alternativo clave para la producción de ATP 

mitocondrial en el cerebro, donde contribuye al ciclo de Krebs a través de la conversión de α-

cetoglutarato, complementando el metabolismo glucolítico. Las dietas ricas en carbohidratos 

y/o grasas, que inducen el desarrollo de SMet y obesidad, se han relacionado ampliamente con 

alteraciones en el equilibrio del ciclo glutamato-glutamina (Harris et al., 2014; S. C. Langley & 

York, 1990; Raider et al., 2016; Sickmann et al., 2010; Sookoian, 2012; Valladolid-Acebes et 

al., 2012). Raider et al., 2016, en un modelo crónico de HFD (8 semanas) reportaron una 

disminución significativa del ratio glutamato/glutamina en el hipocampo de ratas, vinculándolo 

con un aumento en la recaptación y metabolismo del glutamato, posiblemente como un 

mecanismo compensatorio para evitar excitotoxicidad. Adicionalmente, Tsai et al., 2018, 

también en un modelo crónico de HFD (12 semanas), observaron una disminución en la 

expresión de los transportadores gliales GLAST y GLT-1, lo que sugiere una reducción en la 



 63 

captación de glutamato por los astrocitos, afectando la glucólisis y la producción de lactato, y 

por lo tanto alterando el metabolismo energético. Estas alteraciones en el equilibrio del ciclo 

glutamato-glutamina ocurren junto con el deterioro de la transmisión sináptica y la memoria 

(Martínez-Orozco et al., 2022), lo que sugiere que, cuando se utiliza glutamato como sustrato 

para la producción de ATP hay una eficiencia comprometida, un comportamiento que difiere 

del mecanismo protector inicial propuesto por Raider et al., 2016, pero que concuerda con la 

desregulación observada por  Tsai et al., 2018 en etapas crónicas de alimentación con una HFD. 

En la Figura 4B, se evidencia que en nuestro modelo de HCD se presentó una disminución en 

la síntesis de ATP a partir de glutamato, lo que incrementa la predisposición del hipocampo al 

estrés oxidativo y la disfunción sináptica.   

 

En contraste, la Figura 4C muestra que la producción de ATP mediada por FADH2 incrementa 

significativamente en el grupo HCD. Esto coincide con un modelo de ratón de obesidad inducida 

por HFD (50 % de grasa durante 18 semanas) donde se observaron cambios en la bioenergética 

de la corteza cerebral. Específicamente, en este modelo, las células del parénquima de la corteza 

cerebral de los animales alimentados con HFD utilizaron ácidos grasos como fuente de energía 

preferencial en comparación con controles (Cavaliere et al., 2018). Sin embargo, este cambio 

metabólico hacia sustratos alternativos como el succinato puede provocar un aumento en la 

producción de ROS, como se evidenció tras una lesión cerebral hipóxico-isquémica, en la que 

las mitocondrias recurren transitoriamente a la oxidación del succinato dependiente del 

complejo II (Sahni et al., 2018). De manera similar, Mills et al., en 2016, demostraron que el 

aumento de la oxidación mitocondrial del succinato y la elevación del potencial de membrana 

mitocondrial se combinan para impulsar la producción de ROS mitocondriales en macrófagos, 

sugiriendo un mecanismo similar en contextos de estrés metabólico e inflamación pueden ser 

parte del daño neuronal y neurodegeneración hipocampal, previamente informada por nuestro 

grupo de trabajo (Treviño et al., 2015).  

 

La vinculación entre la dinámica de obtención de energía (piruvato/malato, glutamato/glutamina 

y succinato) y el potencial de membrana mitocondrial (ΔΨm) en el hipocampo es fundamental 

para la función neuronal y la plasticidad sináptica. El ΔΨm es esencialmente la batería de la 

mitocondria; su estabilidad y magnitud dependen de la velocidad a la que los sustratos 



 64 

energéticos donan electrones a la CTE, razón por la que decidimos valorar los posibles cambios 

en ΔΨm, asociados al consumo de HCD. 

 

Potencial de membrana mitocondrial 
 

El ΔΨm se puede definir como la diferencia de potencial eléctrico entre la matriz mitocondrial 

y el citosol (Connolly et al., 2018); se genera por los complejos I, III y IV de la CTE y es un 

gradiente electroquímico generado cuando se bombean protones (H+) desde la matriz hacia el 

espacio intermembrana. El ΔΨm es un componente esencial para la producción de ATP 

mediante la OXPHOS (Zorova et al., 2018). La estabilidad del ΔΨm y de los niveles 

intracelulares de ATP son fundamentales para la viabilidad celular (Yaniv et al., 2010; Dmitry 

B. Zorov et al., 2014). El mantenimiento de este potencial es crucial porque es la fuerza 

impulsora para la ATP sintasa (Complejo V), que usa el flujo de H+ de regreso a la matriz para 

generar ATP. Una disminución o despolarización del ΔΨm indica un compromiso en la 

bioenergética y puede llevar a la disfunción neuronal y la apoptosis. 

 

Los tres sustratos antes mencionados (piruvato/malato, glutamato/glutamina y succinato) son 

donantes de electrones que se dirigen a diferentes puntos de entrada de la CTE, regulando la 

actividad de los complejos que bombean protones. El piruvato/malato (vía del complejo I) son 

moléculas obtenidas producto de la glucólisis (piruvato), mientras que el malato se oxida dentro 

del ciclo de Krebs para producir NADH. El NADH dona sus electrones al complejo I, el cual, 

al oxidarlo, bombea una gran cantidad de protones, lo que contribuye significativamente a la 

generación y al mantenimiento del ΔΨm. 

 

En el hipocampo, la oxidación de la glucosa a través del piruvato representa la principal fuente 

de energía durante periodos de intensa actividad neuronal (Rose et al., 2020). Aunque la glucosa 

es el sustrato energético primario, su aprovechamiento en las neuronas se ve limitado por la 

degradación continua de la enzima glucolítica 6-fosfofructo-2-quinasa/fructosa 2,6-

bisfosfatasa-3 (PFKFB3), lo que restringe su conversión eficiente en energía (Rose et al., 2020). 

Como consecuencia, en los astrocitos, gran parte del metabolismo de la glucosa se orienta hacia 
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la producción de lactato, que posteriormente se transporta a las neuronas como combustible 

alternativo para la OXPHOS, según la hipótesis del ANLS (Mulica et al., 2021). 

 

Dentro de las neuronas, el lactato se transforma en piruvato mediante la enzima  lactato 

deshidrogenasa (LDH1), y este piruvato resulta crucial para alimentar el TCA y promover la 

síntesis mitocondrial de ATP (Vicente-Gutiérrez et al., 2021). No obstante, una disminución en 

la actividad del complejo I, por ejemplo por inhibidores como la rotenona, provoca una menor 

expulsión de protones, lo que reduce el gradiente electroquímico y desencadena una 

despolarización del ΔΨm (Connolly et al., 2018). 

 

Adicionalmente, el succinato puede utilizarse para mantener la respiración cuando la vía del 

Complejo I está inhibida o comprometida, ya que actúa a través del Complejo II (Moroni, 2019). 

Este proceso implica la conversión de succinato en fumarato por la enzima succinato 

deshidrogenasa (que forma parte del Complejo II de la cadena de transporte de electrones), 

generando FADH2. Al oxidarse, el FADH2 dona sus electrones al Complejo III a través del 

pool de ubiquinona. A diferencia del Complejo I, el Complejo II no bombea protones por sí 

mismo; sin embargo, al alimentar el pool de ubiquinona, sus electrones llegan al Complejo III, 

que sí bombea protones. El ácido 3-nitropropiónico (3-NP), un inhibidor del Complejo II, 

produce un fenotipo patológico en modelos de ratón, como encefalopatía. Esto subraya que la 

funcionalidad del Complejo II es crítica para la salud neuronal, y que su compromiso puede ser 

patológico, reforzando la idea de que su apoyo metabólico es vital en el cerebro (Connolly et 

al., 2018) 

 

Finalmente, el ratio glutamato y glutamina, también conocido como la vía anaplerótica, 

mantiene concentraciones constantes de α-cetoglutarato, que entra al ciclo de Krebs, generando 

NADH, FADH2 y GTP. Al generar NADH y FADH2, la oxidación de glutamato contribuye a la 

generación de ΔΨm a través de los complejos I y II. Aunque nuestros resultados sugieren una 

disminución importante de esta vía de mantenimiento energético y de mantenimiento del ΔΨm. 

En el hipocampo, esta vía es crítica para la neurotransmisión y la homeostasis en el cerebro. La 

oxidación de glutamato/glutamina no solo produce energía, sino que también repone los 

intermediarios del ciclo de Krebs que se consumen para la síntesis de neurotransmisores. Un 
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fallo en esta vía tiene implicaciones directas en la excitotoxicidad y la muerte celular debido a 

una disfunción mitocondrial. 

 

La disfunción mitocondrial, frecuentemente caracterizada por alteraciones en el ΔΨm, está 

íntimamente ligada a la aparición de diversas patologías, incluyendo trastornos 

neurodegenerativos, enfermedades metabólicas y cardiovasculares, aunque a menudo no está 

claro si actúa como causa o consecuencia (Chen et al., 2023; Connolly et al., 2018; Liu et al., 

2023). Una perturbación sostenida de estos parámetros puede desencadenar consecuencias 

patológicas, dado que el ΔΨm, la actividad de los complejos de la CTE y la tasa de producción 

de ROS son altamente interdependientes (Votyakova & Reynolds, 2001). En particular,  la 

producción excesiva de ROS puede desencadenar directamente múltiples patologías (D. B. 

Zorov et al., 2005, 2013) y mantener un ΔΨm excesivamente alto resulta potencialmente 

perjudicial para las mitocondrias y, por ende, para la célula (Skulachev, 1996). 

 

Múltiples estudios han demostrado que el consumo de HFD o HCD promueve una generación 

excesiva de ROS en el cerebro de modelos animales (Freeman et al., 2013; Fuentes et al., 2023; 

Treviño et al., 2022), especialmente en el hipocampo y la corteza cerebral (Besseiche et al., 

2015; Treviño et al., 2015; Żebrowska-Gamdzyk et al., 2018). En nuestro modelo, el grupo HCD 

mostró un aumento significativo del ΔΨm en las tres regiones analizadas del hipocampo (CA1, 

CA3 y GD), como se observa en la Figura 5 (A-C). Se ha descrito que este incremento de la 

respiración mitocondrial y la hiperpolarización de la membrana mitocondrial pueden elevar la 

producción de ROS en neuronas (Connolly et al., 2018). Recientemente, Mori et al. (2025) han 

establecido que un aumento crónico del ΔΨm en reposo se vincula a  adaptaciones moleculares 

y genómicas, actuando como una señal para comunicarse con el epigenoma; sin embargo, esto 

ocurre en ausencia de disfunción mitocondrial.  

 

Por otro lado, la disfunción del ΔΨm puede alterar la dirección del transporte mitocondrial y su 

localización subcelular, lo que empeora la deficiencia energética en neuronas con función 

mitocondrial comprometida (Bustamante-Barrientos et al., 2023). Además, el ΔΨm tiene un 

papel importante en el proceso de fisión mitocondrial y en el control de calidad mitocondrial 

(You et al., 2024). La pérdida de este potencial en la membrana interna desencadena la 
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liberación de OMA1 y la escisión proteolítica de OPA1, un mecanismo que bloquea eventos de 

fusión no deseados y favorece el mantenimiento de una población dinámicamente mitocondrial 

funcional (Galloway et al., 2012).  

 

Alteraciones en la dinámica mitocondrial  
 

Las mitocondrias son altamente dinámicas, por lo que pueden modificar su forma y posición 

dentro de la célula, adaptándose a las condiciones fisiológicas y a las necesidades energéticas 

específicas de los tejidos. La dinámica mitocondrial forma parte de los mecanismos de control 

de calidad, que son necesarios para mantener la función de las mitocondrias en respuesta a las 

diferentes demandas metabólicas. Tras el consumo de dietas hipercalóricas, se ha reportado una 

alteración significativa en el equilibrio entre fisión y fusión mitocondrial, con un aumento de la 

fragmentación que agrava la disfunción bioenergética (M. R. Langley et al., 2020; Xia et al., 

2024).  

 

Nuestros resultados muestran una reducción en Mfn1 (Figura 6D) en el hipocampo tras 12 

semanas de consumo de HCD, lo que se ha asociado con la fragmentación mitocondrial en 

oligodendrocitos, expuestos a ácidos grasos saturados como el palmitato, sugiriendo un 

mecanismo lipotóxico que compromete la morfología mitocondrial (Estévez-Vázquez et al., 

2020). Esta disrupción en la fusión mitocondrial, observada en el SNC, contrasta con hallazgos 

en órganos periféricos como el hígado, donde la deficiencia específica de Mfn1 (Mfn1LKO) 

confiere una protección metabólica. En este sentido, el knockout de Mfn1 mejora la homeostasis 

de glucosa, con glucemia en ayunas más baja, menor RI y mayor sensibilidad a esta hormona, a 

pesar de ganancias de peso similares a los controles (García-Rúa et al., 2020; Lee et al., 2021). 

Curiosamente, esta protección se asocia con un uso preferente de lípidos como fuente energética, 

lo que mejora el acoplamiento del ciclo de TCA con la oxidación de ácidos grasos (García-Rúa 

et al., 2020; Lee et al., 2021). 

 

Por el contrario, en el SNC, la disminución de la expresión de Mfn1 se ha reportado en la EA y 

en la enfermedad de Huntington, asociándose a la fragmentación y disfunción mitocondrial 
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(Chen et al., 2023). Además, Dietrich et al., (2013), demostraron que el knockdown selectivo a 

Mfn1 en neuronas AgRP resulta en un tamaño y densidad mitocondrial alterados, con 

mitocondrias más redondeadas y fragmentadas bajo dieta normal, y una prevención de la 

disminución de la densidad mitocondrial tras el consumo de una HFD lo que reduce la síntesis 

de ATP, aunque protege contra la ganancia de peso (Dietrich et al., 2013). 

 

Además, Opa1 actúa como un regulador central de los procesos de fusión mitocondrial, 

modulando la morfología de las crestas mitocondriales (Bertolin et al., 2021). La fusión de la 

membrana mitocondrial interna se promueve en coordinación con las mitofusinas Mfn1 y Mfn2, 

manteniendo un equilibrio dinámico entre la fusión y la fisión mitocondrial (Galloway et al., 

2012). Este equilibrio se ve comprometido con el consumo de HFD, como se demostró en 

ratones C57BL/6J, donde la expresión de Opa1 y Mfn2 disminuye en múltiples tejidos de alta 

demanda energética, incluyendo corazón, músculo esquelético, riñón, hígado y bazo, mientras 

que Mfn1 permanece sin cambios (Zheng et al., 2023). 

 

En nuestro modelo, tras 12 semanas del consumo de una HCD se observó una disminución de 

los niveles de Mfn1 sin cambios significativos en Opa, a diferencia de lo reportado por Zheng 

et al. (2023), donde después del consumo de una HFD durante 24 semanas, Opa disminuyó 

consistentemente en varios tejidos periféricos. Por otro lado, en el modelo de Vilela et al. (2024), 

con HFD+L-NAME, la expresión de Opa aumenta en el hipocampo, lo que destaca la 

complejidad de cada tejido en la respuesta mitocondrial a las alteraciones metabólicas, 

dependiente del tiempo y la composición de la dieta. 

 

Esta diferencia en la expresión de proteínas de fusión como Opa1 y Mfn1 demuestra cómo el 

estrés metabólico por el consumo de HFD/HCD puede alterar el equilibrio de fusión-fisión. Se 

ha descrito que la fisión mitocondrial se ve promovida por el estrés oxidativo y la oxidación de 

ácidos grasos inducida por el exceso de nutrientes, a través de la activación de Drp1 y Fis1 (Alan 

y Scorrano, 2022). En modelos con enfermedad de Alzheimer asociada a mutaciones en el 

precursor amiloide, se observa un desequilibrio similar, una reducción de Opa, Mfn1 y Mfn2, 

junto con un aumento de Drp1 y Fis1, lo que promueve la fragmentación, confirmada por 
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microscopía electrónica de transmisión, y se correlaciona con la disfunción sináptica y la 

pérdida neuronal (Wang et al., 2022b).  

 

El aumento de la fisión mitocondrial mediada por Drp1 se considera un factor patológico 

prominente que precede la neurodegeneración (Gao et al., 2017). Interesantemente, en el 

corazón, la oxidación de ácidos grasos puede paradójicamente inducir elongación mitocondrial 

vía procesamiento de Opa por YME1L, mejorando tanto el estrés mitocondrial como la 

insuficiencia cardíaca (Guo et al., 2018). Sin embargo, en el cerebro, el aumento de ROS 

promueve la fragmentación, exacerbando la disfunción mitocondrial. Las mitocondrias en los 

astrocitos, que tienen una eficiencia de la CTE menor que la de las neuronas y, por lo tanto, una 

mayor producción basal de ROS, desempeñan un papel crucial en el equilibrio redox (Vicente-

Gutiérrez et al., 2020). El aumento de la producción de ROS se ha asociado con la fragmentación 

mitocondrial bajo condiciones hiperglucémicas (Galloway et al., 2012).  

 

La ubiquitinación mediada por parkina facilita la degradación selectiva de múltiples proteínas 

de la MME, como Mfn1, Mfn2 y VDAC1, promoviendo así la eliminación de mitocondrias 

dañadas durante la mitofagia (Chen et al., 2023). El estrés oxidativo inducido por HCD/HFD se 

ha descrito como un activador de la mitofagia, con un aumento en los niveles de Pink1 y Parkin 

que responde a la acumulación de especies reactivas de oxígeno mitocondriales (mtROS). De 

hecho, la mitofagia mediada por parkina protege contra la acumulación de mtROS, actuando 

como un mecanismo de control de calidad para prevenir la disfunción mitocondrial.  

 

Nuestros resultados muestran un aumento en la expresión de Pink1 y Parkina (Figura 8), lo que 

sugiere una activación compensatoria de la mitofagia en respuesta al daño inducido por el 

consumo crónico de HCD y sus complicaciones metabólicas asociadas. La mitofagia en 

respuesta al daño mitocondrial está destinada a mitigar la acumulación de organelos 

defectuosos. Sin embargo, el deterioro de la mitofagia mediada por Pink1/Parkin se ha 

relacionado con diversas patologías del sistema nervioso central y periférico, particularmente 

en procesos neurodegenerativos como en la EA, donde se ha reportado una disminución en los 

niveles de Pink1 y en la actividad mitofágica general (Bonzano et al., 2024).  
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En modelos de EA, la mitofagia mediada por Parkina se induce en las etapas tempranas de la 

enfermedad como respuesta adaptativa, pero a medida que la patología progresa, el agotamiento 

de Parkina provoca una mitofagia defectuosa y la acumulación de mitocondrias anormales en 

las neuronas (Bonzano et al., 2024). Un estudio en ratones envejecidos y alimentados con HFD 

durante 6 meses encontró que el consumo de esta dieta suprimió significativamente los procesos 

relacionados con la mitofagia en el hipocampo y la corteza, exacerbando la disfunción 

mitocondrial y contribuyendo potencialmente a déficits cognitivos (M. Song et al., 2025). 

 

Cambios en la morfología mitocondrial  
 
El estrés metabólico por el consumo de HCD que induce alteraciones metabólicas en el flujo de 

macronutrientes en el hipocampo desregula la vía Pink1/Parkina-Mfn. Específicamente, se 

observó un aumento en la expresión de Pink1 y Parki, lo que promueve un desbalance en la 

dinámica mitocondrial que parece favorecer la fragmentación sobre la fusión, con consecuencias 

morfológicas y bioenergéticas observables en el hipocampo. Como evidencia de este impacto, 

en un modelo de envejecimiento murino con consumo prolongado de una HFD, se observaron 

mitocondrias ligeramente agrandadas, lo que indica un daño estructural temprano asociado al 

estrés metabólico (Wen et al., 2023). De manera similar, en modelos de la EA,  se ha reportado 

agrandamiento y daño mitocondrial en las neuronas corticales, contribuyendo a la disfunción 

bioenergética y la progresión de la neurodegeneración (J. Wang et al., 2022). Estas alteraciones 

morfológicas reflejan un desequilibrio en la dinámica mitocondrial, donde la fusión y la fisión 

juegan roles cruciales en la adaptación celular. 

 

Bajo condiciones fisiológicas, las mitocondrias pueden adoptar una morfología tubular y 

fusionada para maximizar la capacidad de OXPHOS y satisfacer altas demandas energéticas, 

como durante la inanición o la producción intensiva de ATP (Van Huynh et al., 2023). En 

contraste, el desacoplamiento de la fusión reduce la eficiencia bioenergética, favoreciendo la 

fragmentación. La fusión y la fisión son procesos esenciales para segregar vías metabólicas en 

subpoblaciones mitocondriales distintas: por ejemplo, una red fusionada mantiene la OXPHOS, 

mientras que mitocondrias fragmentadas priorizan la biosíntesis de macromoléculas (Ryu et al., 

2024). La alteración de esta segregación por disfunción dinámica compromete la capacidad 
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celular para mantener ambas funciones simultáneamente, exacerbando la vulnerabilidad 

metabólica. 

 

La morfología mitocondrial se adapta dinámicamente a señales ambientales y metabólicas, pero 

el consumo de HFD/HCD perturba este equilibrio, inclinándose predominantemente hacia la 

fragmentación (Alan & Scorrano, 2022). Esta fragmentación excesiva se correlaciona con la 

pérdida del ΔΨm , lo que impide satisfacer las demandas energéticas y precede a procesos 

apoptóticos (Galloway et al., 2012). Por ejemplo, en células endoteliales de pacientes y modelos 

animales diabéticos, así como en cardiomiocitos expuestos a niveles elevados de glucosa, se 

observa un aumento en la fisión mitocondrial, lo que agrava la disfunción bioenergética y 

contribuye a complicaciones tisulares como las observadas en el hipocampo bajo HFD 

(Galloway et al., 2012). En conjunto, estos hallazgos subrayan cómo la HFD promueve una 

transición patológica de mitocondrias fusionadas (adaptativas) a fragmentadas (disfuncionales), 

vinculando el estrés metabólico con el daño neuronal en el envejecimiento y la EA.  

 

Esta transición patológica de mitocondrias fusionadas a fragmentadas no solo ocurre a nivel 

tisular general, sino que se manifiesta de manera diferencial en compartimentos subcelulares, 

destacando la complejidad de la dinámica mitocondrial en células altamente especializadas 

como las neuronas. Los datos de un estudio en el cerebro de ratón confirman que las 

mitocondrias exhiben morfologías distintas en axones, dendritas y soma, con diferencias 

cuantitativas significativas en tamaño y forma que reflejan demandas energéticas locales (Faitg 

et al., 2021). Esta especialización morfológica no es exclusiva de las neuronas: en el músculo 

esquelético, las mitocondrias dentro de la misma célula muestran variaciones, con diferencias 

de ~1 a 1,5 veces en longitud y volumen en humanos (Vincent et al., 2019) y ≥1 vez en el soleo 

de ratón (Picard et al., 2013). Por lo tanto, se puede suponer que la complejidad a nivel celular 

genera dominios bioquímicos y energéticos distintos, impulsando el establecimiento de 

tamaños, morfologías y funciones mitocondriales adaptados a cada subcompartimento (Faitg et 

al., 2021). 

 

Nuestros resultados mostraron esta heterogeneidad subcelular en la morfología mitocondrial, 

particularmente en animales jóvenes, donde las mitocondrias axonales y del soma presentaron 
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patrones opuestos. Bajo condiciones de estrés metabólico inducido por HCD, estos patrones se 

alteraron diferencialmente. En el soma neuronal, la longitud mitocondrial disminuyó un 25.7%, 

y el ancho máximo de la cresta aumentó significativamente, lo que sugiere un predominio de la 

fisión y una reducción en la eficiencia de la red mitocondrial central (Figura 9). En contraste, 

en el compartimento axonal, el número de mitocondrias se redujo un 43.4%, mientras que su 

longitud y ancho máximo de cresta aumentaron un 95.1% y 65.3%, indicando una tendencia 

hacia la fusión mitocondrial compensatoria, posiblemente para mantener el suministro de ATP 

en axones distales.  

 

Este patrón diferencial es consistente con cambios observados en modelos de envejecimiento y 

EA, donde los axones exhiben mayor tamaño, mielina más gruesa y mitocondrias elongadas, 

correlacionados con niveles alterados de ATP y un aumento en marcadores de estrés oxidativo 

(Manczak et al., 2011; Reddy et al., 2017; Stahon et al., 2016). Tales adaptaciones subcelulares 

resaltan cómo la alimentación con HCD no solo desequilibra la dinámica global, sino que 

exacerba la vulnerabilidad en dominios neuronales específicos, contribuyendo a la disfunción 

sináptica y al deterioro cognitivo. 

 

10. CONCLUSIONES 

La resistencia a la insulina genera una inflexibilidad metabólica en el hipocampo, favoreciendo 

la obtención de ATP a partir de ácidos grasos e hiperpolarización mitocondrial.  

 

Las mitocondrias hipocampales del modelo con resistencia a la insulina aumentan los procesos 

de mitofagia y disminuyen la fusión mitocondrial.  

 

La resistencia a la insulina induce cambios en la morfología mitocondrial del hipocampo, 

compatibles con fisión en el soma y fusión en los axones. 
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12. ANEXOS  

 

a. Determinación de la concentración de glucosa sérica  

 

Método: Glucosa Oxidasa/Peroxidasa  

Fundamento: La glucosa presente en la muestra se oxida a ácido glucónico por medio de la 

glucosa oxidasa (GOD). El peróxido de hidrógeno (𝐻!𝑂!) producido en la reacción origina un 

complejo coloreado en presencia de peroxidasa (POD) que se cuantifica por espectrofotometría. 

 
Procedimiento:  

1. Condiciones del ensayo: 

Longitud de onda: 505 nm (490-550)  

Cubeta: 1 cm paso de luz  

Temperatura: 37ºC / 15-25ºC  

2. Ajustar el espectrofotómetro a cero frente a agua destilada.  

3. Pipetear en un tubo de ensayo lo siguiente:  

 Blanco Patrón Muestra 

Reactivo (mL) 1.0 1.0 1.0 

Patrón (µL) -- 10 -- 

Muestra (µL) -- -- 10 

 

4. Mezclar bien e incubar los tubos durante 10 min. a 37ºC ó durante 30 min. a temperatura 

ambiente (15-25ºC) 

5. Leer la absorbancia (A) del Patrón y la muestra, frente al Blanco de reactivo. El color es 

estable como mínimo 30 minutos. 

Cálculos: 

La concentración de glucosa en la muestra se calcula a partir de la siguiente fórmula. 

(𝐴)𝑀𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎
(𝐴)𝑃𝑎𝑡𝑟ó𝑛 𝑥100	(𝐶𝑜𝑛𝑐. 𝑃𝑎𝑡𝑟ó𝑛) = 𝑚𝑔/𝑑𝐿	𝑑𝑒	𝑔𝑙𝑢𝑐𝑜𝑠𝑎	𝑒𝑛	𝑙𝑎 
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b. Determinación de la concentración de triglicéridos  

 

Método: Glicerolfosfato deshidrogenasa- Peroxidasa 

Fundamento: La lipoproteinlipasa (LPL) hidroliza los triglicéridos liberando glicerol y ácidos 

grasos libres. El glicerol formado es fosforilado por glicerolfosfato deshidrogenasa (GPO) y 

ATP en presencia de glicerol quinasa (GK) para producir glicerol-3-fosfato (G3P) y adenosina-

5-difosfato (ADP). El G3P es entonces convertido a dihidroxiacetona fosfato (DAP) y 𝐻!𝑂! por 

GPO. Finalmente, el 𝐻!𝑂! reacciona con 4- aminofenazona (4-AF) y p-clorofenol, reacción 

catalizada por la peroxidasa (POD) dando una coloración roja, con una intensidad proporcional 

a la concentración de triglicéridos presentes en la muestra.  

 
Procedimiento:  

1. Condiciones del ensayo: 

Longitud de onda: 505 nm (490-550)  

Cubeta: 1 cm paso de luz  

Temperatura: 37ºC / 15-25ºC  

2. Ajustar el espectrofotómetro a cero frente a agua destilada.  

3. Pipetear en un tubo de ensayo lo siguiente:  

 Blanco Patrón Muestra 

Reactivo (mL) 1.0 1.0 1.0 

Patrón (µL) -- 10 -- 

Muestra (µL) -- -- 10 

4. Mezclar e incubar 5 minutos a 37oC o 10 min. a 15-25oC. 

5. Leer la absorbancia (A) del patrón y la muestra, frente al Blanco de reactivo. El color es 

estable como mínimo 30 minutos. 

Cálculos: 
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(𝐴)	𝑀𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎	 −	(𝐴)	𝐵𝑙𝑎𝑛𝑐𝑜
(𝐴)	𝑃𝑎𝑡𝑟ó𝑛	 −	(𝐴)	𝐵𝑙𝑎𝑛𝑐𝑜 𝑥	𝐶𝑜𝑛𝑐. 𝑃𝑎𝑡𝑟ó𝑛 = 	𝑚𝑔/𝑑𝑙	𝑑𝑒	𝑡𝑟𝑖𝑔𝑙𝑖𝑐é𝑟𝑖𝑑𝑜𝑠 

 

c. Determinación de la concentración de colesterol total 

Método: Colesterol oxidasa-Peroxidasa 

Fundamento: La colesterol esterasa (CHE) hidroliza los ésteres de colesterol a colesterol más 

ácidos grasos libres. En la siguiente reacción la colesterol oxidasa (CHOD) oxida el colesterol 

a colestenona y el H2O2 formado es sustrato de la peroxidasa que junto con 4-AF da lugar a la 

formación de una quinona roja que es proporcional a la concentración de colesterol en la 

muestra.  

 
Procedimiento:  

1. Condiciones del ensayo: 

Longitud de onda: 505 nm (490-550)  

Cubeta: 1 cm paso de luz  

Temperatura: 37ºC / 15-25ºC  

2. Ajustar el espectrofotómetro a cero frente a agua destilada.  

3. Pipetear en un tubo de ensayo lo siguiente: 

 Blanco Patrón Muestra 

Reactivo (mL) 1.0 1.0 1.0 

Patrón (µL) -- 10 -- 

Muestra (µL) -- -- 10 

4. Mezclar e incubar 5 min a 37ºC ó 10 min a 15-25ºC. 

5. Leer la absorbancia (A) del patrón y la muestra, frente al Blanco de reactivo. El color es 

estable como mínimo 60 minutos 

Cálculos: 
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(𝐴)	𝑀𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎	
(𝐴)	𝑃𝑎𝑡𝑟ó𝑛 𝑥	𝐶𝑜𝑛𝑐. 𝑃𝑎𝑡𝑟ó𝑛	 = 	𝑚𝑔/𝑑𝑙	𝑑𝑒	𝑐𝑜𝑙𝑒𝑠𝑡𝑒𝑟𝑜𝑙	𝑒𝑛	𝑙𝑎	𝑚𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎 

 

d. Determinación de la concentración de HDL-c 

Método: Directo. Enzimático colorimétrico  

Fundamento: Determinación directa del HDLc (colesterol de lipoproteínas de alta densidad) 

sin necesidad de pre-tratamiento o centrifugado de la muestra. La determinación se realiza en 

dos pasos: En la primera etapa se obtiene un producto no coloreado mientras que en la segunda 

etapa el N-(2-hidroxi-3-sulfopropil)-3,5- dimetoxianilina (HDAOS) y 4-Aminoantipirina en 

presencia de la peroxidasa reaccionan por acción del H2O2 y generan un producto coloreado.  

1. Eliminación de lipoproteínas no-HDL  

 
2. Medición de HDLc  

 
Procedimiento: 

1. Condiciones del ensayo: 

Longitud de onda: 550-650 nm 

Cubeta: 1 cm paso de luz  

Temperatura: 37ºC  

2. Ajustar el espectrofotómetro a cero frente a agua destilada.  

3. Pipetear en un tubo de ensayo lo siguiente:  

 Blanco Calibrador Muestra 

Reactivo 1 (µL) 300 300 300 

Calibrador (µL) -- 3 -- 
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Muestra (µL) -- -- 3 

 

4. Mezclar e incubar 5 min a 37ºC y leer absorbancia (A1) del calibrador y la muestra 

5. Añadir: 

 Blanco Calibrador Muestra 

Reactivo 2 (µL) 100 100 100 

6. Mezclar e incubar 5 minutos a 37ºC y leer la absorbancia (A2) frente al Blanco de 

reactivo.  

Cálculos: 

(𝐴2 − 𝐴1)	𝑀𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎 − (𝐴2 − 𝐴1)𝐵𝑙𝑎𝑛𝑐𝑜	
(𝐴2 − 𝐴1)	𝐶𝑎𝑙𝑖𝑏𝑟𝑎𝑑𝑜𝑟 − (𝐴2 − 𝐴1)𝐵𝑙𝑎𝑛𝑐𝑜 𝑥	𝐶𝑜𝑛𝑐. 𝐶𝑎𝑙𝑖𝑏𝑟𝑎𝑑𝑜𝑟	 = 	𝑚𝑔/𝑑𝑙	𝑑𝑒	𝐻𝐷𝐿 − 𝑐𝑜𝑙 

 

e. Determinación de la concentración de LDL-c 

Método: Enzimático colorimétrico 

Fundamento:  Determinación directa del LDLc (colesterol de lipoproteínas de baja densidad) 

sin necesidad de pre-tratamiento o centrifugado de la muestra. La determinación se realiza en 

dos pasos: 

1.  Eliminación de lipoproteínas no-LDL 

La CHE hidroliza los ésteres de colesterol a colesterol y ácidos grasos libres, a continuación, la 

CHOD oxida el colesterol a colestenona y peróxido de hidrógeno, la catalasa descompone el 

H2O2 a oxígeno y agua. 

 
2. Medición de LDLc  

En la segunda etapa se permite la reacción completa de CHE, CHOD y peroxidasa, el H2O2 

reacciona con la 4-Aminoantipirina y el N-etil-N-(2-hidroxi-3-sul-fopropil)- 3-toluidina 

disódica (TOOS) generando un producto con color que se cuantifica espectrofotométricamente.  
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Procedimiento: 

1. Condiciones del ensayo: 

Longitud de onda: 600 (590-700) nm  

Cubeta: 1 cm paso de luz  

Temperatura: 37ºC  

2. Ajustar el espectrofotómetro a cero frente a agua destilada.  

3. Pipetear en un tubo de ensayo lo siguiente: 

 Blanco Patrón Muestra 

Reactivo 1 (µL) 300 300 300 

Patrón (µL) -- 4 -- 

Muestra (µL) -- -- 4 

4. Mezclar e incubar 5 min a 37ºC 

5. Añadir 

 Blanco Calibrador Muestra 

Reactivo 2 (µL) 100 100 100 

6. Mezclar e incubar 5 minutos a 37ºC y leer la absorbancia, frente al Blanco de reactivo 

Cálculos: 

(𝐴)	𝑀𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎 − (𝐴)𝐵𝑙𝑎𝑛𝑐𝑜	
(𝐴)	𝐶𝑎𝑙𝑖𝑏𝑟𝑎𝑑𝑜𝑟 − (𝐴)𝐵𝑙𝑎𝑛𝑐𝑜 𝑥	𝐶𝑜𝑛𝑐. 𝐶𝑎𝑙𝑖𝑏𝑟𝑎𝑑𝑜𝑟	 = 	𝑚𝑔/𝑑𝑙	𝑑𝑒	𝐿𝐷𝐿	𝑐𝑜𝑙𝑒𝑠𝑡𝑒𝑟𝑜𝑙 

 

f. Determinación de la concentración de  VLDL-col 

Los niveles de lipoproteínas de muy baja densidad (VLDL) se obtendrán utilizando la 

estimación de Martin-Hopkins. 
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g. Determinación de la concentración de insulina 

Fundamento: Se realizará por el método de inmunoensayo enzimático (ELISA) tipo sándwich. 

En este procedimiento, la inmovilización toma lugar durante el ensayo en la superficie del pozo 

en la microplaca a través de la interacción de estreptavidina revestida en los pozos y con el 

anticuerpo de insulina monoclonal marcado con biotina. Una vez mezclado el anticuerpo 

monoclonal biotinilado, el anticuerpo de enzima etiquetada y un suero que contiene el antígeno 

nativo resulta una reacción entre el antígeno nativo y los anticuerpos, sin competencia o 

impedimento estérico, para formar un complejo de sándwich soluble. Después de que se obtiene 

el equilibrio, la fracción del anticuerpo-atado es separado del antígeno libre por la decantación 

o la aspiración. La actividad enzimática en la fracción del anticuerpo-limite es directamente 

proporcional a la concentración nativa del antígeno. Utilizando diversas referencias del suero 

de los valores sabidos del antígeno, una curva de la reacción a cierta dosis puede ser generada 

de la cual la concentración del antígeno de un desconocido puede ser comprobada.  

Procedimiento  

1. Sacar los micropozos necesarios para cada suero de referencia, controles y muestras. 

Colocar 50 μL de los sueros de referencia, controles y muestras en los pozos 

correspondientes. 

2. Agregar 100μL de la solución del Reactivo de la Enzima de Insulina a todos los pozos 

y golpear suavemente uno de los extremos de la microplaca por 20- 30 segundos para 

mezclar. Sellar la microplaca con una cubierta de plástico. 

3. Incubar por 120 minutos a temperatura ambiente (20-27°C) 

4. Desechar el contenido de la microplaca por decantación o aspiración. 

5. Agregar 300μL de la solución de lavado. Repetir dos veces adicionales. 

6. Agregar 100μL de la solución de substrato a todos los pozos 

7. Incubar a temperatura ambiente por 15 minutos. 

8. Agregar 50μL de la solución de paro a cada pozo y mezclar suavemente de 15 a 20 

segundos. Agregar siempre los reactivos en el mismo orden para reducir al mínimo 

diferencias del tiempo de reacción entre los pozos. 

9. Leer la absorbancia en cada pozo a 450 nm (con una longitud de onda de referencia de 

620-630nm para reducir al mínimo imperfecciones del pozo) en un lector de 
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microplacas. Los resultados se deben leer en el plazo de 30 minutos de haber agregado 

la solución de paro. 

Cálculos 

Una curva en la reacción se usa para comprobar la concentración de Insulina en especímenes 

desconocidos. 

1. Registrar la absorbancia obtenida del listado del lector del microplacas. 

2. Trazar la absorbancia para cada referencia duplicada del suero contra la concentración 

correspondiente de Insulina en μIU/mL. 

3. Calcular la ecuación de la línea recta para la curva de calibración. 

4. Para determinar la concentración de Insulina para un desconocido, despejar x de la 

ecuación de la línea recta. 

 

h. Índices de resistencia a insulina 

Matsuda-DeFronzo: Evalúa la resistencia a insulina a nivel sistémico, se cuantifica empleando 

la fórmula. 

𝐼𝑅 = "#,###

%&'()*+,-	/-,-(	0!"
#$ 1∗34,)(54-	/-,-(	0

%&
!$16∗&7

8	'()*+,-	9:'	0!"
#$ 1∗	7

8	34,)(54-	9:'	0%&!$16
 (Matsuda & 

DeFronzo, 1999) 

 

HOMA-IR: Proporciona información sobre la resistencia a la insulina a nivel de tejido 

periférico.  

𝐻𝑂𝑀𝐴 − 𝐼𝑅 =
'()*+,-	/-,-(	0!"

#$ 1∗34,)(54-	/-,-(	0
%&
!$1	

!;<#
  (Cacho et al., 2008) 

 

i. Índices de resistencia a insulina 

Método: Bradford  

Fundamento:  El método de Bradford es un ensayo colorimétrico para cuantificar 

proteínas, basado en la interacción entre el colorante azul brillante de Coomassie y las proteínas 

en un medio ácido. La unión del Coomassie a las proteínas causa un cambio en la absorción del 
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colorante, de 465 nm a 595 nm, lo que permite determinar la concentración de proteína en una 

muestra.  

Procedimiento: 

1. Preparar un estándar de albúmina a una concentración de 100 mg/mL y a partir de él 

preparar las siguientes diluciones.  

2. Preparar diluciones del estándar de proteína de 0.5, 1, 2, 5 y 10 mg/ml.  

3. Tanto para las muestras como para los estándares colocar en un eppendorf 1mL de 

reactivo de Bradford y 2 ul de la muestra o del estándar  

4. Eezclar con un agitador vórtex e incubar la reacción 10 minutos a temperatura ambiente.  

5. Leer a 595 nm y calcular la cantidad de proteínas por extrapolación con la curva estándar.  

 

j. Western Blot  

Procedimiento:  

1. Preparar un gel de acrilamida para SDS-PAGE en vidrios de 1.5 cm con peine de 10 

pocillos al porcentaje indicado por la tabla a continuación  

2. Para preparar muestras para Western Blot en una proporción 1:1 con buffer de carga 

(LOAEMLI)  

3. Cargar las muestras en el gel en los pocillos correspondientes y correr el gel durante una 

hora con 30 minutos aproximadamente.   

4. Sacar el gel con cuidado y prepararlo para transferencia húmeda en membrana de PVDF 

y transferir a 100V durante 60 minutos.  

5. Una vez concluida la transferencia, retirar la membrana y lavarla 5 minutos con 1X TBS, 

0,1% Tween® 

6. Bloquear la membrana con 2.5% w/v BSA, 1X TBS, 0,1% Tween® a 4º durante toda la 

noche con agitación suave. 

7. Lavar 3 veces con TBS-T, 10 minutos cada lavado  

8. Incubar el anticuerpo primario toda la noche a 4°C con agitación suave. 

9. Lavar 3 veces con TBS-T, 10 minutos cada lavado  

10. Incubar el anticuerpo secundario por 1 hora a temperatura ambiente.  

11. Lavar 3 veces con TBS-T, 10 min cada lavado ( 
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12. Colocar la membrana en la bandeja del fotodocumentador Nine Alliance Uvitec y 

colocar el Sustrato Immobilon quimioluminiscente de HRP (WBKLS0050, diluyendo 

una parte de la solución de Peroxido y una parte de luminol)  

 

Para el presente trabajo se tomaron en cuenta las siguientes condiciones:  

 

 Anticuerpo Peso 

molecular 

% Gel Concentración de 

proteínas [ug] 

Pink1 1:1000 

#6946 

60, 50 kDa 10% 30 ug 

Parkina 1:1000 

#4211 

50 kDa 10% 30 ug 

Opa-1 1:500 

sc-393296  

120 kDa 

79 kDa 

7.5% 30 ug 

Mitofusin-1 

 

1:1000 

#14739 

82 kDa 10% 50 ug 

p-Drp1 1:1000 

#3455 

78-82 kDa 10% 40 ug 

Fis1 1:1000 

sc-376447  

17 kDa 12.5% 50 ug 

 

 

k. Síntesis de ATP  

 

Método: Reportado por Vives, Bauza 2007.  

Reactivos: 

• BufferA: 150 mM KCl, 25 mM Tris-HCl, 2 mM EDTA, 0.1% BSA, 10 mM KHPO4, 

0.1 mM MgCl2 en dH2O, pH 7.4  

• BufferB: Tris Acetato 0.5M, pH 7.75, Luciferina 0.8 mM, Luciferasa 20 ug/mL 

(preparar en fresco)  
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• ATP10 mM  

• ADP 6mM en buffer A 

• Diandenosin pentafosfato 6mM en dH2O. 

• Sustratos: Malato / Piruvato, Malato/Glutamato, Succinato 100mM  

 

Procedimiento: 

• Curva con estándares de 10, 5, 1, 0.5, 0.1, 0.05 mM ATP (preparar por separado y  

tomar 10 ul de cada estándar) 

• Colocar 160 uL de Buffer A en el fondo del pozo 

• Poner 10 uL de muestra de mitocondrias aisladas o estándar de ATP en el buffer A 

• Colocar 15 uL de mix de sustratos (ADP 6 mM, Diadenosin pentafosfato 6mM, y 

sustrato 100mM) en la pared 

• Adicionar 20 uL de Buffer B y homogeneizar rápido. 

• Medir la RLU cada 15 seg durante 2 minutos en el luminómetro (Lumistat 4900)  

  

Cálculo 

o Valor 2 minutos – valor inicial 

o Calcular concentración de curva estándar (nmol/ATP/min) o Dividir / ug proteinas 

o Reportar como nom ATP/min/ug proteínas  

 

l. Evaluación del potencial de membrana mitocondrial  

 

Procedimiento:  

1. Incubar una rebanada de hipocampo de 1 mm en el medio Krebs Ringer (CaCl2 2 mM, 

HEPES 5 mM, KCl 3 mM, MgCl2·6H2O 1 mM, NaCl 139 mM, NaHCO3 2 mM, 

NaH2PO4 0.5 mM, glucosa 10 mM) durante 1 hora a 37°C con 5 % de CO₂, 

2. Posteriormente preparar TMRE (Cat. n.° ab113852 Abcam, Cambridge, MA, EE. UU) 

a 200 mM en medio Krebs Ringer  para incubar la rebanada de hipocampo durante 30 

minutos a 37 °C con 5 % de CO₂. 

3. Lavar con Krebs Ringer 10 min en agitación suave para eliminar el exceso de colorante. 
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4. Fijar los tejidos en paraformaldehído al 4 % durante 24 horas y luego transferirlos a una 

solución de sacarosa al 30 % para su crioprotección  

5. Posteriormnte cortar secciones de 20 µm utilizando un criostato a -21ºC.  

6. Las imágenes se capturan utilizando un microscopio de fluorescencia Leica DM1000 

LED  con un objetivo 20x a λex/λem = 488/575 nm.  

7. La intensidad de fluorescencia se analizó con el software ImageJ. 

 
 


