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Resumen 

Acetilcolinesterasa (AChE) y Butirilcolinesterasa (BChE) se han asociado con 

factores de riesgo para el síndrome metabólico (SM).  

Objetivo. El objetivo del presente trabajo fue evaluar el efecto de la nicotinamida 

(NAM) sobre las actividades, la expresión y el contenido de proteínas de las 

colinesterasas en un modelo de SM in vivo e in vitro. 

Métodos principales: Se indujo SM en ratas macho mediante la administración de 

fructosa al 40% en el agua de bebida durante 16 semanas. Posteriormente, a partir 

de la quinta semana en adelante, la solución de carbohidrato fue intercalada por 

solución de NAM, en diferentes concentraciones durante 5 h cada mañana durante 

las siguientes 12 semanas. En la semana 15, se realizó la prueba de tolerancia a la 

glucosa y se midió la presión arterial. Una vez concluido el período de tratamiento, 

se obtuvieron muestras para evaluar el perfil bioquímico; estrés oxidativo; 

marcadores proinflamatorios; y se evaluó la actividad, concentración y expresión de 

colinesterasas y se realizó un análisis de acoplamiento molecular. 

Hallazgos principales: El grupo de SM mostró alteraciones antropométricas, 

hemodinámicas y bioquímica; así como aumento de la actividad de las 

colinesterasas, marcadores de inflamación y estrés oxidativo. En el hígado, los 

niveles de actividad de colinesterasas y ARN mensajero, ácidos grasos libres, factor 

de necrosis tumoral alfa (TNF-α) y sustancia reactiva al ácido tiobarbitúrico (TBARS) 

aumentaron, mientras que disminuyeron los niveles de glutatión reducido (GSH). 

NAM disminuyó parcial o totalmente los factores de riesgo de SM, marcadores de 
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estrés e inflamación, y la actividad (suero e hígado) y expresión (hígado) de 

colinesterasas. El análisis de acoplamiento molecular mostró que NAM tiene una 

mayor afinidad por las colinesterasas que la acetilcolina (ACh), lo que sugiere que 

la NAM es un inhibidor de las colinesterasas. 

Conclusiones: La suplementación con 40% de fructosa induce SM, además de 

aumentar la actividad y expresión de colinesterasas, el estrés oxidativo y la 

inflamación. NAM atenuó estas alteraciones inducidas por SM y cambios en 

colinesterasas. 
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Abstract 

Acetylcholinesterase (AChE) and butyrylcholinesterase (BChE) have been 

associated with risk factors for metabolic syndrome (SM).  

Aim: Our objective was to evaluate the effect of nicotinamide (NAM) on the activities, 

expression and protein content of cholinesterases in a SM model.  

Main methods: SM was induced in male rats administrating 40% fructose to the 

drinking water for 16 weeks. Additionally, from 5th week onward, the carbohydrate 

solution was replaced by NAM, at several concentrations for 5 h each morning for 

the next 12 weeks. In the 15th week, the glucose tolerance test was conducted, and 

blood pressure was measured. After the treatment period had concluded, the 

biochemical profile; oxidant stress; proinflammatory markers; and the activity, 

quantity and expression of cholinesterases were evaluated, and molecular docking 

analysis was performed.  

Key findings: The SM group showed anthropometric, hemodynamic and 

biochemical alterations and increased cholinesterase activity, inflammation and 

stress markers. In the liver, cholinesterase activity and mRNA, free fatty acid, tumor 

necrosis factor-alpha (TNF-α), and thiobarbituric acid-reactive substance (TBARS) 

levels were increased, while reduced glutathione (GSH) levels were decreased. 

NAM partially or totally decreased risk factors for SM, markers of stress and 

inflammation, and the activity (serum and liver) and expression (liver) of 

cholinesterases. Molecular docking analysis showed that NAM has a greater affinity 
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for cholinesterases than acetylcholine (ACh), suggesting that NAM as an inhibitor of 

cholinesterases. 

Significance: Supplementation with 40% fructose induced SM, which increased the 

activity and expression of cholinesterases, oxidative stress and the inflammation. 

NAM attenuated these MetS-induced alterations and changes in cholinesterases. 
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1. INTRODUCCIÓN 

1.1 Definición, prevalencia y factores de riesgo para Síndrome Metabólico  

El síndrome metabólico (SM) fue descrito por Gerald Reaven como síndrome “X” 

(1988), es una alteración antropométrica y hemodinámica provocada por un 

aumento en la circunferencia abdominal, debido al exceso de tejido adiposo, el cual 

propicia desregulación de parámetros bioquímicos y clínicos incluidos, 

concentraciones altas de triacilgliceroles y glucosa en sangre, bajas 

concentraciones de lipoproteínas de alta densidad (HDL) y aumento de la presión 

sanguínea. Los cinco factores de riesgo señalados predisponen a un individuo a 

desarrollar enfermedades crónico degenerativas como: enfermedad de hígado 

graso no alcohólico, diabetes tipo 2, enfermedad cardiovascular, y algunos tipos de 

cáncer (Ford et al., 2008).  

El panel para el tratamiento de las dislipidemias en los adultos (ATP III, del inglés 

Guidelines for treatment of dyslipidemia in adults III) menciona, que la identificación 

en una persona de tres de los cinco factores de riesgo; podría considerarse como 

un paciente con SM (Pasternak, 2003). La tabla 1 muestra los valores estándar 

utilizados por la ATP III para el diagnóstico clínico del SM. Sin embargo, no es la 

única clasificación que se utiliza de diagnóstico, existen diferentes criterios los 

cuales han sido diseñados por los diferentes instituciones de salud a nivel mundial, 

para ello se han considerado a las diferentes etnias, alimentación y estilos de vida 

en los diferentes países y continentes. Por ejemplo las estipuladas por la asociación 

americana del corazón (AHA), la asociación americana de diabetes (FDA), la 
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sociedad europea de cardiología (ESC) o la organización mundial de la salud 

(WHO), por mencionar algunas. En México, se utiliza hasta el momento los 

estándares de la ATP III; debido a que es la más acertada para la población 

mexicana. Otro factor de riesgo adicional es la resistencia a la insulina, la cual junto 

con la obesidad son reconocidos como factores causales del SM (Reaven, 2011). 

Tabla 1. Factores de riesgo utilizados por la ATP III considerados para 
población mexicana para el diagnóstico de SM. 

Identificación Clínica del Síndrome Metabólico 

Considerando 3 de los siguientes factores 

Factor de Riesgo Valores considerados 

Obesidad abdominal 

Hombre 

Mujer 

Circunferencia abdominal 

>102 cm  

>88 cm 

Triacilgliceroles >150 mg/dL 

Colesterol HDL 

Hombre 

Mujer 

 
 
<40 mg/dL 

<50 mg/dL 

Presión Sanguínea >130 / >85 mmHg 

Glucosa en ayuno >110 mg/dL 

 

Nuestro país afronta el SM como un problema de salud, debido al alto índice de 

personas que lo padecen y sus enfermedades subsecuentes. En 2014 se informó 

que 36.8% de la población mexicana padece SM y el 71.3% sobrepeso u obesidad, 
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siendo estos últimos candidatos potenciales para desarrollar SM (Orozco et al., 

2014). En México, la falta de estrategias de control provocó un aumento en las 

cifras, la última encuesta proporcionada por ENSANUT en el año 2018 refirió 

aumento en la población con sobrepeso y obesidad de 76.8% y 73%, 

respectivamente. Cabe destacar que el SM es un estado regresivo y crucial para 

prevenir el desarrollo de enfermedades crónico degenerativas, las cuales no son 

reversibles. Debido a la carencia de una educación en materia de salud es imposible 

detectar este tipo de enfermedades a tiempo. Por ello, se buscan marcadores 

tempranos del SM para su diagnóstico y posterior control. 

Las causas por las cuales la población mexicana desarrolla obesidad, y 

posteriormente SM son diversas y pueden estudiarse con varios enfoques; social, 

económico, clínico, familiar y nutricional. Existen cuatro factores como causa 

principal: factor genético, sedentarismo, baja actividad física, y finalmente una 

inadecuada selección de los alimentos. La dieta actual consta de alimentos 

procesados industrializados, con grandes cantidades de grasas y carbohidratos; 

principalmente fructosa, este carbohidrato ha sido relacionado con la epidemia de 

obesidad que prevalece en el mundo (Klurfeld et al., 2013, Rosset et al., 2016, Loza-

Medrano et al., 2019). 

La utilización de la fructosa en la industria alimentaria inició en los años setenta 

como sustituto de la sacarosa o azúcar común de caña, debido a mayor poder 

edulcorante y menor costo. Estudios recientes han demostrado a partir de esos años 

una asociación entre el consumo de la fructosa incorporada en los alimentos con el 

aumento de la obesidad (Bray et al., 2013).  
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El jarabe de maíz de alta fructosa es el principal edulcorante en los alimentos 

procesados y las bebidas gasificadas. Aporta 55% de fructosa que se metaboliza 

en un 80% en el hígado y contribuye a la hiperuricemia. La producción de ácido 

úrico por fructosa puede contribuir a la resistencia a la insulina hepática al provocar 

estrés oxidante y esteatosis (Lanaspa et al., 2012). También, el ácido úrico bloquea 

la eficiencia de la insulina para estimular la vasodilatación de los vasos sanguíneos, 

lo cual es importante en la captación de glucosa por el músculo esquelético. 

Alternativamente, se induce inflamación local en tejido adiposo con una reducción 

en la producción de adiponectina (Baldwin et al., 2011). Adicionalmente, cabe 

mencionar que el ácido úrico provoca disfunción de la célula β-pancreática (Roncal-

Jiménez et al., 2011). 

Actualmente, los análisis proteómicos con énfasis en el estudio de enzimas ha 

contribuido a comprender más a fondo las enfermedades metabólicas y su impacto 

a nivel celular y molecular, así como los daños producidos durante el SM en 

diferentes vías de señalización fundamentales para procesos de síntesis de 

proteínas, modificaciones postraduccionales, estado redox celular y degradación de 

moléculas (Fon & Rozman, 2011), contribuyendo de forma directa al desarrollo y/o 

progresión de la enfermedad.  

Las esterasas como butirilcolinesterasa E.C.3.1.1.8  y paraoxonasa I E.C. 3.1.1.2 

comprenden dos grupos de enzimas sintetizadas principalmente en hígado, ambas 

relacionadas con el metabolismo de carbohidratos, lipoproteínas y ácidos grasos 

(Mata et al., 2013; Boshtam et al., 2013. Lima et al., 2013), y en menor medida 

acetilcolinesterasa E.C.3.1.1.7, que puede sintetizarse en otros tejidos, como el 
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sistema nervioso central y músculo. También, se ha confirmado que estas esterasas 

participan en procesos inflamatorios, en la respuesta antioxidante, en estado 

aterogénico y del metabolismo (Das, 2007; Rosas-Ballina et al., 2009; Lampón et 

al., 2012). 

No existe un tratamiento médico plenamente establecido para combatir el SM. Hasta 

la fecha se ha propuesto que el cambio de alimentación y la actividad física son los 

únicos tratamientos que pueden prevenir y revertir el daño producido por un 

desorden metabólico. En este contexto, durante el estudio del SM como patología 

multifactorial se han empleado diversas moléculas para controlar la inflamación 

sistémica de bajo grado, el metabolismo de glucosa y de lípidos, así como el estrés 

oxidante con el objetivo de evitar daño celular. (Bulut et al., 2013; Colak et al., 2014; 

Le et al., 2014; Merino-Aguilar et al., 2014).  

El uso de la vitamina hidrosoluble específicamente la vitamina B3 conocida como 

nicotinamida (NAM), y precursor de la coenzima NAD+ pudiera ser un buen 

adyuvante para disminuir los factores de riesgo del SM, debido a sus propiedades 

antinflamatoria, inmunoreguladora y antilipémica (Torres-Ramírez et al., 2013, 

Loza-Medrano et al., 2020).  
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2. ANTECEDENTES 

Acetilcolina (ACh) es un neurotransmisor sintetizado en neuronas presinápticas por 

acción de la enzima colina O-aciltransferasa (E.C. 2.3.1.6.) que utiliza colina y acetil-

CoA como sustratos; este neurotransmisor es almacenado en vesículas hasta su 

liberación en la hendidura sináptica donde neuronas postsinápticas captarán el 

neurotransmisor a través de receptores nicotínicos (ionotrópicos), muscarínicos 

(metabotrópicos; M1, M2, M3, M4 y M5) y dependientes de potasio a nivel neuronal 

y muscular. Al unirse el ligando a su receptor se desencadena una señalización rio 

abajo mediada por proteínas G principalmente, y señalizaciones dependientes de 

despolarización e hiperpolarización de la membrana. Una vez que ACh ejerce su 

acción es hidrolizada por acción de las dos colinesterasas: acetilcolinesterasa 

(AChE) y butirilcolinesterasa (BChE), en la hendidura sináptica generando los 

productos acetato y colina respectivamente. Es por esto, que la actividad de ambas 

colinesterasas es considerada como regulador en la sinapsis colinérgica neuronal y 

neuromuscular. 

Las vías de señalización que se ven comprometidas por la unión de ACh a sus 

receptores nicotínicos y muscarínicos, son vías universales que actúan en 

diferentes mecanismos y a distintos niveles; entre ellas destacan: la vía de las 

MAPs-cinasas, la vía de JAK-STAT, PI3K-AKT y señalización dependiente de calcio 

(Ca2+). Es por ello que la desregulación en la señalización colinérgica afecta a 

distintos niveles y se involucran diversos procesos fisiológicos y celulares que son 

importantes en los movimientos peristálticos de la digestión, la contracción 
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muscular, la memoria, el aprendizaje, la atención y el control  motor (Eglen RM, 

2006). 

El sistema colinérgico podría clasificarse en “neural” y sistema colinérgico “no 

neural” debido a que algunos tejidos u órganos donde ACh lleva a cabo su influencia 

no pertenecen directamente al sistema nervioso, sin embargo todas las células 

tienen la capacidad de sintetizar a diferentes cantidades el neurotransmisor ACh y 

las enzimas que se encargaran de hidrolizarlo (AChE y BChE). Actualmente la 

relevancia en el estudio de colinesterasas se centra en sus funciones no neurales.  

Las células de origen no nervioso que además expresan los receptores 

muscarínicos y nicotínicos han servido de modelo para estudiar la influencia del 

sistema colinérgico no neural en diferentes procesos celulares como apoptosis, 

diferenciación celular, proliferación, inflamación, morfogénesis, hematopoyesis y 

tumorogénesis, definiendo que las enzimas AChE y BChE cumplen funciones 

denominadas “no colinérgicas”, por lo que la función de terminación de la 

neurotransmisión colinérgica solo es el primer eslabón de una serie de funciones 

siguientes (Zimmerman G & Soreq H, 2006).   

Los inhibidores selectivos de AChE y BChE se asocian con un desbalance en la 

cantidad de ACh libre que ocasiona síndrome colinérgico, este se caracteriza por 

dolor muscular, parálisis, taquicardia, hipertensión, miosis, vomito, incontinencia y 

problemas respiratorios. Debido a la sobre estimulación de los receptores 

muscarínicos y nicotínicos por el neurotransmisor ACh; pues ambas colinesterasas 

no ejercen su acción de hidrolisis (Bargull-Díaz, 2012). 
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Los primeros estudios de AChE y BChE se desarrollaron en la investigación de 

enfermedades crónico degenerativas debido a su relación directa con el sistema 

nervioso central y periférico, hoy en día se sabe que el sistema parasimpático es 

regulado por la ACh. 

El estudio de la transmisión colinérgica antecede al estudio de otros procesos 

biológicos, en civilizaciones antiguas ya se conocían agentes colinérgicos y se 

utilizaban para la caza, la guerra y en diversos rituales (Holmste DT, 1972). Los 

indios nativos americanos solían mojar sus flechas o lanzas con sustancias toxicas 

extraídas de plantas y animales, las cuales tienen un efecto secretor de ACh que 

produce ataques, convulsiones y la muerte de terminaciones nerviosas. Hoy en día, 

la batracotoxina, un alcaloide secretado por ranas del género Phyllobates y 

Dendrobates es de los más estudiados.   

Hacia 1850 en Edimburgo, Escocia se inician los estudios de la neurotransmisión 

con aportaciones de misioneros y farmacólogos, sin embargo fueron investigadores 

alemanes, franceses, ingleses y estadounidenses los que establecieron las bases 

de la transmisión química periférica y central (Kaczmar, 1970).  

Dale en 1914 fue el primero en proponer que la ACh era el agente principal en la 

transmisión sináptica neuromuscular. Rápidamente surgió la idea de que una 

enzima debería terminar con el impulso sináptico que produce esta molécula, ya 

que la sobre estimulación produce los efectos nocivos mencionados anteriormente. 

Loewi y Navratil en sus reportes oficiales que datan de los años veinte y treinta 

identificaron en el músculo sartorio de la rana y el músculo gastrocnemio de perro, 

que la colinesterasa era la enzima que hidrolizaba al neurotransmisor. Sin embargo, 
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fue hasta 1938 que, los trabajos de Marnay y Nachmansohn en los órganos 

eléctricos de Torpedo y Electrophorus  se asentó el papel de las colinesterasas en 

la transmisión colinérgica; concluyendo que AChE es la enzima principal encargada 

de eliminar de forma inmediata la estimulación neuromuscular tras la liberación de 

ACh dentro de los límites del periodo refractario (milisegundos).  

2.1. Definición, especificidad y mecanismo catalítico de colinesterasas. 

Por definición las colinesterasas son enzimas de tipo éster hidrolasas (AChE; 

E.C.3.1.1.7, BChE; E.C.3.1.1.8), que regulan al sistema colinérgico neuromuscular 

a través de la hidrolisis de los esteres de colina; específicamente al neurotransmisor 

ACh. El mecanismo se debe de dar en un medio acuoso, bajo catálisis ácida o 

básica para producir ácidos carboxílicos y alcoholes. 

Saponificación es el proceso básico de hidrólisis que transforma ésteres en 

carboxilatos; este mecanismo se da en tres etapas: 1) adición nucleófila del agua al 

carbonilo. 2) eliminación del metóxido. 3) equilibrio ácido base entre el ácido 

carboxílico y el metóxido. Este equilibrio se antepone a los anteriores hacia el 

producto final (Alberts et al., 2004).  

La alta afinidad de la AChE por la ACh es debida a que evolutivamente esta enzima 

se especializó a partir de la BChE, la cual además de hidrolizar ACh, puede actuar 

sobre otros ésteres de colina como butirilcolina, propionilcolina, succinilcolina. El 

sitio catalítico de la AChE muestra una tríada catalítica compuesta por los residuos 

de aminoácidos: Serina-200, Histidina-440 y Ácido glutámico-327. Dada la 

semejanza en la estructura entre BChE y AChE, se cree que el mecanismo catalítico 

es el mismo o similar (Harel et al., 1992). 
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Estudios de mutagénesis dirigida ha servido como herramienta para comprobar que 

la triada catalítica prevalece en todas las isoformas de las colinesterasas, una 

sustitución de alguno de los aminoácidos de la triada catalítica por ejemplo con 

Triptófano-84 reduce considerablemente su actividad, sin alterar la secreción de la 

enzima (Shafferman et al., 1992, Harel et al., 1993). 

2.2 La genética de las colinesterasas 

En el humano el gen de AChE se ubica en la región 22 q del cromosoma 7, tiene 

una longitud de 7 kb, la cual incluye seis exones y cuatro intrones. Mediante corte y 

empalme alternativo se generan tres diferentes transcritos: mRNA tipo T constituido 

por los exones 2, 3, 4 y 6 cuya proteína traducida se da en forma de monómeros, 

dímeros y tetrámeros anfifílicos (G1
A, G2

A y G4
A). Además este transcrito forma 

tetrámeros no anfifílicos (G4
NA), así como asociaciones hetero-oligoméricas, sin 

embargo si estos tetrámeros se unen a una proteína transmembranal rica en prolina 

(PRiMA) se forman tetrámeros capaces de unirse a la membrana (PRiMA-G4
A) (Dori 

& Soreq, 2006, Perrier et al., 2002, Deutsch et al., 2002). Por otro lado si los 

tetrámeros se ligan a un tallo tipo colagénico (ColQ) se generan formas asimétricas 

A4, A8 y A12 con uno, dos o tres tetrámeros, respectivamente. 

El mRNA tipo H de AChE tiene los exones 2, 3, 4 y 5, que codifica para dímeros 

anfifílicos tipo 1 que se unen covalentemente a una ancla de glicosilfosfatidilinositol 

(GPI) (Soreq et al., 1990, Deutsch et al., 2002).  

El mRNA tipo R no experimenta corte y empalme después del último exón 

codificador del dominio catalítico, por lo tanto posee a los exones 2, 3, 4, 5 y 6, y 

entre el cuatro y cinco se encuentra el intron 4. El extremo carboxilo terminal de la 
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subunidad R consta de 30 aminoácidos adicionales y carece de residuos de 

Cisteína, por lo que la isoformas proteicas solo son monómeros (Sternfeld et al., 

2000, Grisaru et al., 2006). 

El gen de BChE se ubica en el cromosoma 3 en la región 26 q con un tamaño de 70 

kb y se compone por cuatro exones y tres intrones. El gen de BChE no experimenta 

corte y empalme alternativo; todas su isoformas proteicas provienen de un mismo 

gen (Soreq et al., 1989). 

La traducción del mRNA-BChE genera monómeros, dímeros, tetrámeros, solubles 

y tetrámeros también anclados a la proteína PRiMA. También, se presentan formas 

asimétricas ancladas a la membrana por un triplete helicoidal de colágeno (Darvesh 

et al., 2003).  

El amplio polimorfismo proteínico se genera a partir de los diferentes estadios del 

procesamiento de una estructura original compleja, y solo se distinguen hasta 

formar su estructura cuaternaria y mediante su carácter soluble, sus tipos de 

interacciones y sus modificaciones post tradicionales. 

Por todo lo anterior descrito podemos encontrar enzima de forma libre o unida a las 

membranas celulares. 
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 2.3. El ensamblado y modificaciones postraduccionales de las 

colinesterasas 

Durante el procesamiento postraduccional de las colinesterasas al igual que otras 

proteínas de secreción y glicoproteínas transmembranales, las subunidades se 

sintetizan en el retículo endoplasmático rugoso (RER), para que posteriormente se 

transloquen al lumen, donde el complejo de la peptidasa enciende el péptido señal, 

y se producen precursores inactivos, con la participación de proteínas chaperonas 

de la familia de proteínas de choque térmico (HSP), como BiP/GRP78 se facilita el 

ensamblado y así adquieren la capacidad enzimática (Eichler et al., 1991). 

Teniendo en cuenta, que la estructura cuaternaria de las isoformas se unen 

progresivamente siguiendo un patrón lógico desde monómeros, dímeros, 

tetrámeros, y las formas asimétricas. Las moléculas heteroméricas se forman a 

partir de la unión al péptido “P” o al tallo de tipo colágeno. A pesar de los diferentes 

estudios in vitro, el ensamble de las isoformas proteicas parece ser un proceso más 

complejo in vivo. 

Las colinesterasas son glicoproteínas que experimentan modificaciones post-

traduccionales, tal como la glicosilación (“O-” y “N-”): proceso regulado 

enzimáticamente que adiciona glúcidos a las proteínas, en este contexto la 

glicosilación representa un marcador idóneo para conocer la progresión de las 

diferentes formas.  

Al parecer las formas globulares se ensamblan poco después de su síntesis, cuando 

las subunidades aún permanecen en el lumen del RER (Rotundo et al., 1984). Tras 

su ensamblado las moléculas se transportan al aparato de Golgi donde se eliminan 
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manosas y se incorporan restos de N-acetilglucosamina, este remodelado ocurre 

en las cisternas medias del Golgi, y en la región Trans se les incorporan restos de 

galactosa terminal y ácido siálico. Esta vía es la general, no obstante existen vías 

alternas entre las diferentes especies, incluso entre los diferentes tejidos de una 

misma especie. 

En el caso de AChE los glúcidos representan entre un 10 a 15% de su peso total 

(Niday et al., 1977), mientras que los glúcidos de BChE corresponden a un 25% 

(Muensch et al., 1976). Estos oligosacáridos unidos a las isoformas de AChE y 

BChE difieren entre tejidos particulares y entre especies y también entre la misma 

especie (Liao et al., 1993, Cabezas-Herrera et al., 1994). 

La estructura primaria de las subunidades de ambas colinesterasas tiene varias 

secuencias consenso para adicionar oligosacáridos: Asparagina (sitios de N-

glicosilación cuyo número depende del organismo y tejido. AChE y BChE de suero 

humano tienen 3 y 8 sitios potenciales de N-glicosilación respectivamente (Vidal et 

al., 1996). En diversos estudios se observa que la pérdida de los carbohidratos 

afecta la secreción de las enzimas pero no su actividad (Velan et al., 1993). 

En este contexto se conoce que la secuencia de carbohidratos de BChE sérica es 

idéntica a la de hígado, deduciendo que la enzima circulante proviene 

preferentemente del hígado (Tornel et al., 1992, Sáez-Valero et al., 1996). 
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2.4. El papel de las colinesterasas en patologías y el metabolismo 

En el ámbito toxicológico se ha evaluado la actividad de ambas colinesterasas como 

un biomarcador de contaminación por plaguicidas organofosforados y carbámicos 

en personas dedicadas a la agricultura y al campo. También, en algunas especies 

de peces, crustáceos (Tu et al., 2009), y ostras (Choi et al., 2011), se han 

considerado una importante herramienta para determinar el grado de contaminación 

de las aguas. Sin embargo, los primeros estudios relacionados con la actividad de 

AChE y BChE en el ámbito de la medicina fueron dirigidos a fisiopatologías que 

involucran al sistema colinérgico neuromuscular, destacando las enfermedades de 

Parkinson y la de Alzheimer. Las colinesterasas han sido consideradas como 

blancos terapéuticos en la enfermedad de Alzheimer; debido a que participa en los 

depósitos de la proteína beta-amiloide que forman las placas seniles, así como la 

toxicidad que estas generan (Reyes et al., 2004). En pacientes con la enfermedad 

de Alzheimer se ha observado un aumento significativo en la actividad de ambas 

colinesterasas, y se ha correlacionado positivamente con los niveles de 

homocisteína, que a su vez se ha asociado con problemas neurológicos y apoptosis 

neuronal (Stefanello et al., 2005). Actualmente para mejorar la calidad de vida del 

paciente con Alzheimer continúan las investigaciones relacionadas con inhibir 

ambas enzimas utilizando antagonistas sintéticos o de origen natural (Ozarowski M 

et al., 2017, Moss DE et al., 2017). 

En otro estudio donde se analizó la actividad de AChE en sangre de pacientes con 

enfermedad de Parkinson y enfermedad de Alzheimer y su primera generación 

asintomática, se observó que podría ser considerado un biomarcador en los 
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familiares asintomáticos de los pacientes con enfermedad de Alzheimer, y que 

además en pacientes con enfermedad Parkinson la actividad de AChE en glóbulos 

rojos es más alta; donde los inhibidores de la enzima podrían ser una alternativa 

terapéutica (Bawaskar et al., 2015). 

En pacientes con trastornos metabólicos, tales como obesidad, SM y diabetes tipo 

2 (DT2) se han analizado las actividades AChE y BChE, en estos estudios se 

encontró aumento en la actividad de ambas colinesterasas en plasma y suero, se 

encontró una correlación positiva con varios parámetros antropométricos y 

bioquímicos, que incluyeron: el índice de masa corporal (IMC), la circunferencia 

abdominal, la glucosa circulante, los niveles de triacilgliceroles (TG), el colesterol y 

las lipoproteínas de baja y muy baja densidad (LDL y VLDL); éstas últimas en 

exceso son responsables de la formación del ateroma, y a su vez, del desarrollo de 

la enfermedad cardiovascular (Kálmán et al., 2004, Rao et al., 2007, Sridhar et al., 

2010, Vallianou et al., 2014). 

En otros estudios, también se encontró una correlación positiva entre los factores 

de riesgo para el SM y la actividad de las colinesterasas asociado como resultado 

de daño en el hígado con el que desarrollan los pacientes con este tipo de 

enfermedades; sobre todo teniendo en cuenta que la BChE es producida 

principalmente en hígado y secretada a nivel sistémico (Lockridge, 2015). Otras 

enzimas, también se ven afectadas en hepatologías, es el caso de las 

transaminasas: alanina y aspartato amino transferasas (ALT y AST, 

respectivamente), o como la gama glutamil transferasa (GGT) cuya función es 

transferir grupos amino o gama glutamil entre los péptidos en el citosol de los 
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hepatocitos; al verse comprometido el estado de la célula hepática por daños físicos, 

químicos o mecánicos se pierde la permeabilidad de las membranas y se liberan 

muchas proteínas al espacio extra celular y de ahí al torrente circulatorio es por ello 

que la actividad catalítica de todas estas proteínas las encontramos altas en suero; 

cuando se encuentra en riesgo la integridad del hígado (Tsai et al., 2012).    

Existen diversas evidencias que muestran la correlación de la actividad de 

colinesterasas con los factores de riesgo que determinan cuando una persona 

padece SM, DT2 o simplemente cursa con obesidad (Tabla 2).  

En otro estudio donde además se determinaron otro tipo de enzimas asociadas al 

estrés oxidante y a la inflamación; procesos poco estudiados en la enfermedad 

metabólica, pero que sin duda son muy importantes para la etiología de la 

enfermedad, se analizó la actividad de BChE, la cual de inicio estuvo más elevada 

en pacientes con SM, este aumento también se vio en la actividad de la GGT, en 

los niveles de óxido nítrico (NOx) y la proteína C-reactiva (PCR). Estos resultados 

se mantuvieron cuando se ajustó en términos del índice de masa corporal. La 

actividad de BChE también correlacionó con la cantidad de colesterol total (TC) y la 

CRP, reflejando el estado pro inflamatorio del SM (De Bona et al., 2013). 
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Tabla 2. Revisión sobre evidencias que correlacionan la actividad de las 
colinesterasas y enfermedades metabólicas 

DT1, DT2 y Enfermedad de Alzheimer: ↑ AChE y BChE.  Rao Allam et al., 
2007  

DT1 y DT2: ↑ AChE y BChE favorece el proceso 
inflamatorio.  

Das Undurti, 2007 

PCCI: ↑ BChE ↓ ACh, neurotransmisor en la sinapsis 
colinérgica. 

Vaisi-Raygani et al., 
2009 

Ratón KO para BChE con dieta hipercolesterolémica 
desarrollan obesidad; indicando participación de BChE en 
el metabolismo de lípidos. 

Sridhar et al., 2010 

Enfermedad cardiovascular: ↑ BChE correlaciona con ↑ 
homocisteína e hipertensión. 

Sridhar et al., 2010 

↑ BChE correlaciona con IMC, LDL y TG, factores de 
riesgo cardiovascular en población juvenil.  

Stovanov et al., 
2011 

SM y deterioro parasimpático: ↑BChE correlaciona con 
IMC, PC-R, hipertensión y dislipidemia. 

Shenhar-Tsarfaty et 
al., 2011 

↑ BChE asociada con inflamación sistémica de bajo grado. Lampón et al., 2012 

↑ BChE incrementa la poza de colina ↑ aminofosfolípidos 
= fosfatidilcolina; ácido graso constituyente de 
membranas lipídicas y el componente más importante de 
las VLDL.  

Zom et al., 2011 

SM: ↑ BChE correlaciona con CT y GGT.  De Bona et al., 2013 

Pacientes aparentemente sanos: ↑ BChE correlaciona 
con IMC, LDL, CT y TG.  

Vallianou et al., 
2014 

LDLox; ↑ AChE y correlaciona con la producción de ERO.  Yamchuen, 2014 
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Ratas hipertensas: el ejercicio previene las alteraciones 
en la actividad de colinesterasas.  

Cardoso et al., 2014 

Obesidad abdominal y resistencia a la insulina 
correlaciona con alta actividad de colinesterasas.  

Tangvarasittichai et 
al., 2015 

La vía antiinflamatoria colinérgica previene la producción 
de citocinas en macrófagos  

Payolla et al., 2015 

↑ AChE y BChE, correlaciona con estrés, peso corporal y 
lípidos en un modelo de obesidad con fructosa en ratas  

Amri et al., 2017 

AChE: acetilcolinesterasa, BChE: butirilcolinesterasa, DT1: diabetes tipo 1, DT2: 
diabetes tipo 2, PCCI: pacientes con accidente cerebrovascular isquémico, KO: 
knockout, IMC: índice de masa corporal, LDL: lipoproteínas de baja densidad, TG: 
triacilgliceroles, PC-R: proteína C-reactiva, VLDL: Lipoproteínas de muy baja 
densidad, CT: colesterol total, GGT: gama glutamil transferasa, ERO: especies 
reactivas de oxígeno.  

 

Se han desarrollado diversos métodos experimentales en animales de laboratorio 

(ratas y ratones) para inducir trastornos metabólicos para analizar a las 

colinesterasas tratando de responder el papel que podrían tener este grupo de 

enzimas en el establecimiento y desarrollo de las enfermedades metabólicas.  

Con los antecedentes descritos en la tabla 2, se ha inhibido a AChE y BChE con el 

alcaloide natural fisostigmina (eserina), en ratones con previo ayuno y evaluado 

como afecta el mecanismo lipídico con el que se ha ligado a las colinesterasas, los 

datos reportados confirman que existe una regulación parasimpática en la 

acumulación de TG a nivel hepático. Esta inhibición de AChE se vio acompañada 

de niveles bajos de insulina circulante, lo que a nivel sistémico es perjudicial, la baja 

insulina no permite la captación de glucosa a los órganos y tejidos 

insulinodependientes, por lo tanto, la inhibición con fisostigmina al igual que el ayuno 
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prolongado induce acumulación de TG hepáticos, pero además aumenta la 

expresión de factores de transcripción para la síntesis de ácidos grasos como la 

proteína de unión al elemento de respuesta a esteroles (SREBP-1) y la proteína de 

unión a ácidos grasos de hígado (L-FABP) (Yokota S et al., 2014). 

En este contexto, algunos estudios proponen utilizar la actividad de AChE y BChE 

como un marcadores tempranos del SM y la DT2 (Sridhar et al., 2010). Sin embargo, 

aún es imprecisa la relación que pudiera existir entre la actividad elevada de las 

colinesterasas y los factores bioquímicos alterados durante estas patologías 

metabólicas. La hipótesis más explorada hasta el momento, es que al ocurrir una 

hidrólisis exacerbada del neurotransmisor acetilcolina y otros ésteres de colina, se 

incrementa el reservorio de colina, que puede ser un substrato en la formación de 

amino fosfolípidos como fosfatidilcolina; constituyente de las membranas lipídicas y 

el componente más importante de las VLDL (Zom et al., 2011). La fosfatidilcolina, 

también puede transformarse en diacilglicerol, y posteriormente favorecer la 

creación de triacilgliceroles, además de facilitar su exportación desde el hígado a 

otros tejidos (Zom et al., 2011). Otro metabolito, producto de la hidrólisis de 

acetilcolina es el acetato (ácido graso más pequeño), el cual puede incrementar la 

formación de acetil-CoA, y posteriormente acil-CoA (ácido graso) y triacilgliceroles 

(Nakamura et al., 2014). 

En condiciones de hiperglucemia ocurre que ciertas moléculas experimentan 

reacciones de incorporación de glucosa por un mecanismo no enzimático 

(denominado glicación) como es el caso de la fosfatidilcolina, la cual al reaccionar 

con glucosa favorece la formación de lipoperóxidos. El exceso de colina, también 



 

20 
 

ha sido asociado al aumento en la ganancia de peso corporal y a la intolerancia a la 

glucosa, mediante la generación de la fosfatidilcolina elemento constitutivo de 

membranas celulares y lipoproteínas-LDL. La formación de este fosfolípido se da 

mediante su precursor: citidina 5'‐difosfocolina o a través de la metilación de 

fosfatidiletanolamina por la enzima fosfatidiletanolamina N-metiltransferasa (PEMT)  

(Wu et al., 2012). 

La enzima AChE además de compartir con BChE, lo antes descrito, también se ha 

comprobado su participación en procesos de inflamación sistémica de bajo grado; 

el neurotransmisor, ACh posee propiedades anti-inflamatorias al unirse a su 

receptor nicotínico en la subunidad α7 de los macrófagos, monocitos y otras células 

inmunes. Esta unión impide la translocación al núcleo del factor nuclear kappa β 

(NF-κβ) y atenúa la liberación de TNF- α e IL-6, citocinas pro-inflamatorias (Rosas-

Ballina et al., 2009, Shenhar-Tsarfaty et al., 2014). Este mecanismo anti-inflamatorio 

se podría ver afectado por la unión del neurotransmisor a su receptor en este tipo 

de células, teniendo en cuenta, la actividad exacerbada de las colinesterasas y 

favorecer la liberación de citocinas pro-inflamatorias a nivel sistémico y local (Das 

et al., 2007, Rosas-Ballina et al., 2009; Shenhar-Tsarfaty et al., 2014). 

Estudios recientes destacan la actividad no colinérgica de BChE a través de regular 

la acción de grelina; péptido encargado de regular la sensación de saciedad. La 

grelina es considerada una hormona orexigénica o estimulante del apetito 

sintetizada en las células del fundus del estómago que viaja al cerebro y es captada 

por sus receptores (GHS-R 1a y GHS-R 1b) a nivel de hipotálamo e hipófisis, esta 

hormona se activa al agregarse un ácido n-octanoico en la serina 3 de su cadena 
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poli peptídica de 28 aminoácidos, generando acil-grelina; que se considera la forma 

activa de la hormona, cuyo efecto es: disminuir el gasto energético, inducir el apetito 

y la secreción de la hormona de crecimiento (Chen VP et al., 2017). 

BChE hidroliza la acil-grelina; rompiendo el enlace del ácido n-octanoico de la 

cadena de residuos de aminoácidos, por lo cual la transforma a un estado inactivo 

de la hormona (desacil-grelina), impidiendo que cumpla sus funciones entre ellas; 

la sensación de hambre. La asociación de esta información con la actividad elevada 

de las colinesterasas podría dar un indicio de protección en contra de una señal 

inductora del apetito que en definitiva desfavorece el sobrepeso y la obesidad. En 

este contexto; la actividad elevada de las colinesterasas representaría un 

mecanismo protector para reducir las señales de apetito a nivel cerebral, así como 

una mejora en la homeostasis de la glucosa facilitando la liberación de insulina en 

ratones obesos (Chen et al., 2017). 

Nuestro grupo de trabajo demostró en un modelo animal de SM con una ingesta 

excesiva de fructosa, que la glicosilación de las colinesterasas séricas se modifica, 

este efecto trajo consigo cambios en la vida media de la enzima que podría explicar 

el motivo, por el cual se observa aumento en su actividad; probablemente al unirse 

más carbohidratos a la proteína, la señal dada por el ácido siálico para la eliminación 

de la proteína vía proteosoma se pierde o enmascara por estos otros carbohidratos 

adicionados de manera alterada, lo que resulta en un aumento de la actividad sérica 

de ambas colinesterasas, contribuyendo a la inflamación sistémica de bajo grado, 

la síntesis de ácidos grasos y la pérdida de apetito (Villeda-González JD, Tesis de 

Maestría. 2016). 
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2.5. La nicotinamida y sus propiedades generales 

La nicotinamida (NAM) es una vitamina hidrosoluble del complejo B, también 

llamada vitamina B3, precursora de nucleótidos de piridina adenina (NAD+, NADH, 

NADP+ y NADPH). La actividad biológica de NAM es variada, incluyendo su acción 

antioxidante, inmunoreguladora, antiapoptótica y anticancerígena. Cuando se ha 

utilizado a altas dosis farmacológicas no se observan efectos de citotoxicidad, 

teratogénicos u oncogénicos. Aunque, su efecto farmacológico depende de la 

concentración empleada (Yan et al., 1999, Burkart, 1999, Bai, 2008).  

En distintos modelos experimentales de diabetes tipo 1 (DT1), se ha comprobado 

que la NAM evita la destrucción de las células β pancreáticas (Lee et al, 2013), al 

disminuir la producción de citocinas pro-inflamatorias y bajar la actividad de la óxido 

nítrico sintasa inducible (Hedman, 2006). Esta acción de la NAM se atribuye a la 

inhibición de poli-ADP-ribosa polimerasa (PARP) o la formación del óxido nítrico, los 

cuales ocasionan muerte de la célula β pancreática (Kolb et al., 1999). La NAM 

como precursora de NAD+ activa indirectamente a la AMPK, mecanismo guiado por 

sirtuínas, y en consecuencia podría inhibir a diversas proteínas involucradas en el 

metabolismo lipídico, como son la lipasa sensible a hormonas, la acetil-CoA 

carboxilasa y la ácido graso sintasa (FAS) (Rossmeisl M et al., 2004).  

En cardiomiocitos expuestos a NAM se ha observado un aumento en la 

concentración de NAD+, ATP y enzimas antioxidantes, y al mismo tiempo una 

disminución en la necrosis y en las especies reactivas de oxígeno (Tong et al., 

2012). En ratones con DT2 y una dieta alta en grasa, la nicotinamida 

mononucleótido (intermediario en la síntesis de NAD+ a partir de NAM), indujo el 
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aumento de la poza de NAD+, mejorando la sensibilidad a la insulina al disminuir la 

expresión de genes relacionados con estrés oxidativo, respuesta inflamatoria y 

actividad de sirtuínas (Yoshino et al., 2011). Paralelo a estos resultados un estudio 

reciente realizado por nuestro grupo demostró que el suplemento de NAM al 

modular la actividad de la enzima G6PD mediante la inhibición no competitiva mixta 

causa  una disminución en el estrés oxidante y la acumulación de lípidos en 

adipocitos 3T3-L1 cultivados con alta glucosa (Torres-Ramírez et al., 2013). Cabe 

señalar, que en ratón knockout para glicina n-metil transferasa, la acumulación 

anómala de S-adenosil metionina puede corregirse por la administración de la NAM, 

al normalizar la expresión de genes involucrados en la síntesis de lípidos, estrés 

oxidante, inflamación, proliferación y apoptosis (Varela-Rey et al., 2010). 

Otro trabajo derivado de nuestra línea de investigación demostró además que NAM 

regula la expresión de SRBP y CREB; enzimas lipogénicas relacionadas con el 

desarrollo de esteatosis (Loza-Medrano et al., 2019). 

Con base en estas investigaciones, queda claro que la administración de NAM en 

modelos experimentales de trastornos metabólicos podría modular a otros genes, 

disminuir el estrés oxidante o influir en las modificaciones postraduccionales de 

esterasas hepáticas, disminuir la inflamación y mejorar el metabolismo de ácidos 

grasos. 
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3. JUSTIFICACIÓN  

El término “síndrome metabólico” fue asignado para describir un conjunto de 

anormalidades metabólicas y hemodinámicas, incluyendo obesidad central, 

hipertensión, dislipidemia, hiperglucemia y resistencia a la insulina. En particular la 

obesidad y resistencia a la insulina son reconocidas como factores causales. Es 

importante destacar que el síndrome metabólico es una condición reversible y 

crucial para prevenir el inicio y progreso de enfermedades crónico degenerativas, 

las cuales no son reversibles. Por ello, se buscan marcadores tempranos del SM 

para su diagnóstico y posterior control; con esta apreciación pudieran ser 

reconocidas las colinesterasas como marcadores tempranos en el desarrollo y 

establecimiento del SM. Además, la administración de NAM pudiera mejorar el 

sistema redox del glutatión y reflejarse en una disminución en las actividades de 

acetilcolinesterasa y butirilcolinesterasa, incrementando la actividad en la 

paraoxonasa-1 impidiendo la hidrolisis de acetilcolina y la oxidación de las LDL. La 

administración de NAM constituye un enfoque fundamentado teórica y 

experimentalmente, que por ser accesible e innovador conviene investigar. 
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4. HIPÓTESIS 

Las colinesterasas pueden ser reguladas por NAM que manifiesta su efecto 

antioxidante y antiinflamatorio en el modelo de SM en rata. 

5. OBJETIVO GENERAL 

Conocer el mecanismo de acción por el cual NAM regula la actividad de 

colinesterasas hepáticas y reduce las alteraciones del SM. 

6. OBJETIVOS PARTICULARES 

• Comparar el modelo in vivo de SM con un modelo en cultivo celular (in 

vitro), del efecto de NAM sobre la expresión, el contenido y la actividad de 

colinesterasas.  

• Determinar la expresión de transcritos de ambas colinesterasas en los 

dos modelos de experimentación. 

• Determinar el contenido proteínico de ambas colinesterasas en los dos 

modelos de experimentación. 

• Evaluar el estado redox celular mediante; relación GSH/GSSG, 

malondialdehido (MDA) y paraoxonasa 1 (PON1). 

• Realizar un análisis de modelado molecular de NAM y colinesterasas, y 

su interacción in sillico mediante la técnica de docking molecular.  
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7. MATERIAL y MÉTODOS 

7.1. Materiales 

Los reactivos grado biología molecular y lectinas utilizadas fueron adquiridos de 

Sigma-Aldrich (St. Louis, MO, USA). El reactivo de Trizol de ROCHE (Indianapolis, 

IN, USA), kit Turbo DNA-freeTM de Ambion, kit First Stand cDNA de Thermo 

Scientific (Massachusetts, USA), Master SYBR Green Plus para la reacción de 

qPCR de ROCHE (Mannheim, Germany), kit Immunoassay Quantify Insulin marca 

ALPCO (New Hampshire, USA), kit Quantify Free Fatty Acids marca BioVision 

(Milpitas, CA, USA), kit BD OptEIA TNF ELISA marca BD (San José, CA, USA), kit 

Rat IL-6 Standard ABTS ELISA marca Peprotech Inc. (Rocky Hill, NJ, USA) y 

primers proporcionados por Integrated DNA Technologies (Coralville, Iowa, USA). 

7.2. Modelo in vivo en ratas 

Se utilizaron treinta ratas de la cepa Sprague Dawley con un peso de 250 ± 5.0 g 

en condiciones controladas de temperatura (22.5 °C), humedad relativa (50%) y 

períodos luz/oscuridad (12 / 12 h), alimentadas con dieta chow 5008 de purina. Los 

animales fueron proporcionados por el Bioterio del Centro Médico Nacional Siglo 

XXI, conforme a la Norma Oficial Mexicana (NOM-062-ZOO-1999, revisada en 

2001), para el cuidado y uso de animales de laboratorio.  
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7.3. Inducción del síndrome metabólico y tratamientos  

El SM se indujo mediante la ingesta de fructosa al 40% (P/V) disuelta en el agua de 

beber. Las ratas se dividieron en cinco grupos (n=6 por grupo), se mantuvieron en 

jaulas de acrílico de 90 X 50 X 30 cm (de forma individual). En la tabla 3 se describen 

los grupos: 

Tabla 3. Grupos experimentales y tratamientos con nicotinamida 

 

Grupo 1 Control 

Grupo 2 SM (fructosa 40%) 

Grupo 3 SM - NAM 5 mM 

Grupo 4 SM - NAM 10 mM 

Grupo 5 SM - NAM 15 mM 

 

 

Figura 1. Diseño experimental. Durante los primeros treinta días se indujo el 
SM experimental en los grupos de animales 2, 3, 4 y 5. Posteriormente, a partir 
del día treinta y uno se administró la nicotinamida a diferentes concentraciones 
a los grupos 3, 4 y 5 (5, 10, y 15 mM en el agua de beber), respectivamente. 
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Se preparó fructosa al 40% (P/V) para administrar en el agua de beber a los grupos 

2, 3, 4 y 5, para inducir SM, a partir del día treinta y uno se administró NAM a sus 

respectivas concentraciones. La vitamina se disolvió de igual forma en agua de 

beber, en un bebedero diferente, bajo disponibilidad ad libitum durante cinco horas 

diarias (de 9:00 am a 2:00 pm). A las concentraciones establecidas para cada grupo 

de tratamiento. Cabe mencionar que durante el tratamiento se retiró el bebedero del 

carbohidrato durante las cinco horas de tratamiento y se colocó el bebedero con la 

NAM. Posteriormente, se intercambiaron los bebederos nuevamente; esto para 

asegurar que al consumir la vitamina no se mezclará con el carbohidrato. Se 

consideró que la  administración de NAM era la más adecuada debido a que nos 

permite controlar el tiempo e impedir que la NAM se transforme en NAD+ y por 

saturación hepática sea metabolizado. Sin embargo, no se puede excluir que el 

NAD+ tenga una función importante en el estudio presente, por ello es que optamos 

por dar el tratamiento durante la mañana y por un tiempo establecido. No obstante 

que conocemos que la vida activa de la rata es nocturna, en este contexto hemos 

observado que suelen consumir bebida durante su etapa de descanso, demostrado 

mediante el registro que se llevó en cuanto al consumo de la vitamina. Se 

completaron ciento veinte días de tratamiento, durante ese tiempo se llevó un 

registro de consumo de alimento, bebida, tratamiento y ganancia de peso corporal. 

Una vez finalizado el tratamiento los roedores se sacrificaron para la obtención de 

muestras biológicas. 
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7.4. Determinación de presión arterial 

Dos semanas antes de concluir los tratamientos se determinó la presión sistólica y 

diastólica de cada rata utilizando el equipo no invasivo, CODA® High Throughput 

(System Noninvasive Blood Pressure System), siguiendo las instrucciones del 

fabricante. 

7.5. Curva de tolerancia a la glucosa 

Ocho días antes de finalizar los tratamientos se realizó una prueba de tolerancia a 

la glucosa oral. Previamente, los animales se dejaron en ayuno por 7 horas. A cada 

animal se administró una carga de glucosa (2 g/kg) (DX-50, Pisa) por vía 

intraperitoneal. La muestra de sangre se obtuvo mediante un corte sagital de la 

punta de la cola y utilizando un glucómetro FreeStyle Optium Neo de Abbott® y tiras 

reactivas de la misma marca. Se cuantificó la glucosa basal, y posteriormente cada 

30 minutos y hasta los 180 minutos. 

7.6. Obtención de muestras biológicas 

Los animales se anestesiaron con pentobarbital sódico (50 mg/kg vía I.P.) para 

realizar una punción cardíaca y obtener sangre total que se centrifugó a 3500 rpm 

durante 15 minutos a 4 °C para colectar el suero y formar alícuotas de 100 uL. Las 

muestras de suero se almacenaron a -70 °C hasta su uso para las determinaciones 

correspondientes. Se realizó la extracción del hígado que se fraccionó para las 

determinaciones correspondientes (Análisis de expresión génica; Trizol o RNA-later;  

Análisis bioquímico: sin amortiguador a -80 °C y análisis de western blot en RIPA). 
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7.7. Marcadores metabólicos  

Se determinaron TG, HDL, LDL, alanino aminotransferasa (ALT), aspartato 

aminotransferasa (AST) y proteínas totales en muestras de suero, se determinaron 

utilizando el equipo SPOTCHEMTM EZ SP-4430, Arkray, USA.  

7.8. Cuantificación de insulina, ácidos grasos libres y citocinas pro 

inflamatorias (TNF-α e IL-6) 

La concentración de insulina, ácidos grasos libres y citocinas pro-inflamatorias se 

determinó en muestras de suero utilizando kits específicos para rata, siguiendo las 

recomendaciones del inserto para cada ensayo y mediante el análisis de sus 

absorbancias obtenidas a 450, 570 y 450 nm de longitud de onda, respectivamente 

usando el lector de placas MultiskanTM de Thermo ScientificTM. 

7.9. Marcadores de estrés oxidante 

La determinación de glutatión (GSH) en hígado se determinó después que una 

fracción de órgano se homogeneizó (10% P/V) en ácido meta fosfórico al 5 % (V/V)  

y se centrifugó a 15, 000 rpm por 20 min a 4 °C. El fundamento del método de 

cuantificación se basa en la reacción estequiométrica entre el ácido 5,5’-ditiobis-2-

nitrobenzoico (DTNB) y el grupo tiol del GSH, el producto nitromercaptobenzoato 

absorbe a una longitud de onda a 412 nm, siendo proporcional a la concentración 

de GSH.  

La determinación de especies reactivas al ácido tiobarbitúrico o malondialdehido 

(MDA), se realizó un homogenado de hígado (10% P/V) en PBS 0.1 M, pH 7.5. El 

fundamento del método cuantitativo se basa en la reacción del ácido tiobarbitúrico 
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(TBA) con el producto de la lipoperoxidación el cual absorbe a una longitud de 595 

nm.  

Cabe destacar la adición de ácido tricloroacético para la formación de lipoperóxidos 

y posteriormente la extracción de estos con n-butanol.  

La actividad de la paraoxonasa-1 (PON1), se determinó en suero, midiendo la 

velocidad de hidrólisis del sustrato paraoxón (fosfato de dietil-p-nitrofenilo), a su 

transformación en p-nitrofenol cuya absorbancia se observa a 412 nm. La mezcla 

de reacción (800µl), contenía paraoxón 2,0 mM, CaCl2 2,0 mM y 20 µl de suero o 

plasma en tampón Tris / HCl 100 mM (pH 8,0). Se procesó simultáneamente una 

muestra blanco que contenía la mezcla de reacción sin suero para corregir la 

degradación espontánea del sustrato. La actividad enzimática se calculó a partir de 

ꜫ412 de p-nitrofenol (18290 M-1 * cm-1), y se expresó en U / ml; 1 U de enzima 

hidroliza 1 nmol de paraoxón / min (Schiavon et al., 1996, Ayub et al., 1999). 

Todas las absorbancias fueron determinadas por el lector de placas MultiskanTM 

de Thermo ScientificTM. 

7.10. Actividades acetilcolinesterasa y butirilcolinesterasa 

La actividad de AChE y BChE se determinó en muestras de suero e hígado 

mediante el método de Ellman (1961), en el cual se emplean los tio-análogos de los 

sustratos naturales (acetil-tiocolina y butiril-tiocolina para AChE y BChE, 

respectivamente), e inhibidores selectivos para cada enzima (BW284C51 e Iso-

OMPA para inhibir AChE y BChE, respectivamente). El método se basa en la 

capacidad del DTNB (ácido 5,5’-ditiobis-2-nitrobenzoico) para oxidar grupos tioles 
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libres formando el anion 5-tio-2-nitrobenzoato que genera un color amarillo, que 

absorbe a un máximo de absorbancia a 412 nm de longitud de onda.  

La actividad enzimática, expresada en µmoles de sustrato hidrolizados por hora y 

por ml de muestra (U/ml), se obtiene multiplicando el incremento de absorbancia / 

min por el factor que, para un paso óptico de 1 cm, resulta de la expresión:  

𝐹 =
60 × 1000 × 𝑉𝑡

1,36 × 104  ×  𝑉𝑚
 

En la que Vt y Vm representan, respectivamente el volumen total en la cubeta y 

volumen de muestra, expresados en mililitros; 1,36 x 104 M-1 x cm-1 es el 

coeficiente de extinción molar del cromóforo (ꜫ412), y 60 y 1000 son factores de 

conversión. Por lo tanto una unidad de actividad de AChE o BChE (U) representa la 

cantidad de enzima que hidroliza 1 µmol de sustrato por hora en las condiciones de 

ensayo. La actividad específica se expresa en unidades por miligramo de proteína 

(U/mg). 

La actividad en el hígado se determinó a través de un homogenizado del tejido (10% 

P/V) en amortiguador de lisis (Trizma 15 mM, pH 7,5 (NaCl 1 M, MgCl 50 mM, EGTA 

1 mM y EDTA 3 mM), en Polytron PT 1200, que se centrifugó a 15, 000 rpm a 4 ° C 

durante 60 min (Thermo Scientific Sorvall ST 40R), considerando el sobrenadante 

como la fracción S1. Además se obtuvo una segunda fracción solubilizando las 

membranas citoplasmáticas del precipitado utilizando el detergente Brij 96 (fracción 

S2).  



 

33 
 

La estimación de las actividades se realizó mediante una cinética enzimática, 

utilizando un lector de microplacas Labsystems Multiskan EX de 96 pozos (Helsinki, 

Finlandia). La mezcla de reacción contenía muestras de suero o hígado (fracciones 

S1 y S2) más tio-análogos específicos (11 µM) e inhibidores específicos 5.5 µM.  

La actividad se normalizó utilizando el contenido total de proteínas, finalmente la 

actividad se expresó como actividad específica (U/mg). 

7.11. Valoración del contenido total de proteínas 

La cuantificación de proteínas totales en hígado se realizó mediante el método de 

Lowry (1951), cuyo fundamento se basa en dos reacciones: 1) La formación de un 

complejo de estructura plano-cuadrada entre los enlaces peptídicos de las proteínas 

y el cobre (reacción de Biuret) y 2) Reacción oxido-reducción del reactivo de Folin-

Cicalteau con el complejo cobre-proteína, principalmente grupos aromáticos de los 

aminoácidos tirosina, fenilalanina y triptófano. Esta segunda reacción intensifica la 

coloración de acuerdo a la concentración de proteínas. Se determina por 

espectrofotometría a 660 nm de longitud de onda. 

7.12. Detección de proteínas por Western Blot 

Las muestras de hígado fueron homogeneizadas en amortiguador RIPA con un 

coctel inhibidor de proteasas utilizando un Politron durante 10 min. Posteriormente, 

los homogenados se centrifugaron a 15, 000 g durante 20 min a 4 ºC, el 

sobrenadante se colectó en un tubo del cual se tomaron las alícuotas para 

determinar proteínas totales por el método descrito en el apartado anterior. Una vez 

conociendo la concentración de proteínas se ajustó el volumen para conseguir un 

contenido 40 ug de proteína en cada muestra con amortiguador de muestra. Se 
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realizó la separación electroforética de proteínas en condición disociante utilizando 

el equipo de BioRad, y posteriormente, se realizó la transferencia de las proteínas 

del gel a una membrana de polivinilo (PVDF) previamente activada. Posteriormente, 

se realizó la incubación con anticuerpos primarios específicos para cada la proteína 

acetilcolinesterasa (Santa Cruz Biothecnology), butirilcolinesterasa (Santa Cruz, 

Biothecnology) y como control de carga de utilizó la detección de la beta-Actina 

(Santa Cruz Biothecnology), el revelado fue por quimioluminiscencia utilizando un 

foto documentador (Fusion FX, Vilber US). 

7.13. Expresión de los genes AChE y BChE en hígado de rata  

El aislamiento del RNA se llevó a cabo mediante el método de Tioisocianato de 

guanidina (Trizol®-Invitrogen) (Chomczynski, 1993), y la purificación mediante 

lavados con isopropanol y etanol 75%, además se utilizó el kit Turbo DNA-freeTM 

de Ambion®, siguiendo las recomendaciones del fabricante. 

El RNA se cuantificó usando el NanoDrop y se determinó la relación 260/280 para 

verificar su pureza, la integridad se determinó mediante la electroforesis en un gel 

de agarosa 1% usando bromuro de etidio, la visualización se llevó a cabo en un 

analizador de imagen (BioRad).  

La retrotranscripción se llevó a cabo con cebadores aleatorios, una mezcla de 

desoxiribonucleotidos (DNTP’s) y la transcriptasa reversa en termociclador 

(Eppendorf, EE.UU.AA) siguiendo las recomendaciones del kit First Strand cDNA 

de Thermo Scientific. 
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La reacción de qPCR se llevó a cabo con una mezcla de Master SYBR Green Plus 

de ROCHE, primers específicos que se describen en la Tabla 4. 

Tabla 4. Secuencia de los primers y tamaño de amplicones para análisis de transcritos 

    

 Sentido Anti sentido pb 

BChE F5′-TGCCCTGCACTGGAGTTTAC-3′, R5′-CCACACTGTGCTATTGCCCT-3′ 273 

AChE 
General 

F5′-CTGGGTTTGAGGGATCCGAG-3′ R5′-TGAGGACAGGTGTGGGAGAA-3′ 114 

AChE-H F5´-CCACAGCCACAGAGGTTCC-3´ R´-GGAGTGGAGGAGGAAAAGGA-3´ 116 

AChE-R F5´-CTCAGCGCCACAGGTAGG-3´ R5´-TCTCTCCCGTCCTTCCAAC-3´ 76 

AChE-T F5´-CAGCAATACGTGAGCCTGAA3´ R5´-CTCGTCCAGCGTGTCTGT-3´ 123 

18S F5′-ATGGCCGTTCTTAGTTGGTG-3′ R5′-CGCTGAGCCAGTTCAGTGTA-3′ 218 

 

El sistema de Applied Biosystems 7900 se programó a 40 ciclos de 95 °C por 10 

seg, 61 °C por 7 seg y 72 °C durante 10 min. La expresión relativa se determinó 

mediante la comparación de los genes de interés con el gen control (18S) 

normalizada mediante la fórmula 2-ΔΔCt. 

7.14. Estudios en las líneas celulares HepG2 y AML12 

Las líneas celulares empleadas fueron HepG2 (ECACC, derivadas de un 

hepatoblastoma humano) y AML12 (ATCC, hepatocitos normales de ratón), 

cultivadas en medio EMEM y DMEM, respectivamente, y suplementados con suero 

fetal bovino 10%, glutamina 2 mM, aminoácidos no esenciales 1%, estreptomicina 

100 mg/mL y penicilina 100 UI/mL a 37 °C en atmósfera húmeda con CO2 al 5%. 

Adicionalmente, para las células AML12 se utilizó un coctel de insulina-transferrina-
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selenio (10µg/ml-5.5µg/ml-4ng/ml), dexametazona (40 ng/ml) y amortiguador 

HEPES (0.5 mM). Después tres pases para su adaptación, se cultivaron en medio 

normal, y luego de 72 horas las células se cultivaron con alta fructosa 10 y 25 mM 

con y sin NAM 10 mM por 72 horas más. 

7.15. Prueba de citotoxicidad 

El ensayo de metil-tiazolil-tetrazolium (MTT) se empleó para determinar el poder 

reductor intracelular (Stockert et al., 2012) en referencia a la actividad metabólica. 

El fundamento del método se basa en la capacidad de las deshidrogenasas 

mitocondriales de las células vivas para reducir el MTT de color amarillo, en un 

producto de color azul violáceo (formazan) que absorbe a 540 nm de longitud de 

onda. La capacidad de las células para reducir el MTT es indicativo de integridad y 

actividad mitocondrial, por lo que, los resultados pueden ser interpretados como una 

medida de viabilidad y/o número de células. 

7.16. Ensayos de Osmolaridad 

Se determinó la osmolaridad en los medios, teniendo en cuenta que pudiera influir 

sobre el cultivo celular y ser un factor que alterará las pruebas. El ensayo se realizó 

en  el equipo Vapro Wescor 5520, para ello se utilizó una alícuota de 10 µL por 

medio previamente preparado, siguiendo las condiciones e instrucciones 

establecidas. 

7.17. Preparación de muestras con ambas líneas celulares 

Una vez concluidos los diferentes tratamientos en los diferentes lapsos de tiempo, 

las células se levantaron con tripsina-EDTA 0.25% (Thermo-Fisher), durante 3 

minutos, se colocaron en un tubo eppendorf de 50 ml. Posteriormente, se lavaron 
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con PBS, se centrifugaron a 1,200 rpm por 10 minutos, y luego se fraccionaron en 

partes iguales para los ensayos de cuantificación de proteínas, inmunodetección en 

papel, ensayos de PCR y ensayos de actividad. Cabe mencionar que además de 

recolectar las células para las diferentes determinaciones se colectaron medios de 

cultivo que estuvieron en contacto con las células (medio condicionado), para saber 

si existía la posibilidad de que enzima citosólica saliera fuera de las células y poder 

determinar actividad extracelular. Finalmente, los análisis de actividad, expresión y 

proteínas se determinaron de la misma forma antes descrita. 

7.18. Análisis de Docking Molecular 

En este estudio se utilizaron BChE humana (PDBID: 6AQB) y AChE (PDBID: 4M0E). 

Se agregaron átomos de hidrógeno a ambas estructuras utilizando el servidor 

CHARMM-GUI (Jo S et al., 2008), y la energía se minimizó con 100 pasos de 

descenso más pronunciado con CHARMM versión 44b1 disponible gratuitamente 

(Brooks et al, 2983, Brooks et al, 2009), utilizando parámetros CHARMM36 (Best et 

al., 2012). Las estructuras de ACh y NAM se obtuvieron de la base de datos 

PubChem, y el mejor conformador para ambas estructuras se obtuvo usando 

MarvinSketch versión 19.20 (ChemAxon, Marvin, 2019). Se realizaron mil 

experimentos de acoplamiento independientes para ambas proteínas utilizando 

AutoDock Vina (Trott & Olson, 2010). Se centró una cuadrícula de 15 Å3 en el centro 

de masa de cada sitio de unión (AChE: S203, E334, H447. BChE: S198, E325, 

H438). Los valores de RMSD se calcularon utilizando scripts internos. Solo se 

presentan los resultados del grupo más poblado (RMSD <2 Å). Las imágenes se 

obtuvieron utilizando VMD (Humphrey et al., 1996) y Maestro (Schödinger, 2019). 
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7.19. Análisis estadístico 

Los resultados se presentan como la media ± error estándar. Las comparaciones 

entre los grupos se realizaron por ANOVA y las pruebas pos hoc mediante la prueba 

de Tukey-Kramer considerando un valor significativo p < 0.05. Se utilizó el software 

SPSS Statistics IBM 21 para los análisis de normalidad y pruebas estadísticas, 

también se utilizó GraphPad Prism 6 para comprobar análisis y el diseño de gráficos. 
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8. RESULTADOS 

 

MODELO IN VIVO 

 

8.1. Fructosa induce síndrome metabólico alterando los parámetros 

bioquímicos y antropométricos considerados por la ATPIII.  

Las calorías aportadas por el consumo frecuente de fructosa equivalen a un 45% 

más de lo que consumen los animales del grupo control (Figura 2),  éste aporte extra 

de calorías son suficientes para inducir el SM confirmado por el aumento en el peso 

corporal de los animales, el contenido en triacilgliceroles (TG), la insulina y la 

presión arterial, junto con una disminución en la concentración de HDL (Tabla 5). 

Las calorías extras se reflejaron en la ganancia en peso corporal (10 %) a partir de 

la 6ª semana finalizando con un aumento en 20% el grupo SM en comparación al 

grupo control. Asimismo, se encontraron los porcentajes más altos en TG (20 %), 

ácidos grasos libres (FFA) (7 %), presión sistólica (15 %) y diastólica (18 %), paralelo 

con porcentajes bajos (30 %) en la concentración de HDL al comparar con el grupo 

control. El suplemento de la NAM 10 y 15 mM aminora totalmente los marcadores 

para SM, con porcentajes menores para los TG (10 %) y los FFA (~10 %) con 

aumento (30 %) en la concentración de HDL. Con respecto a la presión arterial NAM 

a las 3 dosis disminuye presión sistólica (~15 %) y diastólica (~15 %); efecto 

benéfico cuando se compara con el grupo SM. 
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Figura 2. Ingesta calórica representada en kilocalorías consumidas por semana en 
los diferentes grupos. Los valores representan la media ± error estándar, la comparación 
entre grupos se realizó por el análisis de ANOVA seguido de una prueba de Tukey para 
encontrar las diferencias significativas entre grupos con una *p<0.05 con respecto al control. 
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Tabla 5. Efecto de NAM sobre los factores de riesgo para SM en rata 

 Control SM SM-NAM5 SM-NAM10 SM-NAM15 

Ganancia de 

peso (g) 
242.7±15 

 
307.3±4* 274.3±6** 275±12** 247.5±13** 

CT (mg/dL) 114.3±6.4 

 

101.2±1.1 

 

100.0±1.0 102.5±2.1 105.0±7 

TG (mg/dL) 148.6±2.4 

 

184.0±3.6* 

 

177.5±2.4** 165.0±1.0** 164.5±3.5** 

HDL (mg/dL) 43.0±1.4 28.0±2.8* 29.0±2.8 35.0±1.4** 35.5±3.5** 

 

VLDL (mg/dL) 29.7±0.5 36.8±0.7* 21.5±0.5** 33±0.2** 32.9±0.7** 

 

AGL (nmol/µL) 4.24±0.96 4.54±0.21* 4.01±0.78** 3.88±0.95** 4.30±0.89** 

 

Presión Sistólica 

(mmHg) 

136.5±9.1 160.3±5.6* 124.7±10.4** 140.7±4.1** 143.2±4.2** 

 

Presión Diastólica 

(mmHg) 

 

99.5±13 121.6±5.0* 93.2±6.9** 102.2±9.3** 108.7±6.9** 

Valores expresados como la media ± error estándar de 6 animales por grupo, utilizando el 
análisis de ANOVA seguido de una prueba de Tukey para encontrar diferencias 
significativas. *p<0.05, con respecto al grupo control, **p<0.05 con respecto al grupo SM. 
CT (colesterol total), TG (triacilgliceroles), HDL (lipoproteínas de alta densidad), VLDL 
(lipoproteínas de muy baja densidad), AGL (ácidos grasos libres). 
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8.2. La nicotinamida regula la absorción de glucosa circulante determinado 

por: la prueba de tolerancia a la glucosa, los niveles de insulina y el índice 

HOMA-IR 

El grupo SM mostró un mal manejo de la glucosa sanguínea durante la prueba de 

tolerancia a la glucosa, aunque a los treinta minutos no obtuvo el valor más alto, 

desde ese tiempo se mantuvieron elevadas hasta el final de la prueba, terminando 

con un aumento del 68 % respecto a la grupo de control (Figura 3A). Por otro lado, 

la NAM a las tres dosis diferentes ajustó los valores de glucosa circulante 

adecuadamente durante la prueba, terminando con valores similares al control. 

Además al observar el área bajo la curva de la prueba de tolerancia a la glucosa se 

confirmó el aumento de los valores en el grupo SM, aproximadamente un 43 % con 

respecto al control, el tratamiento con NAM disminuyó un 30 % los valores totales, 

asemejándose al grupo control (Figura 3B). Podemos observar que la dosis de 10 

mM de NAM fue estadísticamente significativa. 

Los valores de insulina en el grupo SM aumentaron en un 62 % con respecto al 

grupo control. NAM disminuyó los valores principalmente a la concentración de 5 y 

10 mM de NAM (40 %) (Figura 3C). Este efecto fue similar al realizar el cálculo del 

índice HOMA-IR, cuyo incremento fue del 65 % del grupo SM con respecto al 

control, y una disminución del 50, 40 y 25 % con las concentraciones de 5, 10 y 15 

mM de NAM respectivamente (Figura 3D ). 
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8.3. La NAM restablece GSH y PON1 al disminuir AGL, TBARS y TNF-α 

Las alteraciones metabólicas y hemodinámicas son características del SM, inducen 

lipoperoxidación y reacción inflamatoria de bajo grado, observada así por los altos 

porcentajes séricos de especies reactivas al ácido tiobarbitúrico (TBARS) (144 %) y 

TNF-α (100 %) en discrepancia con la disminución de IL-6 ( 20 %), así como la 

actividad de PON1 (27 %) del grupo SM en comparación con el control. Además, 

aunque GSH no mostró cambios significativos en el suero en ninguno de los grupos, 

a nivel hepático, GSH disminuyó (13 %) junto con un aumento de GSSG (225 %), 

TBARS (58 %) y AGL (226 %), todos en comparación con el grupo de control. 

El tratamiento con NAM a las concentraciones empleadas disminuyó 

significativamente la presencia del TNF-α siendo más acentuado a la concentración 

de 15 mM de NAM (29 %). La IL-6 mostró un efecto opuesto al TNF-α, aumentando 

notablemente (35 %) con 15 mM de NAM. Además, TBARS disminuyó 

significativamente (140 %) con NAM 5 y 10 mM de NAM. Estas disminuciones de 

marcadores inflamatorios y oxidantes se reflejaron en el aumento en la actividad de 

PON1 (~ 30%) con NAM 10 y 15 mM. A nivel hepático, NAM recuperó GSH con 

valores cercanos al control y GSSG disminuyó (~ 68 %) con valores cercanos al 

control con NAM 10 y 15 mM. Además, los AGL disminuyeron un 55 % con las 

concentraciones de 10 y 15 mM de NAM (Tabla 6). 
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Figura 3. Efecto de NAM sobre la tolerancia a la glucosa, insulina e indice HOMA-IR en 
un modelo de rata de SM. (A) Resultados de la prueba de tolerancia a la glucosa oral 
incluida, la concentración de glucosa basal (después de un ayuno de 6 h) y las 
concentraciones de glucosa poscarga a los 30, 60, 90 y 120 min. (B) Área bajo la curva para 
la prueba de tolerancia oral a la glucosa (ABC-glucosa). (C) Concentración de insulina sérica 
y (D) indice HOMA-IR. Los valores se expresan como la media ± error estandar de 6 animales 
por grupo. Análisis de ANOVA seguido de una prueba de Tukey para encontrar diferencias 
significativas *p <0.05, con respecto al grupo control, ** p <0.05, con respecto al grupo SM. 
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Tabla 6. Efecto de NAM sobre marcadores de inflamación y estrés oxidante en SM en ratas 

 Control SM SM-NAM5 SM-NAM10 SM-NAM15 

Suero 
 

TNF-α 

(pg/mL) 
7±1.67 14±2.99* 11±2.18** 11±2.66** 10±2.66** 

 

IL-6 (pg/mL) 

 

35±1.50 28±2.18* 34±3.15** 34±2.12** 38±6.54** 

PON1 

(mU/mg) 
14.14±1.43 10.29±0.52* 9.29±1.37 13.13±1.06** 13.61±0.29** 

GSH  

(µM) 
80.34±17.26 85.03±7.38 71.27±7.19 98.33±10.02 76.16±2.62 

TBARS (nM) 0.38±0.07 0.93±0.08* 0.32±0.02** 0.35±0.11** 0.78±0.22 

Hígado      

GSH  

(µM) 
177.5±3.82 153.8±2.85* 172.1±5.17** 174.8±6.76** 174.4±1.42** 

GSSG 

(µM) 
6.30±2.63 20.52±4.17* 11.96±2.33** 6.97±1.60** 6.14±1.79** 

TBARS (nM) 9.40±0.76 14.83±0.15* 10.85±0.64** 8.09±0.24** 10.65±1.29** 

AGL 

(nmol/µL) 
3.78±1.08 12.34±2.43* 6.56±2.04** 5.26±1.77** 8.84±2.27 

Valores expresados como la media ± error estándar de 6 animales por grupo. Análisis de 

ANOVA seguido de una prueba de Tukey para encontrar diferencias significativas *p<0.05 

con respecto al grupo control. **p<0.05 con respecto al grupo SM.  TNFα (factor de necrosis 

tumoral alpha), IL-6 (interleucina 6), PON1 (paraoxonasa-1), GSH (glutatión reducido), 

TBARS (sustancia reactiva al ácido tio-barbiturico), GSSG (glutatión oxidado), AGL (ácidos 

grasos libres). 
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8.4. NAM reduce las actividades y expresión de transcritos de BChE y AChE en 

hígado, así como sus actividades en suero 

El grupo SM mostró una mayor actividad sérica en BChE y AChE con un aumento del 

14 % y ~ 10 %, respectivamente en comparación con el grupo de control (Figura 4A y 

4B). El tratamiento con NAM a diferentes concentraciones regula la actividad de ambas 

colinesterasas con valores similares al grupo control, con un comportamiento dosis-

dependiente (Figura 4A y 4B). 

En el hígado, el grupo SM también tuvo un aumento en la actividad de ambas 

colinesterasas; 40 % para BChE y 90 % para AChE en comparación con el grupo 

control. El tratamiento con NAM también disminuyó la actividad de ambas enzimas; las 

diferencias significativas se observan en la concentración de 5 y 10 mM. En el caso de 

BChE, NAM 5 mM disminuyó 13 % y NAM 10 mM 22 % y para AChE; La NAM 10 mM 

disminuyó su actividad en un 28% en comparación con el grupo SM. En el hígado, la 

NAM 15 mM no mostró ningún efecto sobre la actividad de ambas enzimas (Figura 5E 

y 5F). 

La expresión de BChE en el grupo SM se vio favorecida 2,5 veces en comparación 

con el control. La expresión de AChE 1,5 veces más que el control. Cabe mencionar 

que la expresión de transcritos; AChE-H, AChE-R y AChE-T tuvieron un 

comportamiento similar. Por lo que, se decidió reportar solo la transcripción general de 

AChE, siendo la más representativa. Los diferentes tratamientos de NAM regularon la 

expresión de ambas enzimas, en el caso de BChE la concentración de 5 mM se redujo 

50% en comparación con el grupo SM, la concentración de 10 y 15 mM la disminución 

fue de aproximadamente 75%. Para AChE, la disminución de la expresión fue 
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significativa en la concentración de 10 y 15 mM con un 50% menos que en el grupo 

SM (Figura 5C y 5D). No se observaron diferencias en la cantidad de proteína (Figura 

5A y 5B). 
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Figura 4. Efecto del tratamiento de NAM sobre la actividad de BChE y AChE séricas en 

ratas con SM. Las actividades de BChE (A) y AChE (B). Los valores se expresan como la 

media ± error estándar de 6 animales por grupo. Análisis de ANOVA seguido de una prueba 

de Tukey para encontrar diferencias significativas * p <0,05, con respecto al grupo de control, 

** p <0,05, con respecto al grupo SM. 
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Figura 5. El efecto en ratas con SM del tratamiento de NAM sobre los niveles, expresión 
y actividad hepática de BChE y AChE. (A) Niveles, (C) expresión y (E) actividad de BChE. 
(B) Niveles, (D) expresión y (F) actividad de AChE. Los valores se expresan como la media ± 
error estándar de 6 animales por grupo. Análisis de ANOVA seguido de una prueba de Tukey 
para encontrar diferencias significativas * p <0.05, con respecto al grupo control, ** p <0.05, 
con respecto al grupo SM. 

 

 

 

 

 

 
MODELO IN VITRO 
 

8.5. NAM regula el crecimiento en células HepG2 tratadas con fructosa 

El crecimiento de las células de la línea HepG2 se vió favorecido en condiciones de 

alta fructosa (25 y 50 mM) a partir de las 48 horas de tratamiento (10 y 15 %, 

respectivamente, diferencia no estadísticamente significativa), en comparación con el 

grupo control. En contraste el suplemento de NAM a 10 y 15 mM disminuyó la 

proliferación celular a partir de las 48 horas, siendo más marcado a las 72 y 96 horas 

(35 y 40 %, respectivamente), en comparación con el control (Figura 6). 
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Figura 6. Curva de crecimiento desarrollada por la técnica de MTT, células cultivadas en 
condiciones de alta fructosa, con suplemento de NAM y fructosa con NAM a diferentes 
concentraciones. El análisis se observó a través de cuatro días consecutivos post 
tratamientos. Los valores son presentados como la media de 8 experimentos por grupo. 

 

8.6. Efecto de NAM sobre las actividades AChE y BChE en células HepG2 

tratadas con alta fructosa 

La actividad de AChE en los lisados del modelo in vitro en células HepG2 se vio 

ligeramente aumentada (sin embargo no existe diferencia significativa), por acción del 

tratamiento con fructosa, principalmente la concentración de 25 mM, en comparación 

al grupo control. Por otro lado, el tratamiento de NAM 10 mM por sí sola, así como la 

mezcla de fructosa (10 y 25 mM) y NAM disminuyó la actividad de AChE (Figura 7).  
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Sin embargo, estas diferencias no logran significancia estadística debido a la 

dispersión de los datos. 

Cabe mencionar, que a diferencia de lo observado en el hígado testigo, las células 

HepG2 mostraron una actividad AChE más elevada que BChE. En este contexto la 

actividad BChE no mostró diferencias con los diferentes tratamientos (Figura 7).  
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Figura 7. Actividad de las enzimas acetilcolinesterasa (AChE) y butirilcolinesterasa 
(BChE) en células HepG2 lisadas. Los valores representan la media ± error estándar de 8 
experimentos independientes por grupo.  
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8.7. Efecto de NAM sobre las actividades AChE y BChE en medio condicionado 

por células HepG2 tratadas con alta fructosa 

Considerando que ambas colinesterasas pueden ser enzimas de secreción, se 

consideró determinar la actividad en los medios de cultivo con la intención de conocer 

si existe enzima activa secretada por las células HepG2.  

Se observó que de manera opuesta a lo observado anteriormente, la actividad de 

ambas enzimas no se modificó con el suplemento de NAM 10 mM. Por otro lado, el 

tratamiento de fructosa disminuyó significativamente las actividades AChE y BChE (15 

%), en el medio de cultivo de las células comparado con el grupo control (Figura 8).  

De igual manera que la actividad en los lisados celulares, la actividad AChE fue 50 % 

mayor a la actividad BChE (Figura 8).  
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Figura 8. Actividad de las enzimas acetilcolinesterasa y butirilcolinesterasa en medios de 
cultivo de células HepG2. Los valores representan la media ± error estándar de 8 experimentos 
independientes por grupo. Análisis de ANOVA seguido de una prueba de Tukey para encontrar 
diferencias significativas. *p<0.05 actividad acetilcolinesterasa (AChE) en medios de cultivo vs 
grupo control. &p<0.05 actividad butirilcolinesterasa (BChE) en medios de cultivo vs grupo 
control. 
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8.8. Efecto de NAM sobre la actividad AChE y BChE en la línea celular AML12 

cultivadas con alta fructosa 

Adicionalmente se realizaron ensayos con otra línea celular proveniente de hepatocitos 

normales de ratón (AML12), a diferencia de las células HepG2 que provienen de 

hepatocarcinoma. Para la línea AML12 la actividad AChE y BChE disminuyó alrededor 

del 20 % en condiciones de alta fructosa comparada al grupo control. Por otro lado, el 

suplemento de NAM sola y mezclada con fructosa restablece la actividad siendo similar 

al control (Figura 9). 
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Figura 9. Actividad enzimática de AChE y BChE en lisados celulares de la línea AML12. 
Los valores representan la media ± error estándar de 4 experimentos independientes por 
grupo. Análisis de ANOVA seguido de una prueba de Tukey para encontrar diferencias 
significativas. *p<0.05 actividad acetilcolinesterasa (AChE) en medios de cultivo vs control. 
&p<0.05 actividad butirilcolinesterasa (BChE) en medios de cultivo vs control.  

 

 

8.9. Efecto de NAM sobre la expresión de los transcritos de AChE y el gen 

BChE en células HepG2 tratadas con alta fructosa 

La expresión del gen AChE genera tres diferentes transcritos; R, T y H, cada uno a su 

vez generan diferentes isoformas proteicas con actividad catalítica. El cultivo de 

HepG2 con alta fructosa incrementa la expresión (30 %) del transcrito R con respecto 

al control (Figura 10A). En contraste, el suplemento de NAM disminuye 20 % la 

expresión, con valores cercanos al control. Fructosa no afectó al transcrito T aunque 

no es significativo (Figura 10B). El suplemento de NAM causó disminución en la 

expresión de los transcritos R y T, alcanzando valores similares al control (Figura 10A 

y 10B). Opuesto a lo esperado la expresión del trascrito H mostró una disminución 

(25%) por la alta fructosa (Figura 10C). NAM provocó disminución en el nivel del 

transcrito H observado con fructosa (Figura 10C). Sin embargo, cuando se mezclaron 

ambos suplementos (fructosa y NAM), la expresión del transcrito H se restableció con 

valores semejantes al control, este es un fenómeno totalmente opuesto a lo observado 

anteriormente con el modelo in vivo.  
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Figura 10. Expresión del transcrito tipo R (A), T (B) y H (C) de AChE expresado en células 
HepG2. Los resultados representan la media de 3 experimentos independientes ± error 
estándar del número de copias de cada transcrito por cada 106 copias de β-actina. Análisis de 
ANOVA seguido de una prueba de Tukey para encontrar diferencias significativas. *p<0.05 del 
grupo NAM vs control. 

 

8.10. Efecto de NAM sobre la expresión de transcritos BChE en células HepG2 

tratadas con fructosa 

La expresión de transcritos BChE se abatió (90%) en las células HepG2 cultivadas con 

alta fructosa sola y en presencia de NAM en comparación con el grupo control. Este 

dato se confirmó aumentando el número de ensayos. Cabe destacar que la expresión 

de BChE así como su actividad en esta línea celular fue sumamente baja, poco 

perceptible (Figura 11). 
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Figura 11. Expresión de transcritos BChE en lisados celulares de HepG2 tratadas con 
alta fructosa y NAM. Los resultados son expresados como la media ± error estándar del 
número de copias de BChE por cada 106 copias de β-actina. Análisis de ANOVA seguido de 
una prueba de Tukey para encontrar diferencias significativas. ***p<0.05 de los grupos NAM, 
fructosa y ambos vs control. 

 

8.11. Efecto de NAM sobre la expresión de AChE y BChE en las células AML12 

tratada con alta fructosa 

La expresión de ambas enzimas de la línea celular AML12 mostraron un 

comportamiento similar a lo observado en las células HepG2, los transcritos R y T 

aumentaron su expresión 40% y 90% respectivamente en los grupos tratados con 

fructosa con respecto al grupo control (Figura 12A y 12B). Por otra parte, la 

administración de NAM la expresión de ambos transcritos disminuyó (40 y 70 % 

aproximadamente), con valores similares al control. Un dato importante de las células 

AML12 es que no expresan transcrito H (dato no presentado gráficamente). 
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Finalmente, el transcrito BChE en células AML12 cultivadas con alta fructosa, no 

presentó cambios significativos en su expresión comparando con el control. Por otro 

lado, la presencia de NAM atenúo más aun su expresión entre un 15-30 % en 

comparación con el grupo control (figura 12C). Siendo significativo cuando se 

administran ambos suplementos a las células en comparación con el control.  
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Figura 12. Efecto de la NAM en las células AML12 sobre la expresión de los transcritos 
R (A) y T (B) de AChE y BChE (C). Los valores representan la media de 3 experimentos 
independientes ± error estándar, del número de copias de cada mensajero por cada 106 copias 
de β-actina. Análisis de ANOVA seguido de una prueba de Tukey para encontrar diferencias 
significativas. A) *p<0.05 grupos NAM, fructosa-NAM vs fructosa. B) *p<0.05 fructosa vs 
control, &p<0.05 NAM, fructosa-NAM vs fructosa. C) *p<0.05 NAM, fructosa-NAM vs fructosa.  
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8.12. Efecto de NAM sobre la cantidad de AChE y BChE en células HepG2 

tratadas con alta fructosa 

En células HepG2 cultivadas, la cantidad de proteína de AChE incrementó (100 %) 

con el estímulo de fructosa 25 mM en comparación con el control; el suplemento de 

fructosa adicionalmente con el tratamiento de NAM disminuyó la cantidad de proteína 

30 % en comparación con el grupo suplementado con fructosa, este efecto también se 

observó en el grupo suplementado únicamente con NAM, teniendo un disminución en 

un 60 % (Figura 13A). El suplemento de fructosa en las células HepG2, también causó 

un aumento en la cantidad de proteína BChE, aunque en menor proporción (10 %) en 

comparación con el control; el suministro de NAM sola mantiene la cantidad de 

proteína similar al control (Figura 13B). Sin embargo, cuando se mezclan ambos 

tratamientos la cantidad de proteína disminuye considerablemente (30 %) en 

comparación con el grupo fructosa. 
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Figura 13. Relación cuantitativa en células HepG2, determinada por la emisión de luz 
que reflejan las bandas de cada inmunodetección en papel. A) AChE, B) BChE. Este 
experimento solo se realizó una vez por lo tanto no existen desviaciones estándar. 

 

8.13. Efecto de NAM sobre la cantidad de AChE y BChE en células AML12 

tratadas con alta fructosa 

Para las células AML12, la cantidad de proteína AChE no mostró cambios importantes; 

ni con alta fructosa ni agregando el suplemento de NAM, los valores permanecieron 

similares al grupo control (Figura 14A). Por otro lado, la cantidad proteica de BChE 

disminuyó con NAM sola y en el grupo de fructosa suplementada además con NAM 

(40 y 30%) respectivamente con respecto al control (Figura 14B). Cabe destacar que 

estos experimentos se realizaron por duplicado, valdría la pena aumentar el número 

de casos por grupo para certificar nuestros resultados.  
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Figura 14. Relación cuantitativa en células AML12, determinada por la emisión de luz 
que reflejan las bandas inmunodetección en papel. A) acetilcolinesterasa (AChE), B) 
butirilcolinesterasa (BChE). Este experimento se realizó por duplicado a excepción de la 
muestra Fruct10+NAM10mM, los valores se presentan como la media ± desviación estándar. 

 

8.14. NAM interactúa con los sitios catalíticos BChE y AChE 

Una de las grandes incógnitas sobre el mecanismo potencial del porque NAM modifica 

la actividad de ambas colinesterasas (de forma positiva o negativa), recae sobre la 

idea de que NAM pueda interaccionar directamente con los sitios catalíticos de ambas             

enzimas.  
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Una estrategia para explorar este fenómeno fue utilizar una metodología in sillico para 

conocer la afinidad de unión entre la molécula de NAM y los sitios   catalíticos de las 

colinesterasas.                             

Para el desarrollo de la metodología se analizó el acoplamiento de la nicotinamida y el 

sustrato natural de las enzimas; ACh. Se observó que el acoplamiento molecular de la 

ACh y la NAM a la estructura de AChE y BChE, los resultados de acoplamiento se 

presentan en la Tabla 7. La NAM tuvo una energía de afinidad más fuerte para ambas 

proteínas. Los mapas de interacción mostraron que NAM hizo interacciones π-π con 

triptófano-86 (W86) y tirosina-337 (Y337) en AChE y triptófano-231 (W231) y 

fenilalanina-329 (F329) para BChE. Por otro lado, la ACh es una molécula más grande 

que la NAM, que mostró un mayor número de interacciones con ambas proteínas (22 

para con AChE y 23 para con BChE), a diferencia de NAM que solo tuvo 16 con AChE 

y 15 con BChE. Sin embargo, esas interacciones parecen ser más débiles con ACh 

que con NAM, lo que explica su menor energía de afinidad. La figura 15 muestra las 

posiciones de los ligandos en ambas enzimas y sus correspondientes mapas de 

interacción. 

 

Tabla 7. Energías de afinidad entre ambas enzimas con ACh y NAM como sustratos. 

Energías de afinidad (kcal/mol) 

 ACh NAM 

BChE -4.69 ± 0.03 -5.00 ± 0.00 

AChE -4.79 ± 0.04 -5.75 ± 0.09 
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BChE AChE 

Figura 15. Análisis In Sillico de los sitios de interacción de la acetilcolina y la nicotinamida con la acetilcolinesterasa y 

butirilcolinesterasa, respectivamente. (A) BChE y (B) AChE. Las proteínas se muestran mediante dibujos animados y los ligandos 

se muestran como barras (ACh, rojo; NAM, azul). Las interacciones proteína-ligando se muestran en la parte inferior de las imágenes. 

Como era de esperar, las interacciones proteína-ligando son principalmente hidrófobas. Las interacciones cargadas o polares con 

AChE ocurren a través de glutamato-202 (E-202), serina-203 (S-203) y serina-125 (S-125). La interacción cargada o polar con BChE 

ocurre a través de glutamina-119 (Q-119), treonina-120 (T-120), glutamato-197 (E-197), serina-198 (S-198), serina-287 (S-287) y 

asparagina-397 (N-397). 
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9. DISCUSIÓN 

Los resultados del presente trabajo mostraron que el consumo excesivo de fructosa 

desencadena alteraciones bioquímicas, antropométricas y hemodinámicas propias 

del SM, y el aumento de la actividad de BChE y AChE sérica y hepática en el modelo 

in vivo, así como alteraciones en el modelo in vitro. Además se demostró que el 

tratamiento con NAM previene o aminora los cambios inducidos por el SM 

experimental. Con base en estudios de los modelos de acoplamiento molecular, se 

sugirió que NAM interactúa directamente con la colinesterasas causando 

probablemente una inhibición en su actividad; debido a que interactúa con su sitio 

activo y con mayor afinidad que sus propios sustratos. 

Varias características del SM, como el aumento de peso corporal y el aumento de 

TG, AGL y presión arterial, se desarrollaron en el modelo experimental de SM 

utilizado, de acuerdo con estudios previos (Dupas et al., 2017, Lírio et al., 2016, 

Maithili  et al., 2014, Mahmoud & Elshazly, 2014). 

El aumento en el peso corporal en el grupo de SM fue el primer eslabón de una 

cadena de alteraciones metabólicas, que pueden explicarse en parte, por los efectos 

conjuntos de la lipogénesis de novo y la adipogénesis. La lipogénesis de novo 

inducida por fructosa deriva en la activación de proteínas que se unen a los 

elementos de respuesta de esteroles y carbohidratos (SREBP-1c y ChREBP, 

respectivamente), que a su vez induce enzimas lipogénicas, lo que conduce a la 

producción de ácido palmítico (Ter Horst & Serlie, 2017) y dislipidemia, lo que 

explica los aumentos observados en las concentraciones de TG, AGL, VLDL y una 
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disminución en la concentración de las HDL. Por otro lado, un aumento en las 

concentraciones de VLDL contribuye a la adipogénesis, debido a que su aumento 

se ha asociado con mayor expresión de la proteína adaptadora-2 y el receptor 

gamma activado por el proliferador de peroxisomas y ambos marcadores de este 

proceso. Paralelamente, la fructosa activa la 11β-hidroxiesteroide deshidrogenasa 

y la hexosa-6-fosfato deshidrogenasa, generando glucocorticoides activos, que 

inducen genes adipogénicos (Liu et al., 2018), lo que explica el aumento en el peso 

corporal observado en el grupo SM con respecto al grupo control.  

Una disminución en la concentración de las HDL es el resultado de la síntesis de 

TG; A través de la lipogénesis, las HDL se transportan preferiblemente a la 

circulación en forma de VLDL, un efecto que se ha demostrado que aumenta con la 

transcripción de ApoCIII (una apoproteína que se une a VLDL) inducida por glucosa 

o fructosa, pero no por la transcripción de ApoB100 (una apoproteína que se une a 

HDL), en hepatocitos de rata y humanos por ChREBP (Steenson et al., 2017). 

A pesar de las condiciones normoglucémicas, se observaron alteraciones en la 

tolerancia a la glucosa, hiperinsulinemia y aumento en el índice HOMA-IR, lo que 

indicó resistencia a la insulina. La acumulación de diacilgliceroles derivados de un 

aumento de ácidos grasos activa la proteína quinasa Ɵ, que fosforila la Serina-101 

(S-101) del sustrato del receptor de insulina-1 (IRS-1), interrumpiendo la 

señalización de la insulina. Anteriormente, se señaló que los ácidos grasos 

estimulan la vía de la hexosamina, aumentando la producción de glucosamina-6-

fosfato y activando indirectamente la glucógeno sintasa quinasa-3, que en 
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consecuencia fosforila la serina-332 (S-332) del IRS-1 y altera la señalización de la 

insulina (Tamer et al., 2019). 

A través de estas primeras alteraciones, una serie de eventos pudieron conducir a 

la hipertensión por desencadenar cambios en la función endotelial, promoviendo la 

rigidez arterial. La resistencia a la insulina por el aumento de la liberación del 

receptor del péptido natriurético-C disminuye los péptidos vasodilatadores, lo que 

contribuye a la disfunción endotelial (Hernandez-Díazcouder et al., 2011, Stanhope 

et al., 2015). Además, el ATP consumido durante la fosforilación de fructosa se 

convierte en AMP, y como producto de su degradación, se forma ácido úrico, un 

metabolito tóxico para el endotelio vascular que causa hipertensión (Loza-Medrano 

et al., 2019). Una baja biodisponibilidad de vasodilatadores, como el óxido nítrico 

(NO), se ha observado debido a un aumento en las especies reactivas de oxigeno 

inducidas por la fructosa (Belin de Chantemele et al., 2012). En particular, la 

reacción del óxido nítrico con el anión superóxido genera peroxinitrito, una 

consecuencia en una baja actividad de la superóxido dismutasa y las 

concentraciones reducidas de GSH. Paralelamente, un aumento en las 

colinesterasas, como se observó en este estudio, puede conducir a una disminución 

de otro vasodilatador importante, como lo representa la ACh sérica y hepática (Nacci 

et al., 2009). 

El GSH tiene la capacidad de atrapar diferentes ERO producidos en la cadena 

respiratoria mitocondrial, el estrés del retículo endoplásmico y un aumento de las 

enzimas NADPH oxidasa y xantina oxidasa. Estos factores juntos, pueden contribuir 

a generar condiciones oxidantes, lo que explicaría un aumento de TBARS sérico e 
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hepático, así como una disminución en el contenido de GSH hepático en ausencia 

de cambios en el GSH sérico. El último efecto podría deberse a que el GSH se 

sintetiza en el hígado y se distribuye a los tejidos y órganos después de la agresión 

inducida por especies reactivas de oxígeno. 

Otro marcador antioxidante evaluado en el presente estudio fue la actividad de la 

paraoxonasa 1 (PON1, E.C. 3.1.8.1) una arildialquilfosfatasa que degrada los 

peróxidos lipídicos en las HDL y LDL. Una baja actividad en la PON-1 en el grupo 

de animales con SM fue otro indicador en la disminución de las defensas 

antioxidantes en SM, y podría explicarse debido a que la hiperinsulinemia, 

dislipidemia y estrés oxidante disminuyen la actividad de la PON1. En parte, porque 

esta enzima puede sufrir en su estructura la incorporación de glucosa no 

enzimáticamente (glicación) durante la desarrollo de trastornos metabólicos 

(Meneses et al., 2019). El tratamiento con la NAM al causar una reducción en las 

TBARS, GSSG y un aumento en el contenido de GSH mejora la actividad de la 

PON1 y, por lo tanto, restaura la concentración de las HDL. 

El aumento observado en las concentraciones de TBARS y GSSG, y una 

disminución en el GSH hepático son consistentes con un aumento en la actividad y 

expresión de las colinesterasas. Como no se observaron cambios en la cantidad de 

proteína, el aumento en la expresión y actividad del ARNm está asociado con la 

síntesis rápida de enzimas en respuesta a la señalización y su modificación 

postraduccional. Por otro lado, el consumo de fructosa modificó el patrón en la 

glicosilación de AChE y BChE séricas, siendo relevante en los residuos de ácido 

siálico (no se muestran los datos preliminares). Cabe señalar, que este carbohidrato 
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es esencial en la vida media de la enzima, y su potencial degradación a través del 

proteasoma. Si estos residuos se pierden o se enmascaran con otros carbohidratos, 

el proteasoma no puede detectar ninguna enzima, lo que prolonga su vida media y 

sus actividades biológicas.  

Por otro lado, la ACh ejerce un efecto antiinflamatorio al inhibir la translocación de 

NFκ-β al núcleo y, por tanto, la síntesis de citocinas proinflamatorias (Pavlov & 

Tracey, 2012, Shenhar-Tsarfaty et al., 2014), principalmente en células inmunes y 

macrófagos responsables de sintetizar citocinas sistémicas. Por tanto, un aumento 

en la actividad de BChE y AChE provocó la hidrólisis de la ACh circulante o liberada 

en el hígado, impidiendo su efecto antiinflamatorio y amplificando así la respuesta 

pro-inflamatoria; consistente con el aumento de TNF-α y en contraste con IL-6 baja 

(Diagrama 1). 

 

Diagrama 1. Función de AChE y BChE en la inflamación sistémica. 
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Se ha establecido que el receptor nicotínico alpha-7 de ACh (α7nAChR), es el 

principal modulador de este efecto, a partir del cual se ha descrito esta vía 

colinérgica antiinflamatoria (Pavlov & Tracey, 2012). Este mismo fenómeno ocurre 

en el hígado, donde la ACh, a través de su liberación por el nervio vago ejerce su 

efecto antiinflamatorio. Las colinesterasas presentes en los hepatocitos, los 

glóbulos rojos y el suero hidrolizan constantemente a la ACh, evitando su captura 

por células inmunes, macrófagos y células de Kupffer. De esta forma, ejercen sus 

efectos antiinflamatorios. Por lo tanto, sugerimos que la actividad elevada de BChE 

y AChE contribuye a la inflamación de bajo grado durante el SM. 

Además, la ACh exhibe actividad vasodilatadora (Nacci et al., 2009), y la prevención 

de su degradación puede contribuir a reducir la disfunción endotelial, que es típica 

del SM y diabetes mellitus, previniendo así la hipertensión. 

La investigación sobre enfermedades neurodegenerativas ha revelado que un 

aumento en las ERO, promueve la actividad de las colinesterasas, contribuyendo a 

una reducción de los niveles de ACh y afectando la sinapsis y los procesos 

cognitivos e inflamatorios. El uso de extractos de plantas con propiedades 

antioxidantes y antiinflamatorias disminuye la actividad de ambas colinesterasas, lo 

que confirma la relación entre el estrés oxidante y la actividad colinérgica (Bezerra 

et al., 2017). Así, podemos concluir que el estrés oxidante es un factor clave en la 

vía colinérgica antiinflamatoria. 

La administración de la NAM a diferentes concentraciones disminuyó la lipogénesis 

y la adipogénesis de novo, lo que se reflejó en una disminución en el aumento de 

peso corporal, la dislipidemia y la resistencia a la insulina. Recientemente, 



 

79  

demostramos que NAM atenuó la esteatosis inducida por fructosa y la 

esteatohepatitis no alcohólica regulando las enzimas dependientes de NADP+, 

disminuyendo la acumulación de lípidos y TBARS, aumentando la relación GSH / 

GSSG (Mejía et al., 2018, Loza-Medrano et al., 2020. Un comportamiento similar se 

observó en células de adipocito 3T3-L1 cultivadas, en las que G6PD se sometió a 

inhibición de tipo mixto no competitivo después de la administración de NAM, que 

disminuyó la síntesis de lípidos y mejoró el sistema redox celular (Torres-Ramírez 

et al., 2013). 

El presente estudio aborda un posible mecanismo por el cual la NAM afecta la 

actividad BChE y AChE, y cómo NAM podría regular su expresión y actividad. Los 

inhibidores de las colinesterasas promueven la transmisión colinérgica en 

enfermedades neurodegenerativas (Chang et al., 2019). 

En este contexto diversas moléculas; como por ejemplo la fisostigmina, tacrina, 

donepezil, rivastigmína, ácido amino para-benzoico, flavonoides y la galantamína 

han sido ampliamente estudiadas como inhibidores de la actividad colinesterásica 

dentro de las enfermedades neurodegenerativas como Alzheimer y Parkinson. La 

finalidad de inhibir la actividad de AChE y BChE radica en mejorar la transmisión 

colinérgica. La galantamína es un alcaloide aislado de la familia Amaryllidaceae, 

cuyo mecanismo de acción se basa en separar la triada catalítica dentro de la 

estructura de garganta de la AChE, el estudio Meta dinámico atemperado muestra 

que la triada catalítica se separa en presencia de la galantamina, este mismo efecto 

podría ser desencadenado por NAM (Diagrama 2), ya que dentro de su estructura 

destaca la presencia de anillos de piridina (Ghosh et al., 2020). 
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El acoplamiento molecular mostró que la afinidad de NAM por los sitios activos de 

ambas colinesterasas fue mayor que la de ACh, y predijo su unión más fuerte. 

Según la simulación molecular, los residuos en AChE que interactúan con la NAM 

son consistentes con un estudio en el que se observó un vínculo entre AChE y 

cafeína. Llevando a proponer que la cafeína es un inhibidor no competitivo de la 

AChE (Pohanka & Dobes, 2013). 

 

Diagrama 2. Unión de diversos fármacos a los receptores muscarínicos y 
nicotínicos de ACh, lo cual ejercen un efecto agonista o antagonista, modulando a 
su vez la expresión de colinesterasas o inhibiendo su acción.    

 

 

En cuanto al modelo in vitro los resultados obtenidos son diferentes a lo observado 

en el modelo in vivo en animales con SM inducido con fructosa 40% por 4 meses; 

debido a que la enzima con mayor aumento en actividad en suero e hígado es la 

BChE. Esto se explica en que la regulación de ambas colinesterasas no solo 
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depende del entorno nutricional, sino de una serie de factores que regulan su 

expresión, cantidad y actividad, entre estos factores destaca la irrigación sanguínea; 

donde se establece comunicación entre diferentes órganos y tejidos a través de 

proteínas, hormonas y neurotransmisores, por último la interacción con las 

diferentes estirpes celulares y el papel que desempeñan los receptores para 

acetilcolina que a su vez regulan la expresión de las colinesterasas. Estos factores 

se anulan cuando se utilizan células aisladas por lo tanto es natural que el efecto 

sobre las colinesterasas no sea el mismo que en el modelo animal. 

Paralelo a esto, la estimación de la actividad BChE fue baja en la línea HepG2, 

proveniente de células hepáticas transformadas; ya que al perder la morfología y 

aumentar la división celular, la mayor parte de las proteínas sintetizadas en células 

normales dejan de expresarse. Demostrando que AChE participa en los procesos 

de regulación del ciclo celular dentro de sus funciones no colinérgicas (Pérez-

Aguilar et al., 2015, Campoy et al., 2016). 

La explicación del efecto de la administración de la NAM, puede ocurrir sobre los 

receptores muscarínicos y nicotínicos, que a su vez regulan la expresión y síntesis 

de ambas colinesterasas. Sin dejar de lado que NAM favorece los sistemas 

antioxidantes y regula la síntesis de ácidos grasos, que también podría ejercer 

efecto indirecto sobre las colinesterasas como se observó con el análisis de 

acoplamiento molecular. 
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10.  CONCLUSIONES 

 El análisis desarrollado a partir del modelo in vivo respalda un modelo que 

define a la NAM como un modulador de acetilcolinesterasa y 

butirilcolinesterasa, lo que contribuye a mejorar las vías colinérgicas 

antiinflamatorias y vasodilatadoras al atenuar la degradación de ACh en el 

SM inducido por fructosa.  

 Este estudio representa un análisis novedoso donde se integra información 

puntual y general sobre cómo se comportan las enzimas colinérgicas en una 

patología metabólica, así como en modelos in vitro donde se analiza el papel 

de las colinesterasas bajo un enfoque aislado, exclusivamente hepatocitos 

transformados (HepG2) y normales (AML12), cuya influencia externa no 

influye en su comportamiento. Este es un punto donde vale la pena poner 

más atención tratando de descifrar si la influencia del nervio vago hacia los 

órganos periféricos como el hígado contribuye a potenciar el efecto derivado 

de una alteración metabólica. 

 Con base a los resultados en el modelo in vitro concluimos que la actividad 

AChE y BChE es completamente diferente a lo observado en el modelo in 

vivo, siendo un factor importante para el análisis de que las colinesterasas 

no solo cumplen una función catalítica, sino además son proteínas 

estructurales y que participan en otros mecanismos dependiendo su entorno. 

Por ejemplo, en la regulación del ciclo celular, como proteína de transporte, 

dado que se encontró actividad fuera de las células, directamente en el medio 

de cultivo, y finalmente como proteína estructural de las membranas. 
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  NAM tuvo efecto en ambos modelos, regulando en la actividad, su expresión 

y su cantidad de las colinesterasas, siempre asemejándose a los grupos 

controles, este efecto como ya mencionamos, podría ser derivado del entorno 

donde se encuentre la célula o si cursa con alguna alteración.  

 Sobre este contexto mencionar que el modelo in vitro desarrollado en células 

normales (AML12), fue mucho más parecido a los resultados observados en 

el modelo in vivo considerando que estos modelos son más cercanos 

tratándose de que no existen células transformadas con diferentes 

requerimientos y funciones.  

 Cabe mencionar, que el comportamiento de ambas enzimas depende mucho 

de la etapa de alteración metabólica donde se encuentre posicionada en el 

momento del análisis, como observamos en diferentes referencias en 

estadios avanzados de enfermedad la actividad de las colinesterasas cambia 

radicalmente, esto se asemeja mucho a la actividad observaba en el modelo 

in vitro de células HepG2 donde en procesos de cáncer, las enzimas cambian 

completamente su función.  

 Por este motivo también se propone a AChE y BChE como marcadores 

tempranos de la enfermedad metabólica. Un análisis que podría dar un 

diagnóstico acertado sobre si una persona se encuentra en etapas de 

síndrome metabólico.  

 Además de considerar a ambas enzimas como posibles blancos terapéuticos 

para el tratamiento de la inflamación de bajo grado y el estrés oxidante.   

 El uso de nicotinamida a nivel experimental comprende una serie de 

hallazgos novedosos dentro del grupo de investigación, donde destacan las 



 

84  

bondades de dicha vitamina, sus múltiples efectos positivos son relevantes y 

de gran interés para su uso como adyuvante en el tratamiento de 

enfermedades metabólicas incluyendo el síndrome metabólico y la 

regulación de diversas enzimas.  

 El presente estudio reporta información novedosa sobre el mecanismo de 

acción de nicotinamida y un grupo de enzimas blanco donde lleva a cabo su 

función.  
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11. PERSPECTIVAS 

El sistema colinérgico está regulado por diferentes mecanismos donde interviene el 

neurotransmisor acetilcolina, los receptores muscarínicos y nicotínicos y la 

acetilcolina-transferasa, etc. en este supuesto sería interesante demostrar cómo es 

que se regula la expresión, cantidad  y actividad de ambas colinesterasas 

considerando el sistema colinérgico completo. Así como en los diferentes órganos 

y tejidos involucrados en las enfermedades metabólicas como por ejemplo el tejido 

adiposo, páncreas, riñón, corazón, pulmón, músculo y cerebro.  

Además evaluar el efecto de NAM en los órganos involucrados, mencionados 

anteriormente, sobre los receptores muscarínicos y nicotínicos de acetilcolina. 

Finalmente conocer el mecanismo por el cual NAM puede actuar como una 

molécula agonista o antagonista de los receptores regulando la expresión de 

colinesterasas. 
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