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—Muy bien, ¿y qué es, pues, lo que tú puedes dar? ¿Qué sabes hacer? 

—Sé pensar, esperar y ayunar.

—¿Eso es todo? 

—Creo que eso es todo. 

—¿Y para qué sirve? Por ejemplo, el ayuno ¿para qué?

—Es muy bueno, señor. Cuando una persona no tienen nada qué comer, el 
ayuno es la cosa más inteligente que puede hacer. Si, por ejemplo, Siddharta 
no hubiera aprendido a ayunar, tendría que aceptar cualquier tipo de trabajo 
antes de que terminara este día, ya sea que estuviera con usted o no, porque el 
hambre lo hubiera forzado a hacerlo. Pero ahora, Siddharta puede esperar en 
calma, no sabe impaciencia, no sabe de emergencias; durante un largo tiempo 
puede permitir que el hambre lo acose y puede reírse de ello. Esto, señor, es 
para lo que el ayuno es bueno.

Siddharta 
Hermann Hesse
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Abreviaturas

AMPK Cinasa activada por AMP

ARE Elemento de respuesta antioxidante

DCFH-DA 2,7-diacetato de diclorofluoresceina

DNPH 2,4-dinitrofenilhidrazina

DTNB Ácido 5,5-ditionitrobenzoico 

g Gravedades

GPx Glutatión peroxidasa 

GSH Glutatión 

GST Glutatión S transferasa

HO-1 Hemo oxigenasa 1

H2O2 Peróxido de hidrogeno 

MDA Malondialdehido 

NADPH Dinucleotido de nicotinamida y adenina fosfato reducido 

NOX NADPH oxidasa

NOS Sintasa del óxido nítrico 

NQO1 NADPH quinona oxidorreductasa 1

NRF2 Factor 2 relacionado con el factor nuclear eritroide 2

RNS Especies reactivas del nitrógeno

ROS Especies reactivas del oxígeno 

SOD Superóxido dismutasa

U Unidades

URF Unidades relativas de fluorescencia



1  RESUMEN  

Los organismos han desarrollado mecanismos adaptativos que les permiten 

sobrevivir bajo diversas situaciones de estrés. Una forma de estrés bastante 

común en la vida silvestre es la escasez del alimento o la hambruna. La privación 

del alimento o ayuno induce cambios metabólicos en muchos tejidos que son 

necesarios para mantener el balance energético global y asegurar la supervivencia 

de los organismos hasta que las condiciones se restablezcan. Actualmente se 

sabe que además de inducir cambios metabólicos sistémicos el ayuno causa un 

desequilibrio en el ambiente redox celular en favor del estrés oxidante, 

particularmente en el hígado. En este sentido, sin embargo, aún se desconoce si 

el ayuno afecta de la misma forma a otros tejidos.  

En este trabajo se estudió el efecto del ayuno sobre la homeostasis redox en 

distintos tejidos de la rata. Se encontró que el ayuno modifica de manera diferente 

el estado redox celular en los distintos tejidos: mientras que en el riñón y en 

corazón se inducen sistemas de defensa antioxidantes, en el hígado la defensa 

antioxidante se reduce. Nuestros resultados sugieren que el ayuno afecta 

moderadamente el estado redox celular y activa mecanismos de defensa 

antioxidantes tejido-específicos para contrarrestar a las especies reactivas del 

oxígeno.  
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2 INTRODUCCIÓN  

2.1 Respuesta fisiológica y molecular a la privación de alimento 

2.1.1 El ayuno como un fenómeno fisiológico 

Los seres vivos están expuestos constantemente a diversas situaciones de estrés. 

Un fenómeno o forma de estrés que probablemente todo organismo experimenta 

es la escasez del alimento o la hambruna. En la vida silvestre el tiempo que pasa 

entre una comida y la siguiente es impredecible, pudiendo durar sólo algunas 

horas o prolongarse hasta por varios días o meses. El ayuno es el estado 

fisiológico que se presenta entre cada periodo de ingesta de alimento y 

generalmente dura algunas horas en condiciones de abundante comida. En este 

periodo los organismos usan sus recursos energéticos para realizar actividades 

como el ejercicio, termorregulación o actividades relacionadas con la 

reproducción. Sin embargo, existen varios factores que pueden afectan la duración 

del ayuno, por ejemplo, la época del año, el estadio de desarrollo y la etapa 

reproductiva, principalmente. Bajo ciertas condiciones, por ejemplo durante las 

grandes migraciones o para sobrevivir a condiciones ambientales desfavorables 

como el invierno o las sequías, ciertos organismos hibernan o entran en estadios 

de diapausa, con lo que dejan de consumir alimento por periodos muy variados sin 

que esto implique mayores complicaciones. En otros casos el ayuno puede 

prolongarse indefinidamente, obligando a los organismos a hacer uso de todas sus 

reservas energéticas, lo que eventualmente los conduce a la muerte. Es en esta 

etapa cuando el ayuno se convierte en el estado patológico que conocemos como 

inanición (McCue, 2010; Wang et al., 2006). 

Por otro lado, el ayuno, particularmente el ayuno prolongado (de mas de 18 

horas), se ha practicado por milenios en humanos y, al igual que la restricción 

calórica—reducción en la ingesta del alimento en un ~20-40% por varias semanas 

o meses—, tiene efectos positivos en la salud al desencadenar respuestas 

adaptativas que culminan con la optimización del metabolismo energético y la 

activación de mecanismos de protección celular (Masoro, 2005; Trepanowski & 
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Bloomer, 2010; Longo & Mattson, 2014). En este sentido, la restricción calórica es 

la intervención más importante con la que se cuenta actualmente para promover la 

longevidad y retardar la aparición de los trastornos o enfermedades relacionadas 

con el envejecimiento (Fontana et al., 2010; Hine & Mitchell, 2012). 

Figura 1. Cambios metabólicos durante el ayuno. (A) En el ayuno prolongado 
el uso de las reservas energéticas está destinado exclusivamente para el 
mantenimiento de las funciones básicas. (B) Concentración de β-hidroxibutirato y 
de ácidos grasos libres en el plasma durante el ayuno en humanos. (C) Utilización 
de sustratos energéticos por el cerebro durante varias semanas de ayuno 
(inanición) en humanos obesos. (B, C) Adaptado de Cahill, 2006.  AcAc, 
Acetoacetato. 
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2.1.2 Adaptación metabólica durante el ayuno  

La adaptación metabólica es la respuesta mas importante que ocurre durante el 

ayuno. Comprende un conjunto de cambios a nivel bioquímico, fisiológico e incluso 

a nivel del comportamiento que están destinados al mantenimiento de la 

homeostasis energética y a la preservación de las funciones metabólicas 

esenciales, dejando de lado procesos como el crecimiento y la reproducción, con 

el fin de asegurar la supervivencia hasta que las condiciones se restablezcan 

(Figura 1) (McCue, 2010; Wang et al., 2006).   

Figura 2. Movilización de sustratos energéticos durante el ayuno. Durante el 
ayuno las reservas energéticas en forma de ácidos grasos (fa) en el tejido adiposo 
son usadas para mantener la homeostasis energética en distintos órganos y 
preservar los niveles de glucosa en sangre para uso del cerebro, principalmente. 
Los cuerpos cetónicos (cc), los cuales se producen por el metabolismo de ácidos 
grasos y algunos aminoácidos (aa), también se usan como sustratos energéticos 
por los tejidos periféricos durante la privación de alimento. 
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Los cambios metabólicos que ocurren durante el ayuno involucran la participación 

de varios órganos y sistemas y la activación o supresión de múltiples vías 

metabólicas (Goldstein & Hager, 2015). Por ejemplo, durante el ayuno se inhibe la 

síntesis de macromoléculas y se activan procesos como la glucogenólisis y la 

gluconeogénesis con el fin de mantener los niveles de glucosa en sangre 

constantes (~80 mg/dL) y así asegurar el funcionamiento del cerebro, 

principalmente. Cuando el ayuno se prolonga los procesos de lipólisis, β-oxidación 

y cetogénesis se acentúan favoreciendo la movilización y utilización de los lípidos 

almacenados en el tejido adiposo para la síntesis de cuerpos cetónicos en el 

hígado (Figura 1B). En este sentido, los cuerpos cetónicos tales como el β-

hidroxibutirato y acetoacetato toman un papel central en la homeostasis energética 

durante los periodos prolongados de ayuno al proveer más del 50% de la energía 

que el cerebro y otros órganos necesitan para funcionar correctamente (Figura 1C) 

(Owen, 2005; Cahill, 2006; Rui, 2014). Con un ayuno prolongado, cuando se 

alcanza el estado de inanición y la reserva energética en forma de lípidos se 

agota, se promueve el catabolismo elevado de proteínas, provocando caquexia, 

falla orgánica y, en última instancia, la muerte (McCue, 2010; Wang et al., 2006). 

2.1.3 Movilización de sustratos energéticos durante el ayuno 

Probablemente el hígado es uno de los órganos más afectados durante ayuno ya 

que coordina e integra múltiples señales metabólicas y diversos sustratos 

energéticos de los distintos órganos periféricos (Rui, 2014). También el tejido 

adiposo, el músculo esquelético, el riñón y el corazón sufren cambios drásticos 

para hacer frente al estrés metabólico y satisfacer la demanda energética global 

(Figura 2). Por ejemplo, para obtener energía en forma de ATP, en condiciones 

normales el corazón usa principalmente ácidos grasos, pero durante el ayuno, 

además de ácidos grasos, el corazón usa cuerpos cetónicos (Taegtmeyer, 1994; 

Cotter et al., 2013). De la misma forma, durante el ayuno en el músculo 

esquelético se reduce la captura de glucosa y se promueve la utilización de lípidos 

y cuerpos cetónicos. En las primeras horas de ayuno, el músculo libera 

aminoácidos a la circulación para promover la gluconeogénesis y cetogénesis en 
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el hígado (Felig et al., 1970). Los triglicéridos almacenados en los adipocitos 

contribuyen notablemente a la gluconeogénesis y, sobre todo, a la cetogénesis 

mediante su rompimiento y subsecuente liberación de ácidos grasos y glicerol 

(Figura 3). También el riñón contribuye al mantenimiento de los niveles de glucosa 

en condiciones normales y en periodos de estrés metabólico mediante la 

activación de la gluconeogénesis (Owen et al., 1969; Bennett et al., 1975). 

Además, en varios estudios se describe el papel del riñón en la producción de 

cuerpos cetónicos durante los periodos de estrés (Nakatani et al., 1996; Zhang et 

al., 2011; Takagi et al., 2016). En conjunto, durante el ayuno ocurre un cambio 

metabólico en muchos tejidos para así sobrevivir a la falta de nutrimentos.  

Figura 3. Regulación de las vías metabólicas por la insulina y el glucagon. 
Los bajos niveles de glucosa durante el ayuno promueven la liberación de 
glucagon que a su vez promueve la utilización del glucógeno y triglicéridos para 
proveer de glucosa y cuerpos cetónicos al cerebro, principalmente.  
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2.1.4 Coordinación del metabolismo energético durante el ayuno. 

El control de la homeostasis energética durante los periodos alternos de ingesta 

de alimento y de ayuno es de suma importancia para los organismos, por lo que el 

metabolismo se regula a nivel fisiológico mediante la integración de múltiples 

sistemas y ejes de regulación neuroendócrina (Haller & Bines, 2013; Jensen et al., 

2013; Lempradl et al., 2015). Es importante el control del balance energético 

global durante el ayuno a través de la inducción del glucagon y la represión de la 

insulina que en conjunto controlan la diferentes vías metabólicas que se activan 

durante el ayuno (Figura 3) (Stanley et al., 2005; Lin & Accili, 2011). Estas 

hormonas ejercen sus efectos a través de las cinasas como AKT, PKA, mTOR, y 

AMPK que activan/inhiben factores de transcripción como el receptor activado por 

proliferadores de peroxisomas (PPAR), los factores con dominios “Forkhead-

Box” (FOXO), el factor nuclear hepático 4 alfa (HNF4α), el receptor X fernosoide 

(FXR) y la proteína de unión al elemento de respuesta a AMP cíclico (CREB) (Oh 

et al., 2013). También a través co-activadores y co-represores tales como el co-

activador 1 alfa de PPAR gamma (PGC-1α), la proteína de unión a CREB (CBP/

p300), el co-represor 1 del receptor nuclear (NCoR1) y el co-activador 

transcripcional 2 regulado por CREB (CRTC2), principalmente (Jiang & Zhang, 

2003; Savage, 2005; Jitrapakdee, 2012; Kersten, 2014). Otros elementos que 

juegan un papel relevante en la regulación del metabolismo energético son las 

sirtuinas, las cuales se activan en respuesta al ayuno (Gillum et al., 2011; Li, 2013; 

Li et al., 2014).   

2.1.5 Papel de la autofagia durante el ayuno 

La autofagia (macroautofagia, microautofagia y la autofagia mediada por 

chaperonas) es un proceso catabólico conservado que consiste en la degradación 

de componentes celulares dentro de los lisosomas. La macroautofagia es un tipo 

particular de autofagia que se induce durante el ayuno en altos niveles en 

múltiples tejidos (Figura 4). En la macroautofagia los componentes celulares son 

secuestrados en estructuras de doble membrana que se conocen como 

autofagosomas que posteriormente se fusionan con los lisosomas para la 
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degradación de las macromoléculas en aminoácidos, carbohidratos y ácidos 

grasos (Singh & Cuervo, 2011; Rabinowitz & White, 2010). Durante el ayuno 

prolongado se induce la autofagia mediada por chaperonas que degrada 

selectivamente ciertas proteínas que no se requieren en ese momento y que 

tienen una secuencia de aminoácidos (KFERQ) que es reconocida por ciertas 

chaperonas que las conducen a los lisosomas. De esta manera tanto la 

macroautofagia como la autofagia mediada por chaperonas se requieren durante 

los periodos de estrés. Por ejemplo, durante el ayuno la autofagia contribuye 

notablemente a la lipólisis, la gluconeogénesis y la cetogénesis (Madrigal-Mature 

& Cuervo, 2016; Tasset & Cuervo, 2016).  

Figura 4. Inducción de la autofagia (macroautofagia) durante el ayuno. La 
macroautofagia se induce en respuesta el ayuno en el hígado, el riñón, el músculo 
esquelético y en el corazón de ratón. En verde se muestra a la proteína LC3-GFP, 
(un marcador de autofagia) que se agrega en focos discretos (autofagosomas) 
durante el ayuno. En azul se muestran los núcleos teñidos con DAPI. Tomado de 
Takagi et al., 2016.  
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2.2 Ayuno, estado redox y estrés oxidante 

2.2.1 Especies reactivas del oxígeno y estrés oxidante 

Durante el metabolismo se producen moléculas potencialmente tóxicas que 

pueden causar daño estructural y funcional a las células. Las especies reactivas 

del oxígeno (ROS) o del nitrógeno (RNS), tales como el anión superóxido (O2-), 

peróxido de hidrogeno (H2O2), óxido nítrico (NO), peroxinitrito (ONOO-) entre otras, 

radicales y no radicales, juegan un papel importante en la fisiología y patología 

celular. 

Figura 5. Función de las especies reactivas del oxígeno y del nitrógeno. Las 
especies reactivas de oxígeno y del nitrógeno, producidas por diversos sistemas 
enzimáticos, promueven la activación de sistemas de transducción de señales 
para la inducción de procesos celulares en bajas cantidades. Sin embargo, la 
acumulación de especies reactivas puede conducir al daño de macromoléculas 
causando estrés oxidante y propiciar el desarrollo de diferentes patologías.  
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Un nivel alto de ROS puede alterar el estado redox celular—el balance entre las 

especies antioxidantes y las pro-oxidantes—al reducir los sistemas antioxidantes y 

generar daño a moléculas como el DNA, las proteínas y los lípidos, en un proceso 

que conocemos como estrés oxidante y propiciar el desarrollo de desordenes tales 

como el cáncer, enfermedades metabólicas, neurodegenerativas y 

cardiovasculares (Wallace, 2005; Nunnari & Suomalainen, 2012; Szendroedi et al., 

2011; Yan et al., 2013; Frezza & Gottlieb, 2009). Sin embargo, las ROS también 

tienen un papel fisiológico cuando sus niveles son bajos (Figura 5) (Sena & 

Chandel, 2012; Holmström & Finkel, 2014; Alfadda & Sallam, 2012).  

Las ROS generadas por diversas fuentes tales como la mitocondria, la NADPH 

oxidasa (NOX), la sintasa del oxido nítrico (NOS), la xantina oxidasa, los 

citocromos P450 y otros sistemas, modifican covalentemente algunos residuos de 

aminoácidos en las proteínas que son sensibles a una modulación redox, 

regulando muchas veces su actividad enzimática (Finkel, 2011). Procesos como el 

metabolismo, la supervivencia, la proliferación y la diferenciación celular, mediante 

la activación/inactivación de receptores, canales iónicos, cinasas/fosfatasas y 

factores de transcripción, se regulan con las ROS/RNS (Schieber & Chandel, 

2010; Sedeek et al., 2013; Scherz-Shouval & Elazar, 2011; Morgan & Liu, 2011; 

Holmström & Finkel, 2014).   

2.2.2 El factor de transcripción NRF2  

El control de la homeostasis redox y la prevención del estrés oxidante son de 

suma importancia para la célula, por tal motivo, existen sistemas antioxidantes, 

tanto enzimáticos como no enzimáticos, que neutralizan y eliminan los productos 

derivados del metabolismo de las ROS/RNS. El factor nuclear NRF2 es un factor 

de transcripción muy conservado (desde nemátodos hasta mamíferos) que 

responde a los cambios en el estado redox celular y al estrés oxidante mediante 

su unión al elemento de respuesta antioxidante (ARE) en el promotor de los genes 

de las enzimas como la hemo oxigenasa 1 (HO-1), NADPH quinona 

oxidoreductasa 1 (NQO1), catalasa, superóxido dismutasa (SOD) y las enzimas 
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que participan en el metabolismo del glutatión (GSH), como glutatión S transferasa 

(GST) y glutatión peroxidasa (GPx) entre otras (Figura 6). Cabe mencionar que, 

además de estimular la inducción de las proteínas antioxidantes y regular la 

degradación de las moléculas dañadas—a través del control de la expresión de 

genes relacionados con la autofagia y con el sistema Ubiquitina-Proteasoma (Cui 

et al., 2016)—, el factor NRF2 tiene un papel central en la regulación del 

metabolismo al inhibir la lipogénesis y favorecer la vía de las pentosas fosfato y la 

síntesis de purinas (Hayes & Dinkova-Kostova, 2014).  

Figura 6. Regulación de la vía NRF2/ARE. El factor NRF2 responde a cambios 
en los niveles de ROS coordinando una respuesta antioxidante que reduce el 
estrés oxidante, lo que lo convierte en un regulador del ambiente redox celular. 
Diversas cinasas y moléculas electrofílicas promueven la activación de NRF2 al 
favorecer su translocación al núcleo. 

El factor NRF2 se expresa constitutivamente en todas las células pero su actividad 

es reprimida por la proteína KEAP1. Bajo condiciones normales, NRF2 se traduce 

y es capturado en el citoplasma por KEAP1, formándose un complejo ternario con 
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los filamentos de actina y la ligasa de ubiquitinas CULLIN3, lo que favorece la 

ubiquitinación y subsecuente degradación de NRF2 por el proteasoma (Kaspar et 

al., 2009). Los agentes inductores de la vía NRF2/ARE reaccionan y modifican 

diversas cisteínas de KEAP1, favoreciendo la acumulación y estabilización de 

NRF2, su translocación al núcleo y la inducción de genes (Sykiotis & Bohmann, 

2010; Keum & Choi, 2014; Sihvola & Levonen, 2016). Diversas cinasas y algunas 

moléculas pequeñas, entre ellas antioxidantes, modulan la actividad de esta vía 

(Niture et al., 2014; Hayes & Dinkova-Kostova, 2014).    

2.2.3 Efecto del ayuno sobre el estado redox y el estrés oxidante 

El ayuno supone un estrés metabólico que, dependiendo de la duración, puede 

conducir a alteraciones en la homeostasis redox. En varios estudios se ha descrito 

que el ayuno aumenta la generación de especies reactivas, promueve el estrés 

oxidante y disminuye los sistemas antioxidantes en el hígado (Domenicali et al., 

2001; Marszuk-Krynicka et al., 2003; Sorensen et al., 2006; Zhang et al., 2012; 

Glick et al., 2012; Robinson et al., 1997; Morales et al. 2004) como resultado del 

metabolismo mitocondrial (Sorensen et al., 2006). Hay, sin embargo, otros trabajos 

que no encontraron diferencias significativas en la producción de ROS y de daño 

oxidante durante el ayuno (Abdelmegeed et al., 2009; Verweij et al., 2011). Otros 

estudios observaron que durante el ayuno disminuyen los niveles de GSH en el 

hígado y el pulmón, pero no en el músculo y el riñón (Jenniskens et al., 2002; 

Abdelmegeed et al., 2009; Zhang et al., 2012), sugiriendo una regulación diferente 

del estado redox en los distintos tejidos durante el ayuno.  

Además de la mitocondria, el ayuno activa otros sistemas productores de ROS/

RNS como los citocromos P450 en el hígado (Hong et al., 1987; Brown et al., 

1995), la NOX en  el corazón (Sciarretta et al., 2013) y la NOS en el cerebro (Liu & 

He, 2010). En otros trabajos se ha demostrado que la expresión de NRF2 (Xu et 

al., 2012; Zhang et al., 2012; Kulkarny et al., 2014) y de los genes regulados por 

NRF2 aumentan en respuesta al ayuno (Mitchell et al., 2010; Verweij et al., 2011; 

Jongbloed et al., 2014;  Bakken et al., 1972; Rindler et al., 2013; Lammi-Keefe et 
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al., 1981). En este sentido, la inducción de los sistemas antioxidantes durante el 

ayuno también puede ser tejido-específico (Wohaieb & Godin, 1987).  

Lo anterior sugiere la posibilidad de que el ayuno promueva la generación de 

ROS/RNS, ya sea como consecuencia del metabolismo mitocondrial o por la 

inducción de sistemas como la NOX, la NOS o los citocromos P450, activando los 

sistemas de defensa antioxidante mediados por NRF2. Debido a que existe 

discrepancia sobre la producción de las especies reactivas, el estrés oxidante y la 

activación de los sistemas antioxidantes durante la privación de alimento, es 

posible que el ayuno regule de manera diferente el nivel de ROS y el estado redox 

celular de manera tejido-específico. 

Otro punto que sugiere una relación entre el ayuno y la activación de los sistemas 

antioxidantes es que el ayuno ejerce un efecto protector ante varias formas de 

estrés que implican la generación de ROS. Por ejemplo, el ayuno protege del 

etopósido en una dosis alta (Raffaghello et al., 2008; Tinkum et al., 2015) o de la 

doxorubicina (Lee et al., 2010) y también disminuye el daño renal y la mortalidad 

tanto en ratones jóvenes como en ratones viejos sometidos a períodos de 

isquemia-reperfusión (Mitchell et al., 2010; Jongbloed et al., 2014). El ayuno 

disminuye el daño por infarto al miocardio y la incidencia de arritmias después de 

la reperfusión (Snorek et al., 2012) y proporciona neuroprotección en un modelo 

de isquemia cerebral (Varendi et al., 2014). Además, el ayuno protege a las células 

sanas de una dosis alta de agentes quimioterapéuticos, pero no a las células 

tumorales (Raffaghello et al., 2008; Lee et al., 2010). Más aún, el ayuno no sólo no 

protege a las células cancerosas sino que además las vuelve más sensibles a la 

radio y quimioterapia en modelos murinos de glioblastoma (Safdie et al., 2012). 

Por otro lado, en un estudio clínico se encontró que pacientes con cáncer de 

mama, o de próstata, de esófago o de pulmón, a los que se les restringió el 

alimento por más de 48 h antes de la quimioterapia, presentaron menos efectos 

colaterales que los pacientes sin restricción alimentaria (Safdie et al., 2009). En 

este sentido, la activación de los sistemas antioxidantes con el ayuno, como 

resultado de un fenómeno hormético, puede explicar por qué los organismos son 
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más resistentes cuando son sometidos previamente a regímenes de privación del 

alimento (Gems & Partridge, 2008; Martín-Montalvo et al., 2011; Hine & Mitchell, 

2012; Ristow & Schmeisser, 2014).  

3 JUSTIFICACIÓN 

Actualmente se conocen bien los mecanismos moleculares y la respuesta 

fisiológica global que se activan en los organismos y que hacen frente al estrés 

metabólico que supone la privación del alimento. Sin embargo, aunque diversos 

estudios muestran que el ayuno afecta el estado redox celular causando estrés 

oxidante, particularmente en el hígado, aún se desconoce si el ayuno afecta de la 

misma forma a otros tejidos.  

4 HIPÓTESIS 

Debido a que los tejidos exhiben respuestas bioquímicas y fisiológicas adaptativas 

particulares durante la falta de alimento, en órganos como el hígado, corazón y 

riñón el efecto del ayuno sobre el estado redox celular y el estrés oxidante es 

diferente.  

5 OBJETIVOS 

5.1 Objetivo general 
Evaluar el efecto de la privación de alimento sobre el estado redox y el estrés 

oxidante en el hígado, corazón y riñón de la rata.  
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5.2 Objetivos particulares  

a) Caracterizar el estado metabólico de las ratas durante los tres primeros días de 
ayuno. 

 - Medir los niveles de glucosa y de β-hidroxibutirato en plasma. 

b) Evaluar el estado redox y marcadores de estrés oxidante en el hígado, riñón y 
corazón de las ratas durante los tres primeros días de ayuno. 

 - Medir los niveles de ROS, malondialdehido y de proteínas carboniladas.  

 - Medir los niveles de tioles totales 

c) Evaluar la actividad de las enzimas antioxidantes catalasa, NQO1, GST y GPx 
y  la expresión de la HO-1 durante el ayuno.  

6 MATERIALES Y MÉTODOS 

6.1 Reactivos 

Los siguientes reactivos se obtuvieron de Sigma-Aldrich (St Louis, MO, EUA):  2-

amino-2-hidroximetil-propano-1,3-diol (Tris), cloruro de sodio (NaCl), ácido 

diaminotetracético (EDTA), ácido etilenglicol tetracético (EGTA), fluoruro de sodio 

(NaF), orto vanadato de sodio (Na3VO4), fluoruro de fenilmetilsulfonilo (PMSF), 

desoxicolato de sodio, dodecilsulfato de sodio (SDS), nonidet p-40 (NP-40), Tritón 

X-100, 1-cloro-2,4-dinitrobenzeno (CDNB), glutatión, 2,4-dinitrofenilhidrazina 

(DNPH),cloruro de guanidina, acida de sodio (NaN3), mononucleotico de flavina y 

adenina (FAD), ácido 5,5-ditionitrobenzoico (DTNB), 1-metil-2-fenilindol (1M2F), 

NADPH, azul de tiazolil tetrazolio bromuro (MTT), menadiona, anti-tubulina y anti-

HO1. Las membranas de floururo de polivinilideno (PVDF) se adquirieron de 

Millipore Corp. (Billerica, MA, EUA). La 2,7-diacetato de diclorofluoresceína 

(DCFH-DA) y el estuche usado para la determinación de β-hidroxibutirato (No.

700190) se adquirieron de Cayman Chemical Co. (Ann Arbor, MI, EUA). 

6.2 Animales de experimentación 
Se usaron ratas Wistar macho de 8 semanas de edad con un peso de 240-260 g 

obtenidas de Envigo RMS (México), las cuales se alimentaron hasta el inicio de los 
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experimentos. Todos los experimentos se aprobaron por el comité de ética para el 

cuidado y uso de los animales de laboratorio de la Facultad de Química de la 

UNAM (FQ/CICUAL/094/15). 

6.3 Protocolo de restricción del alimento y obtención de muestras 

Al inicio de la restricción de alimento, las ratas (5-6 por grupo) se pusieron en 

cajas sin comida (5-6 ratas por caja) por uno, dos o tres días. Un grupo de ratas 

(grupo control) siempre tuvo acceso al alimento. En todo momento las ratas 

tuvieron libre acceso al agua. Después de someter o no a las ratas al protocolo de 

restricción del alimento éstas se sacrificaron entre las 8:00 y 10:00 a.m. La sangre, 

obtenida de la aorta abdominal con un jeringa con heparina, se centrifugó a 3500 g 

por 10 minutos a 4°C para obtener el plasma, el cual se almacenó a -80°C. Los 

órganos (hígado, riñón y corazón) se removieron inmediatamente, se lavaron con 

PBS frío, se cortaron en trozos pequeños de aproximadamente 0.5 cm3 y se 

almacenaron a -80°C hasta el momento de su uso. 

6.4 Parámetros bioquímicos en el plasma 

La concentración plasmática de glucosa se determinó por el método de la 

oxidación de la glucosa por la glucosa oxidasa usando el Analizador de química 

clínica automatizado ILab 300 Plus (Instrumentation Laboratory, Colorado Springs, 

CO, EUA) y la concentración de β-hidroxibutirato se midió usando el estuche de 

Cayman Chemical (No. 700190), el cual se basa en la oxidación de β-

hidroxibutirato a acetoacetato por la enzima β-hidroxibutirato deshidrogenasa.  

6.5 Especies reactivas del oxígeno, tioles y marcadores de estrés 
oxidante 

Para medir las ROS, los tejidos se homogeneizaron en PBS y se centrifugaron a 

15,000 g por 10 minutos a 4°C. El sobrenadante (500 µg de proteínas) se incubó 

con la sonda DCFH-DA  (que detecta H2O2, O2-, NO, ONOO- y otras especies 

reactivas) en oscuridad a una concentración final de 10 µM a 25°C durante 15 

minutos (Buelna-Chontal et al., 2014). La señal de fluorescencia se detectó con el 

lector multiplaca Synergy HT de BioTek (Winooski, VA, USA) a una longitud de 
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onda de exitación y emisión de 495 y 529 nm, respectivamente. Los resultados se 

expresaron en unidades relativas de fluorescencia (URF).  

Los tioles nativos totales se determinaron usando el reactivo DTNB a 412 nm 

(Ellman, 1959). 15 ul de sobrante se incubaron durante 10 minutos con 185 ul de 

la mezcla de reacción que comprende DTNB 0.81 mM y EDTA 0.81 mM en Tris 

100 mM, pH 8.0. La concentración de tioles se determinó usando una curva 

estándar de GSH.  

La concentración de malondialdehido (MDA) se determinó en el sobrenadante de 

tejidos homogeneizados en amortiguador de fosfatos 20 mM, pH 7.4 

(suplementado con el antioxidante hidroxitolueno butilado 5 mM) y centrifugados a 

3,000 g por 10 minutos a 4°C. 200 ul de sobrenadante se incubaron con 650 ul de 

1-metil-2-fenilindol 15.4 mM disuelto en una mezcla de acetonitrilo-metanol (3:1) y 

150 ul de HCl concentrado. Inmediatamente, la mezcla se incubó a 45°C durante 

40 minutos. Al finalizar la reacción, los aductos de MDA se detectaron a 586 nm. 

La concentración de MDA se determinó usando una curva estándar de 

tetrametoxipropano. Para la determinación de los carbonilos, las proteínas se 

incubaron con DNPH 10 mM en medio ácido por una hora. Posteriormente, las 

proteínas se precipitaron con acido tricloroacético al 20% y el botón se lavó 3 

veces con una mezcla de etanol-acetato de etilo (1:1). Finalmente, las proteínas 

se solubilizaron con cloruro de guanidina para cuantificar los grupos carbonilos a 

370 nm. Se usó el coeficiente de extinción del DNPH  de 22,000 M-1cm-1 (Levine et 

la., 1994).  

6.6 Ensayos enzimáticos    

La actividad de las enzimas antioxidantes se determinó en el sobrenadante de 

tejidos homogeneizados en amortiguador de fosfatos 50 mM, pH 7.4, Tritón X-100 

0.05% y centrifugados a 15,000 g durante 20 minutos.  

La actividad de la catalasa se evaluó mediante la desaparición del H2O2 (30 mM) 

durante 30 segundos con tres lecturas cada 15 segundos a 240 nm (Aebi, 1984). 

La actividad se expresó en unidades por miligramo de proteína (U/mg), en donde 1 
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U representa la desaparición de 1 µmol de H2O2 por minuto. Se usó el coeficiente 

de extinción molar del H2O2 de 40 M-1cm-1. 

La actividad de GPx se determinó usando el método descrito previamente 

(Orozco-Ibarra et al., 2007), el cual se basa en las reacciones de oxidación y 

reducción del glutatión por la GPx y la glutatión reductasa, respectivamente, que 

se acoplan al consumo de NADPH, el cual se midió a 340 nm. Las muestras (35 

ul) se incubaron con 300 ul de la mezcla de reacción (EDTA 1 mM, NaN3 1 mM, 

NADPH 0.2 mM, GSH 1 mM y glutatión reductasa U/ml) y 25 ul de H2O2 1.25 mM. 

La actividad de GPx se expresó en U/mg, en donde 1 U representa la oxidación  

de 1 µmol de NADPH por minuto.  

La actividad de NQO1 se determinó usando el método descrito por Prochaska y 

Santamaria (1988), que usa la menadiona como sustrato y que se acopla a la 

reducción del MTT, el cual se detectó a 610 nm. Las muestras (30 ul) se incubaron 

con 140 ul de la mezcla de reacción (Tris 25 mM pH 8.0, Tween 20 0.01%,  

glucosa 6 fosfato 1 mM, glucosa 6 fosfato deshidrogenasa 0.2 U/ml, FAD 5 µM, 

NADP+ 30 µM, MTT 0.3 mg/ml y menadiona 50 µM) durante 5 minutos. Para 

evaluar la actividad específica de NQO1 se usó el inhibidor dicumarol 45 µM. La 

actividad de NQO1 se expresó en nanomoles de formazán producidos por minuto 

por miligramo de proteina (nmol/min/mg) usando el coeficiente de extinción molar 

de 11,300 M-1cm-1. 

La actividad de GST se evaluó mediante la formación del aducto CDNB-GSH a 

340 nm durante 3 minutos. Las muestras (20 ul) se incubaron con 180 ul de la 

mezcla de reacción (GSH 1 mM, CDNB 1 mM y EDTA 1 mM en amortiguador de 

fosfatos 50 mM, pH 6.5). La actividad de GST se expresó en nmoles de CDNB-

GSH producidos por minuto por miligramo de proteína. Se usó el coeficiente de 

extinción molar del aducto CDNB-GSH de 9,600 40 M-1cm-1. 
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6.7 Inmunodetección 

Los tejidos se homogeneizaron en RIPA (Tris 50 mM, pH 8.0, NaCl 150 mM, EDTA 

5 mM, EGTA 1 mM, NaF 5 mM, Na3VO4 1 mM, PMSF 1 mM, desoxicolato de sodio 

0.5%, SDS 0.1%, NP-40 1%) y las proteínas se separaron mediante electroforesis 

en geles de poliacrilamida en condiciones desnaturalizantes y se transfirieron a 

una membrana de PVDF. Las membranas se bloquearon con leche al 5% en TBST  

durante una hora y se incubaron con anticuerpos específicos durante toda la 

noche. El anticuerpo anti-HO-1 (1:1000) se adquirió de Enzo (SPA-895) y el 

anticuerpo anti-tubulina (1:5000) se adquirió de Sigma (T9026). Las proteínas de 

interés se detectaron usando el equipo de detección Odyssey Sa de LI-COR 

Biosciences (Lincoln, NE, EUA).  

6.8 Análisis estadístico    

Los resultados se expresaron como el promedio ± error estándar de la media y se 

analizaron mediante el análisis de varianza (ANOVA) y la prueba de 

comparaciones múltiples de Bonferroni, usando el paquete GraphPad PRISM 

versión 5.00. Las diferencias con p≤0.05 se consideraron como significativas. 

7 RESULTADOS 

7.1 Estado metabólico de las ratas durante el ayuno 

El ayuno prolongado induce estrés metabólico en los organismos (Haller & Bines, 

2013). Para caracterizar el efecto de la privación de alimento sobre la homeostasis 

redox, primero se estudió el estado metabólico de las ratas durante los tres 

primeros días de ayuno. La privación de alimento causó una disminución gradual 

del peso corporal de las ratas así como también disminuyó el nivel plasmático de 

glucosa y aumentó el nivel de β-hidroxibutirato (Figura 7). A pesar de una drástica 

pérdida de peso (~20%) en el tercer día, en ningún momento se observó 

mortalidad en los animales. 
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Figura 7. El ayuno causa estrés metabólico en las ratas. Se evaluó el peso 
corporal y el niveles plasmático de glucosa y de β-hidroxibutirato en las ratas 
ayunadas por 24-72 h. n=5-6; * p<0.05.  

7.2 Especies reactivas de oxígeno y marcadores de estrés 

El ayuno incrementa las ROS en varios tejidos (Domenicali et al., 2001; Marszuk-

Krynicka et al., 2003; Sorensen et al., 2006; Zhang et al., 2012; Sciarretta et al., 

2013). Para investigar si el ayuno afecta de la misma forma a tejidos diferentes, se 

estudió el efecto de la privación de alimento sobre los niveles de ROS en el riñón, 

el hígado y el corazón. En el riñón, el ayuno causó un ligero aumento en el nivel 

de ROS en el primer día de ayuno, para luego disminuir en el tercero. En el 

hígado, sin embargo, el ayuno indujo un aumento en las ROS desde el primer día 

de ayuno. En el corazón las ROS aumentaron hasta el segundo día, aunque en 

menor cantidad (Figura 8). 

Figura 8. Las ROS se regulan de manera diferente en cada tejido durante el 
ayuno. Se evaluaron los niveles totales de ROS en el riñón, el hígado y el corazón 
de ratas ayunadas por 24-72 h. n=5-6; * p<0.05.  
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Figura 9. El ayuno promueve la oxidación de lípidos pero reduce la oxidación 
de proteínas.  Se evaluaron los niveles de peroxidación lipídica (MDA) y la 
carbonilación de proteínas (DNPH) en distintos tejidos de ratas ayunadas por 
24-72 h. n=5-6; *p<0.05.  

Debido a que niveles elevados de ROS conducen a la oxidación de lípidos y de 

proteínas, se evaluó el efecto del ayuno sobre la lipoperoxidación (MDA) y la 

carbonilación de proteínas en los distintos tejidos. Se encontró que el ayuno 

promovió la oxidación de lípidos en hígado desde el primer día. Mientras que en el 

hígado los niveles de MDA aumentaron progresivamente desde el primer día de 

ayuno, en el corazón los niveles de MDA no aumentaron sino hasta el tercer día. 

En el riñón los niveles de MDA alcanzaron un punto máximo en el segundo día de 

ayuno para luego disminuir en el tercero (Figura 9). Por otro lado, y en 

contraposición con la oxidación lipídica, las proteínas oxidadas no aumentaron en 

ninguno de los tejidos evaluados, y disminuyeron en el riñón y en el hígado en el 

primer y segundo día, respectivamente (Figura 9). 

7.3 Estado redox durante el ayuno 
Los tioles proteínicos y no proteínicos (GSH, cisteína, homocisteína) juegan un 

papel muy importante en fisiología celular mediante la preservación de la 
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homeostasis redox ante factores ambientales que promueven el estrés oxidante 

(Dickinson & Forman, 2002). Para tener una visión global del estado redox celular 

durante el ayuno, se evaluaron los tioles nativos totales en los distintos tejidos de 

rata. Se encontró que el ayuno no modificó significativamente los tioles totales en 

riñón pero los redujo en el hígado. Por otro lado, los tioles aumentaron ligeramente 

en el corazón (Figura 10). 

Figura 10. Los tioles se regulan de manera diferente en cada tejido durante el 
ayuno. Usando el reactivo de Ellman se evaluaron los tioles totales en distintos 
tejidos de ratas ayunadas por 24-72 h.. n=5-6; *p<0.05. 

7.4 Enzimas antioxidantes durante el ayuno 

El ayuno induce cambios en la expresión y/o actividad de las enzimas 

antioxidantes (Verweij et al., 2011; Abdelmeged et al., 2009; Marczuk-Krynicka et 

al., 2003), muchas de las cuales son reguladas por el factor de transcripción NRF2 

(Sykiotis & Bohmann, 2010; Hayes & Dinkova-Kostova, 2014). Como una 

aproximación para explicar los cambios en el estado redox celular y las ROS en 

los distintos tejidos durante el ayuno, se evaluó la actividad/expresión de algunas 

enzimas antioxidantes. Se encontró que el ayuno reguló diferencialmente la 

expresión de HO-1 en el riñón, el hígado y el corazón: mientras que el ayuno 

redujo la expresión de HO-1 en el riñón, el ayuno incrementó su expresión en el 

corazón (Figura 11). 
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Figura 11. El ayuno reduce la expresión de hemo oxigenasa 1 en el riñón 
pero la incrementa en el corazón. Niveles de hemo oxigenasa 1 (HO-1) en 
distintos tejidos de ratas ayunadas por 24-72 h. n=3;  *p<0.05. 

Se evaluó la actividad de otras enzimas antioxidantes y se encontraron efectos 

variados del ayuno sobre la actividad de catalasa, GPx y NQO1 (Figura 12). El 

ayuno redujo la actividad de catalasa en el hígado pero no en el riñón. Por el 

contrario, el ayuno aumentó la actividad de esta enzima en el corazón. En el 

hígado se redujo la actividad de GPx en el segundo día de ayuno, mientras que en  

el riñón la actividad de esta enzima aumentó progresivamente. No se observaron 

cambios significativos en la actividad de GST en ninguno de los tejidos estudiados, 

lo que sugiere un papel mínimo de esta enzima en la defensa antioxidante durante 

el ayuno. Por otro lado, el ayuno incrementó la actividad de NQO1 en el primer día 

en el riñón mientras que en el corazón esta enzima se indujo en el segundo día. 

En conjunto, los datos anteriores sugieren que no todas las enzimas antioxidantes 

son reguladas de la misma forma durante el ayuno y que el efecto del ayuno sobre 

estas enzimas es tejido-específico. Consistentemente con los elevados niveles de 

ROS en el hígado durante el ayuno, la defensa antioxidante se reduce en este 

órgano. Por otro lado, durante el ayuno en el corazón se inducen la catalasa y la 

HO-1 que lo protegen del estrés oxidante. 
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 Figura 12. Actividad de enzimas antioxidantes durante el ayuno.  Actividad de 
catalasa, NADPH quinona oxidorreductasa 1 (NQO1), glutatión S transferasa 
(GST) y glutatión peroxidasa (GPx) en distintos tejidos de ratas ayunadas por 
24-72 h. n=5-6;  *p<0.05. 
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8 DISCUSIÓN 
La privación de alimento induce cambios en el metabolismo a múltiples niveles 

(Goldstein & Hagerm, 2015; McCue, 2010; Yamamoto et al., 2015). En nuestro 

estudio encontramos que el ayuno también tiene efectos en el estado redox celular 

(Menger et al., 2015; Sorensen et al., 2006; Morales et al. 2004; Zhang et al., 

2012). En la rata, y en los primeros tres días, el ayuno modula la homeostasis 

redox de manera tejido-específico, como previamente se ha hipotetizado  (Walsh 

et al., 2014).  

Observamos que el hígado es el órgano más afectado durante el ayuno y el 

corazón y el riñón parecen ser más resistentes al inducirse algunas enzimas 

antioxidantes. Estos resultados son consistentes con los reportados anteriormente, 

en donde se demuestra que durante el ayuno el hígado es más susceptible al 

estrés oxidante (Sorensen et al., 2006; Marszuk-Krynicka et al., 2003) y que en el 

riñón aumenta la actividad de GPx (Wohaieb & Godin, 1987) y en el corazón la 

actividad de la catalasa (Lammi-Keefe et al., 1981; Crescimanno et al., 1989; 

Rindler et al., 2013; Wohaieb & Godin, 1987). Nuestros datos señalan que la 

inducción de estas enzimas ocurre durante el ayuno prolongado (de más de 24 

horas), sin embargo, no se descarta la posibilidad de que estas enzimas sólo se 

activen transitoriamente y que disminuyan en los días próximos a la inanición 

(alrededor de 7 días de ayuno). 

La proteína HO-1 participa en la degradación del hemo y la producción del 

antioxidante bilirrubina y es un gen inducido por el factor NRF2. El ayuno y 

algunas señales metabólicas como el glucagon y la epinefrina promueven la 

actividad de HO-1 en el hígado (Bakken et al., 1972), sin embargo, en nuestro 

estudio no se encontraron grandes cambios en los niveles de la HO-1 en este 

órgano. Encontramos que los niveles de esta enzima aumentan notablemente en 

el corazón pero se reducen en el riñón. Debido a que la inducción de la HO-1 está 

asociada con la protección antioxidante y la preservación de la función 

mitocondrial en el corazón (Choi, 2001; Bartz et al., 2015; Hull et al., 2016), la 
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inducción de la HO-1 durante el ayuno podría explicar la capacidad del corazón 

para resistir al daño oxidante.  

Los tioles son moléculas que tienen un grupo sulfidrilo (SH) y son susceptibles a 

ser oxidados por las ROS. El GSH es el tiol no proteínico más abundante en las 

células y ciertas enzimas lo usan para neutralizar a las ROS o eliminar sus 

productos. Por ejemplo, la enzima GPx usa GSH para eliminar el H2O2 o 

lipoperóxidos mientras que la enzima GST usa GSH para eliminar aldehidos 

reactivos (Sheehan et al., 2001). Estudios recientes han demostrado que los tioles 

proteínicos funcionan como antioxidantes al neutralizar a las ROS (Go & Jones, 

2013). Más aun, los residuos de cisteína en las proteínas son más abundantes 

(~20 veces) que el GSH y se ha sugerido que estos cumplen un papel todavía 

más importante que el GSH en la preservación del ambiente redox celular 

(Hansen et al., 2009; Requejo et al., 2010; Go & Jones, 2013). En este sentido, de 

acuerdo con la función de protección asociada a los tioles al amortiguar las 

especies reactivas (Go & Jones, 2013), en el hígado los tioles totales (tioles 

proteínicos y no proteínicos) se reducen durante el ayuno, mientras que estos 

aumentan ligeramente en el corazón. Estudios recientes han demostrado que el 

ayuno reduce notablemente los tioles proteínicos (Menger et al., 2015). En este 

trabajo proporcionamos evidencia de que, seguramente por las características 

metabólicas propias de cada tipo celular, el ayuno no afecta por igual a todos los 

tejidos (Yamamoto et al., 2015). Sin embargo, los mecanismos moleculares 

involucrados en la regulación del estado redox y la preservación de los tioles 

durante el ayuno aún quedan sin resolver. 

Se ha sugerido que los cambios metabólicos que ocurren durante la privación de 

alimento promueven la producción elevada de ROS, particularmente por la 

mitocondria, afectando el balance redox celular en favor del estrés oxidante 

(Sorensen et al., 2006). Sin embargo, algunos trabajos indican que el ayuno 

promueve el estrés oxidante, pero otros sostienen que el ayuno no afecta 

significativamente la homeostasis redox (Abdelmegeed et al., 2009; Verweij et al., 

2011). Lo cierto es que el efecto del ayuno sobre el estrés oxidante es complejo y 
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puede estar influenciado por muchos factores, por ejemplo: la especie, la cepa, el 

tejido examinado, el tipo de ROS y las enzimas antioxidantes estudiadas y la 

duración del ayuno (Walsh et al., 2014; Wohaieb & Godin, 1987). 

Las ROS pueden conducir a un daño oxidante (Alfadda & Sallam, 2012). 

Encontramos que con el ayuno hay un aumento ligero de la lipoperoxidación en 

los distintos órganos estudiados, sin embargo, los niveles de proteínas oxidadas 

disminuyeron, al menos en el hígado y en el riñón. Estas discrepancias pueden ser 

explicadas en parte por la susceptibilidad de las proteínas oxidadas a ser 

degradadas por el proteasoma o por la autofagia mediada por chaperonas 

(Pajares et al., 2015). Aunque se desconoce si durante la privación de nutrimentos 

se activa el proteasoma, durante el ayuno prolongado se induce la autofagia 

mediada por chaperonas (Kaushik & Cuervo, 2012). 

En conjunto, nuestros estudios muestran los cambios redox que ocurren durante el 

ayuno en distintos tejidos. Si estos cambios están o no regulados por los sistemas 

de transducción de señales elaborados que responden al estrés nutricional, como 

la vía de NRF2 (Kulkarny et al., 2014; Hayes & Dinkova-Kostova, 2014), o 

solamente son mera consecuencia de las alteraciones que ocurren en el 

metabolismo energético (Sorensen et al., 2006), queda por resolver. Es posible 

que los cambios observados en los distintos tejidos sean necesarios para la 

adaptación metabólica al ayuno. Por ejemplo, en algunos modelos in vitro, se ha 

demostrado que las ROS que se producen durante la privación de nutrimentos, 

principalmente el anión superóxido, se requieren para la activación de la AMPK y 

la autofagia (Chen et al., 2009; Rodríguez-Bargas et al., 2012; Li et al., 2013). 

9 CONCLUSIÓN 
Durante el ayuno se activan mecanismos tejido-especificos para contrarrestar a 

las ROS. En el riñón, un mecanismo de defensa que se induce es la GPx, 

mientras que en el corazón la HO-1 y la catalasa parecen tener mayor relevancia. 

En el hígado, la defensa antioxidante se reduce durante el ayuno, lo que se asoció 

con un mayor grado de lipoperoxidación.  
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10 PERSPECTIVAS 
- En este trabajo se demostró que el ayuno promueve la producción de ROS, sin 

embargo, el origen de estas moléculas permanece desconocido, por lo que sería 

importante estudiar si la mitocondria, la NOX, la xantina oxidasa, los citocromos 

P450 o la NOS contribuyen al estrés oxidante observado durante el ayuno. 

- La mitocondria ocupa un papel central en el metabolismo celular en condiciones 

normales y durante el estrés, por lo que hay que conocer cómo el ayuno afecta 

la estructura y la función mitocondrial. 

- Se ha demostrado que las ROS juegan un papel importante en diversos 

procesos celulares mediante la activación de algunos sistemas de transducción 

de señales. Es importante conocer si las ROS que se producen durante el ayuno 

tienen un efecto en las rutas metabólicas o en los procesos que se prenden o se 

apagan en respuesta al estrés metabólico que causa la privación de alimento. 

¿Se requieren las ROS para la adaptación metabólica al ayuno? Por ejemplo, es 

importante estudiar es si el ayuno regula la autofagia en los distintos tejidos a 

través de las ROS.  

- Debido a que el ayuno modifica la actividad o la expresión de las enzimas 

antioxidantes dependiendo del tejido, es interesante estudiar los mecanismos 

moleculares involucrados en esta regulación.   
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