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1.- RESUMEN: 

 

La resistencia a la insulina (RI) es la incapacidad que muestran ciertos tejidos para 

responder a la acción biológica de la insulina; esta condición se ha relacionado con 

el desarrollo de diversas enfermedades crónico degenerativas. Las causas de la RI 

son multiples, he incluyen factores genéticos y de estilo de vida. Sin embargo; 

recientes estudios han demostrado que la exposición a los plaguicidas 

organofosforados (OP) es un factor de riesgo para el desarrollo de (IR). El 

metamidofos (MET) es un OP ampliamente utilizado en el mundo, un mecanismo 

de toxicidad asociado con este OP es la inducción de estrés oxidativo. El estrés 

oxidativo es una condición frecuentemente observada en pacientes con IR. Por lo 

cual es probable que la inducción de estrés oxidativo sea un mecanismo asociado 

al desarrollo de RI asociada con la exposición a OP. El objetivo de este trabajo fue 

determinar si MET podría generar IR en las células HepG2. Además, investigamos 

la relación entre IR y estrés oxidativo usando un antioxidante. La citotoxicidad se 

evaluó con ensayos de MTT y Rojo Neutro, los cambios en los niveles de especies 

reactivas de oxígeno intracelulares (ROS), malonaldehído (MDA), glutatión reducido 

(GSH) y daño genotóxico se evaluaron como biomarcadores del estrés oxidativo. 

Mientras que los niveles de glucógeno, el contenido de lípidos y la captación, 

consumo y producción de glucosa, los niveles de GLUT2 y la translocación de 

GLUT4 en células HepG2 se evaluaron como indicadores de resistencia a la 

insulina. Los resultados mostraron que MET indujo estrés oxidativo y resistencia a 

la insulina en células HepG2. Por otro lado, el uso de antioxidantes disminuye el 

estrés oxidativo y los biomarcadores de resistencia a la insulina en el modelo celular. 

Estos resultados sugieren que MET podría inducir resistencia a la insulina a través 

de la inducción de estrés oxidativo. 
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2.- Abstract  

 

Insulin resistance (IR) is the incapacity observed in tissues for responding to 

biological activity induce by insulin stimulation; this condition has been linked with 

the development of several chronic diseases. The causes of IR included several risk 

factors such as genetic background and lifespan style. However, recent studies have 

shown that the exposure to organophosphates pesticides (OP) is a risk factor 

involved in the induction of insulin resistance. Methamidophos is an OP widely used, 

this OP is capable of induces oxidative stress. In another hand, oxidative stress is a 

condition frequently observed in IR patients. It is possible; therefore, that the 

induction of oxidative stress is a mechanism through which OP induces IR. The 

objective of this work was to evaluate whether MET is capable to generate IR in 

HepG2 cells. In addition, we investigated the relationship between IR and oxidative 

stress using an antioxidant (specific for ROS). Cytotoxicity was assessed with MTT 

and Neutral Red assays, changes in the levels of reactive intracellular oxygen 

species (ROS), malonaldehyde (MDA), reduced glutathione (GSH) and genotoxic 

damage were evaluated as biomarkers of oxidative stress. While glycogen levels, 

lipid content and uptake/consumption/production of glucose, GLUT2 levels and the 

translocation of GLUT4 in HepG2 cells were evaluated as indicators of insulin 

resistance. The results showed that MET induced oxidative stress and insulin 

resistance in HepG2 cells. On the other hand, the use of antioxidants decreases 

oxidative stress and biomarkers of insulin resistance in the cellular model. These 

results suggest that MET is capable to induce insulin resistance through the 

induction of oxidative stress. 
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3.- Introducción. 

La resistencia a la insulina (RI), se define como la incapacidad que muestran los 

tejidos para responder normalmente a la acción biológica de la insulina, alterándose 

la captación de glucosa en el tejido adiposo, muscular y hepático, la producción de 

glucosa/ácidos grasos en el hígado y la lipólisis en los adipocitos, estas alteraciones 

con llevan a la perturbación del metabolismo de lípidos y de carbohidratos 

(Tangvarasittichai 2015a). La RI se caracteriza por estados prolongados de 

hiperglucemia y elevadas concentraciones de ácidos grasos libres en sangre, 

además existe un estado de hiperinsulinemia. Se considera a la RI como un 

componente del síndrome metabólico (SM), y como un factor de riesgo para el 

desarrollo de diferentes enfermedades crónico degenerativas como la obesidad, 

hipertensión arterial, cáncer, dislipidemias, ateroma, y principalmente la diabetes 

tipo 2 (DT2) (Facchini et al. 2001), de manera tal que los individuos con mayor 

número de enfermedades crónico degenerativas poseen el mayor grado de RI 

((Hanley et al. 2002). 

Las causas de la RI se han asociado a factores considerados como “clásicos” entre 

los que destacan la presencia de factores genéticos (Warram et al. 1990), de estilo 

vida como el sedentarismo (Taguchi and White 2008);(Sarvas et al. 2015) y el 

consumo de alimentos ricos en grasa y/o carbohidratos (Merat et al. 1999; Guerre-

Millo 2004; Cordain et al. 2005; Prada et al. 2005). Estos factores pueden 

interaccionar, e inducir efectos lipotóxicos, glucotóxicos y/o inducir estrés 

oxidativo/nitrosactivo como mecanismos asociados a la inducción de RI. 

El receptor de la insulina está compuesto por dos subunidades α y dos subunidades 

β, las primeras son extracelulares y las segundas poseen dominios extracelulares, 

intramembranales e intracelulares, estas subunidades se encuentran unidas por 

enlaces disulfuro, este receptor es una glucoproteína con actividad tirosina cinasa 

intrínseca (McKern et al. 2006). Cuando la insulina se une a la sub-unidad α se 

inducen cambios conformacionales que propician el acercamiento de ambas 
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subunidades, aumentando la actividad de fosforilación de la subunidad β 

principalmente en residuos de tirosina. La fosforilación de la Tyr 960 en la subunidad 

β proporciona un sitio de unión a los sustratos del receptor de insulina (IRS) por 

medio de proteínas de unión a fosfotirosina. La unión de IRS al receptor de insulina 

induce la fosforilación de IRS en residuos de tirosina, una vez fosforilados los IRS 

se unen a la subunidad p85 de la fosfoinositol-3-cinasa (PI3K), esta unión se 

establece por la presencia de dominios SH2 en p85. PI3K cataliza la fosforilación 

de los fosfoinositoles para formar el fosfatidilinositol-3,4,5-trifosfato (Jackson et al. 

1995), lo cual activa cinasas dependientes de fosfoinositoles “PDK” la cual activa a 

Akt (PKB), Akt activada es capaz de inducir la síntesis de glucógeno, al fosforilar al 

represor GSK3 ( Glucógeno sintasa cinasa 3,) en residuos de serina-9/21, lo cual 

inhibe su actividad represora sobre la glicógeno sintetesa (revisado en(Beurel et al. 

2015), también activa la translocación del transportador de glucosa tipo 4 (GLUT4) 

a la membrana plasmática, por la fosforilación/activación de AS160, proteína 

implicada en la translocación del GLUT4, la duración del estímulo derivado de la 

unión con la insulina y su receptor son regulados por las fosfatasas de proteínas y 

de fosfolípidos, la desregularización de estas vías de señalización están asociadas 

con el desarrollo de intolerancia a la glucosa (White 2003). 

La señalización inducida por la insulina se termina por la regulación negativa de los 

componentes activados durante el estímulo con insulina, un mecanismo es por la 

fosforilación negativa en sitios de treonina/serina de los IRS induciendo su 

degradación (Pederson et al. 2001) y/o disminuye su unión al receptor de la insulina, 

con la subsecuente reducción de la actividad de PI3K reduciéndose la señal 

originada por la insulina (Mothe and Van Obberghen 1996). También se conoce que 

factores activados por los IRS como Akt puede regular negativamente a su activador 

PI3K, al incrementar su unión con los IRS, lo cual genera que PI3K fosforile a los 

IRS en sitios de serina/treonina inhibiendo su actividad (Li et al. 1999). Por otro lado 

PI3K puede activar a PKCζ lo que incrementa la fosforilación en sitios de serina 

treonina disminuyendo la unión de los IRS al receptor de insulina, (Liu et al. 2001), 

otras fosfocinasas también pueden interrumpir la vía de señalización, tal es el caso 

de JNK-C una MAP kinasa que puede inhibir la función de los IRS al fosforilarlos en 
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residuos de serina (Lee et al. 2003a). Otros reguladores negativos de la vía de 

señalización de la insulina son las proteínas tirosina fosfatasas (PTP), las cuales 

están implicadas en la desfosforilación de los sitios de tirosina de los IRS (Asante-

Appiah and Kennedy 2003). Además se ha demostrado que la inhibición de la 

expresión de receptores con función de PTP incrementa la captación de glucosa, la 

funcionalidad y la vida media de la actividad de los IRS (Krüger et al. 2015). 

Las bases patológicas implicadas en el desarrollo de la RI han sido estudiadas 

usando diversos enfoques entre ellos el “enfoque lipocéntrico” propone que la RI es 

generada por los depósitos de grasa ectópica excesiva, lo que induce el incremento 

de ácidos grasos libres (AGL) en sangre y el subsecuente aumento en los niveles 

de diacilgliceroles incrementa la actividad de PKC, la cual disminuye la fosforilación 

en sitios de tirosina de los IRS e incrementa la fosforilación en sitios de serina, 

disminuyendo la función de los IRS, reduciendo la actividad de PI3K/Akt lo cual 

regula negativamente la fusión del GLUT4 a la membrana de la célula (Mittra et al. 

2008).  

A su vez el incremento de AGL se asocia con el aumento intracelular de la acetil 

coenzima A y citrato sintasa disminuyéndose la actividad de la piruvato 

deshidrogenasa y fosfofructocinasa reduciéndose el metabolismo oxidativo de la 

glucosa y la glucólisis (Cahová et al. 2007). La disminución en la glucolisis y 

fosforilación oxidativa conducen a la inducción de estrés/daño oxidativo 

promoviendo la liberación de citocinas pro-inflamatorias las cuales pueden 

incrementar la actividad de JNK un regulador negativo de los IRS, todos estos 

eventos inducen RI (Mittra et al. 2008). 

Por otro lado el “enfoque glucocentrico” propone que estadios de hiperglucemia 

puede generar un efecto glucotóxico, que conlleva a la RI (Robertson et al. 2004), 

ya que las altas concentraciones de glucosa promueven su reacción con los grupos 

aminos de proteínas celulares como la glucosamina-6-fosfato (Thornalley et al. 

1999), generándose la producción de metabolitos reactivos “productos finales de 

glicosilación avanzada (AGEs)”, los AGEs pueden activar directamente a JNK, un 

represor negativo de la vía de señalización de la insulina (Kaneto et al. 2002). 
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Recientemente se ha demostrado que los niveles sanguíneos de AGEs se asocian 

con el incremento en la RI (Xu et al. 2015), por otro lado durante estados de 

hiperglucemia se induce la apoptosis en las células β-pancreáticas (Lee and Pervaiz 

2007), la muerte celular de las células β-pancreáticas, la disminución en la síntesis 

de insulina y la subsecuente inducción de reguladores negativos de la vía de 

señalización de la insulina, son las principales causas de la inducción de RI por la 

glucotoxicidad.  

Por otra parte las especies reactivas del oxígeno (ROS; sustancias químicas 

derivadas del metabolismo del O2) y las especies reactivas del nitrógeno (RNS), se 

han involucrado en la patofisiologia de la inducción de RI. Las ROS pueden 

mimetizar el efecto de la insulina en adipocitos e inducir la activación del 

transportador de la glucosa, incrementar la síntesis de lípidos y glucógeno e inhibir 

la lipólisis (May and de Haen 1979). Concentraciones menores a 30 nM de H2O2 

estimula la fosforilación en tirosina del receptor de insulina, aumentando su actividad 

(Heffetz et al. 1992) ,sin embargo la prolongada exposición a altas concentraciones 

de ROS, se asocian con la inhibición de la acción de la insulina, sugiriendo que la 

vía de señalización requiere de bajas concentraciones de ROS (basales), además 

cuando se induce el estrés oxidativo (incremento desmesurado de ROS) la 

señalización se inhibe (Hansen et al. 1999), un mecanismo que se han implicado en 

la inducción de RI por el estrés oxidativo es por la híper-activación de proteínas 

tirosina fosfatasas (PTP) las cuales reducen la actividad de los IRS (Li and Pang 

2014), por otra parte el incremento desmesurado de ROS se asocia con la 

activación de JNK, un regulador negativo de la vía de señalización de la insulina 

(Shen y Liu., 2006). 

En relación al estrés nitrosactivo se ha demostrado que en estadios de 

hiperglucemia se incrementa la actividad de la óxido nítrico sintetasa (iNOS) y la 

subsecuente producción de peroxinitrito el cual es una RNS (Sharma et al. 1995), 

en pacientes con DT2 existe una elevada producción de óxido nítrico (ON), nitratos 

( 𝑂𝑁2
−) y nitritos (𝑂𝑁3

−) generados por la actividad de iNOS, el incremento de RNS 

genera un incremento en la S-nitrosilación (Torres et al. 2004), la S-nitrosilacion de 
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los IRS inducen su degradación (Sugita et al. 2005), también la S-nitrosilación en 

tirosinas de Akt (PKB) regula negativamente la vía de señalización/acción de la 

insulina (Yasukawa et al. 2005). 

Un plaguicida es cualquier sustancia o mezcla de sustancias creadas con el fin de 

prevenir, destruir, repeler o controlar plagas (EPA, 2012), entre los plaguicidas más 

utilizados destacan los plaguicidas organofosforados (OP). Los OP, son 

considerados como los principales contaminantes ambientales, por ser 

ampliamente utilizados en todo mundo para incrementar la producción agrícola y en 

el control de enfermedades transmitidas por vector (Ecobichon, 2001; 

Schreinemachers y Tipraqsa, 2012). En México tan solo en el 2011 se usaron 3.3 

toneladas de plaguicidas por cada 1000 habitantes (FAO, 2011) de los cuales el 

metil-paration (MEPA) y  metamidofos (MET) fueron los OP más utilizados 

(Sánchez-Guerra et al. 2011a). De esta manera el uso excesivo de estos 

compuestos ha provocado daños en el ambiente y en la salud de la población (Aktar 

et al., 2009).  

Se ha estimado la existencia de más de 1 000 ingredientes activos de OP, pese a 

su agrupación en familias, cada uno posee propiedades toxicológicas diferentes 

estos pueden afectar varios órganos como el páncreas, hígado, músculo los cuales 

están implicados en la acción de la insulina (Slotkin 2011). Como se ha mencionado 

anteriormente la RI es un factor de riesgo para el desarrollo de varias 

comorbilidades, sus causas son multifactoriales sin embargo la inevitable 

exposición a xenobióticos se ha propuesto como un factor que contribuye al 

desarrollo de esta enfermedad (Hectors et al. 2013). La exposición aguda y crónica 

a OP pueden inducir efectos lipotóxicos, glucotóxicos y la inducción de estrés 

oxidativo/nitrosactivo por lo que son considerados como contaminantes con 

probable capacidad de inducir resistencia a la insulina. 

Como se ha mencionado anteriormente las causas de la inducción de RI son varias 

en las cuales se incluyen los efectos glucotóxicos, lipotóxicos e inducción de estrés 

oxidativo/nitrosactivo, estos efectos también se han asociado a la exposición aguda, 

y/o crónica a OP, por lo que se considera que la RI es una consecuencia 
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fisiopatológica de la exposición a OP (Lasram et al. 2014a).  En este sentido 

estudios de cohorte realizados por (Montgomery et al. 2008), demostraron que la 

exposición ocupacional a OP incrementa el riesgo de padecer DT2 en población 

ocupacionalmente expuesta, por su parte (Saldana et al. 2007), encontraron que la 

exposición durante el primer trimestre a malation incrementaba significativamente 

el riesgo de padecer diabetes gestacional. Recientemente (Raafat et al. 2012), 

reportaron que la exposición crónica a malation induce RI en población 

ocupacionalmente expuesta. 

En modelos animales se ha encontrado que la exposición a monocrotofos y 

malation, inducen un incremento de la concentración de glucosa en sangre, el 

incremento es considerado como transitorio. Se ha sugerido que la hiperglicemia 

ocurre por la transformación de glucógeno a glucosa, evidencia de ello es la hiper-

activación de enzimas implicadas en la glucogenólisis como la glucogenofosforilasa 

y la disminución en el contenido de glucógeno post-exposición a OP (Matin and 

Husain 1987); (Teimouri et al. 2006). Se ha reportado que el incremento en la 

glucosa por exposición a OP se asocia con una hipersecreción compensatoria de 

insulina sin que esta sea capaz de disminuir los niveles de glucosa y de inhibir la 

acción glucogenolítica del hígado (Rezg et al. 2010). 

La exposición a OP también se ha asociado con la disfunción de las células β-

pancreáticas, (Pournourmohammadi et al. 2005), reportaron que el malation induce 

la hipersecreción de insulina en ratas expuestas, también se conoce que la 

exposición crónica a malation induce una hiper-activación de las glucoquinasas y 

glutamato deshidrogenasa, enzimas implicadas en la regulación de la excreción de 

insulina, la hiperinsulinemia y la hiperglicemia son considerados como los 

principales factores de riesgo para el desarrollo de DT2. 

La alteración en la secreción de insulina por la exposición a OP se debe a la sobre 

estimulación de los receptores colinérgicos y muscarínicos localizados en la 

superficie de las células β-pancreáticas, los cuales al ser estimulados inducen la 

secreción de insulina. Sin embargo, la exposición a OP puede ejercer diferentes 

mecanismos no colinérgicos que están implicados en la RI inducida por OP 
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(Vosough-Ghanbari et al. 2007), se ha sugerido que la inducción de estrés oxidativo 

en el páncreas puede ser un mecanismo no colinérgico para el dimetohato un OP 

(Kamath and Rajini 2007), también se ha observado que el malation induce RI en 

hígado, y que cuando se co-administra un antioxidante la RI no se genera (Lasram 

et al. 2014c), lo que establece la posibilidad de que la RI en los tejidos diana sea 

atribuido a la inducción de estrés oxidativo/nitrosactivo. 

Considerando que en México se utilizan 3.3 millones de toneladas de plaguicidas 

de tipo OP siendo el metamidofos el OP de uso más frecuente, es de interés 

determinar si este plaguicida es capaz de resistencia a la insulina en células HepG2 

así como evaluar su relación con la inducción de estrés oxidativo .A continuación se 

presentan los resultados obtenidos. 
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Abstract: Insulin resistance is a metabolic condition that has been linked to 

multifactorial risk factors such as the exposure to organophosphates pesticides 

(OP). Methamidophos (MET) is one of the most widely used OP in the world. The 

aim of this study was to evaluate whether MET can induce insulin resistance in 

human liver carcinoma (HepG2) cells. The HepG2 cells were exposed to MET (0–

500 mg/L), for 48- or 96-h. The cell viability was determined by 3-[4, 5-

dimethylthiazol-2-yl]-2, 5-diphenyl tetrazolium bromide (MTT) assay. The glycogen 

levels, lipid content, and glucose uptake/consumption/production, the GLUT2 

levels and GLUT4 translocation in HepG2 cells were assessed as indicators of 

insulin resistance. The results of MTT assay indicated that MET no induced 

cytotoxicity in HepG2 cells at 48- or 96-h. However, the exposure to MET 

increased the lipid content and glucose production in HepG2 cells and significantly 

decreased the GLUT2 and glycogen levels. In addition, MET decreases insulin-

stimulated glucose uptake/consumption, and lessen insulin-stimulated GLUT4 

translocation to the plasma membrane. These results suggest that MET could be 

associated to development of insulin resistance. 

 

 

Keywords: methamidophos; insulin resistance; glucose uptake; glucose 

consumption; glycogen levels; GLUT4 translocation; neutral lipids; GLUT2 levels 
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1. Introduction 

The increase of liver lipid content, the uncontrollable hepatic glucose production, and the 

reduction in glucose uptake/consumption and glycogen levels are frequently conditions 

observed in individuals with insulin resistance (Birkenfeld and Shulman, 2014). In 

animals models, the liver-specific insulin resistance lead to an impaired metabolism of 

lipids and carbohydrates, this result in dyslipidemias and hyperglycemias, these effects 

were not observed on animal with insulin resistance in muscle tissue or adipose tissue 

(LeRoith and Accili, 2008). This data suggesting that the induction of hepatic insulin 

resistance, with the subsequent reduction in glucose uptake/consumption and glycogen 

levels, and the increase in lipid content and glucose production, could be the first event 

that triggers the insulin resistance on peripheral tissue (Samuel and Shulman, 2016). 

Insulin resistance is associated with multiples risk factors such as genetic factors, 

sedentary lifestyle, western diet and obesity. In addition, the exposure to environmental 

contaminants has gained importance as a risk factor in the development of insulin 

resistance (Hectors et al., 2013; Mostafalou, 2016).  

Epidemiological studies have reported a possible association between the exposure to 

organophosphates pesticides (OP) and the induction of insulin resistance (Montgomery 

et al., 2008; Raafat et al., 2012; Saldana et al., 2009). The OP have been considered 

as the most important environmental contaminants, because these are widely used 

around the world to increase agricultural production and to control vector-borne diseases 

(Schreinemachers and Tipraqsa, 2012). In this sense, results from in vivo studies 

*Manuscript
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have showed that the exposure to some OP such as malathion, acephate, and 

chlorpyrifos could be inductors of insulin resistance (Hamza et al., 2014; Joshi and 

Rajini, 2009; Lasram et al., 2015). The mechanism linked with the OP exposure and 

the development of insulin resistance has been associated with the disrupt of lipid and 

carbohydrate metabolism lead to the induction of oxidative stress and an exacerbate 

response inflammatory (Mostafalou and Abdollahi, 2016; Rahimi and Abdollahi, 

2007; Rezg et al., 2010). However, the information is insufficient for another OP such as 

the methamidophos. 

Methamidophos (MET; O,S-dimethyl phosphoramidothiolate) is an OP widely used in 

the world (Jeschke, 2016), it is a pesticide widely used in agriculture in Mexico, (Rojas-

García et al., 2011; Sánchez-Guerra et al., 2011; Schilmann et al., 2010). However, 

in another countries the use of MET has been restricted for the sale and use (USEPA, 

2006; UNEP/FAO, 1997). Oxidative stress has been considered a mechanism through 

which MET exert its toxicity (Araoud et al., 2014; Lu et al., 2012; Panemangalore and 

Bebe, 2000; Ramirez-Vargas et al., 2017). In this sentence, oxidative stress is a cause 

associated with the induction of insulin resistance (Evans et al., 2005; Rocha et al., 

2013; Tiganis, 2011). Therefore, the aim of this study was to evaluate the capacity of 

MET to induce insulin resistance in human liver carcinoma (HepG2) cells. 

 

2. Materials and Methods  

2.1. Chemicals 
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Methamidophos, technical grade (purity 97.7%, CAS#: 10265-92-6), was purchased 

from Sigma-Aldrich (Seelze, GER) and dissolved in DMSO purity 99.9% (Sigma-Aldrich, 

Fulda, GER), such that the final solvent content was <1 % in the cell cultures.  

2.2. Cell culture 

The human liver carcinoma (HepG2) cell line was purchased from American Type 

Culture Collection-ATCC (Manassas, VA). HepG2 cells were grown in DMEM medium 

(Invitrogen Inc., Grand Island, NY), supplemented with 10% fetal bovine serum, and 

0.1% antibiotic/antimycotic (10 units penicillin, streptomycin 0.01 mg, 0.025 µg 

amphotericin B). The incubations were performed at 37°C in a humidified atmosphere 

with 5% CO2. The HepG2 were stabilized for a period of 24 h before each assay. 

2.3. Cytotoxicity assays 

Cell viability was measured by the quantitative colorimetric MTT (3-(4,5-dimethylthiazol-

2-yl)-2,5-diphenyltetrazolium bromide) assay (Sigma-Aldrich, St. Louis, MO). For this 

assay, the cells were seeded at 50,000 cells/mL and cultured in 96-well plates in a final 

volume of 200 µL per well. They were exposed to MET at concentrations of 10, 20, 50, 

175, 250, 350, or 500 mg/L for 48 h or 96 h. After incubation, the MTT assay for cell 

viability was performed as previously described by (Mosmann, 1983). Untreated 

controls (cells with only culture medium) and vehicle controls “0 mg/L” (cells with <1% 

DMSO) were included in each test. The concentrations where the viability was less or 

equal to 80% compared with the vehicle control were considered cytotoxic. Three 

independent experiments were performed in triplicate for each condition.  
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2.4. Glucose uptake assay 

The ability of insulin to stimulate glucose uptake in HepG2 cells was determined using 

the fluorescent D-glucose analog “2-[N-(7-nitrobenz-2-oxa-1,3-diazol-4-yl) amino]-2-

deoxy-d-glucose” (2-NBDG) (Life Technologies, Eugene, OR), using the protocol 

previously described by (Zou et al., 2005) with minor modifications. For this experiment 

3 x 105 cell/mL were seeded in 24-well plates in a final volume of 500 µL per well, and 

were exposed to MET (10, 20, 50, 175, 250, 350 or 500 mg/L) for 48 h or 96 h. After 

cells were washed 3 times with PBS. Cells were incubated with or without 100 nM 

insulin in DMEM (without glucose and phenol red) for 30 min, and 10 µM of the 2-NBDG 

was added. Fair estimation of the overall glucose uptake was obtained by quantifying 

the fluorescence at 465/540 nm using a FACS-Canto II flow cytometer (Becton 

Dickinson, San Jose, CA). A total of 10,000 events were obtained for each tested 

condition, and the analysis was performed using the FACSDIVA V 6.1.3 software 

(Becton Dickinson). Each condition was evaluated in duplicate in three independent 

experiments. In each test, untreated controls and vehicle controls were included. In 

addition, a model of HepG2 cells with insulin resistance (IR) was established according 

to the method previously reported (Liu et al., 2015; Qin et al., 2011; Xie et al., 2006), 

briefly cells were exposed at 10-6 mol/L insulin for 24 h. For subsequent experiments 

related with the stimulation insulin, the IR model was used with a control. 

2.5. Glucose consumption assay 
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The glucose consumption stimulated by insulin in HepG2 cells was determined using the 

conditions reported by (Wang et al., 2016), with minor modifications. Briefly, for this 

experiment 3 x 105 cell/mL were seeded in 24-well plates in a final volume of 500 µL per 

well. They were exposed to MET (10, 20, 50, 175, 250, 350, or 500 mg/L) for 48 h or 96 

h. The medium was then replaced with DMEM (free fetal bovine serum) without or with 

100 nM of insulin and incubated for 24 h. Glucose levels in the culture medium 

supernatant were measured with a commercially available kit (Spinreact, S.A.), following 

the instructions of the manufactures. Glucose consumption was determined from the 

difference between in glucose concentration of cells exposed to MET and cells control. 

Each condition was evaluated in triplicate in three independent experiments.  

2.6. Glucose production assay 

The glucose production stimulated by the exposure to MET in HepG2 cells was 

determined using the conditions reported by (Cordero-Herrera et al., 2014), with minor 

modifications. Briefly, for this experiment 3 x 105 cell/mL were seeded in 24-well plates 

with a final volume of 500 µL per well. They were exposed to MET (10, 20, 50, 175, 250, 

350, or 500 mg/L) for 6h. After the cells were washed with PBS, then the medium was 

replaced with DMEM (without phenol red and glucose-free) supplemented with 20 mM of 

sodium lactate, and 2 mM of sodium pyruvate (Sigma-Aldrich, St. Louis, MO). After 3 h 

of incubation, the supernatant was collected and the concentration of glucose was 

measured with Glucose (GO) Assay Kit (Sigma-Aldrich, St. Louis, MO), following the 

instructions of the manufactures. Glucose concentration was normalized with the protein 
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concentration for each condition assayed. Each condition was evaluated by triplicate in 

three independent experiments. 

2.7. Glycogen content assay 

The glycogen content was assessed using the reactive “Anthrone” (Sigma-Aldrich 

Germ), as previously described by (Yan et al., 2016), with minor modifications. For this 

assay, HepG2 cells were seeded at 3 x 106 cells/mL (in p60-dish plates in a final volume 

of 3 000 µL) them were exposed to 10, 20, 50, 175, 250, 350 or 500 mg/L of MET for 6 

h. The medium was removed, and the cells were washed 3 times with PBS. The cells 

were recovered, and 500 mL of KOH at 30% (w/v in distilled water) was added, followed 

by the incubation in a boiling water bath for 20 minutes, then the samples were cooled 

and centrifuged at 12000 g for 15 min, the supernatant was discarded, and 1.5 mL of 

ethyl alcohol (at 96% of purity) were added. This mixture was centrifuged at 12000 g for 

15 min, the supernatant was discarded and the samples were incubated for 1h at 55°C. 

The precipitates were dissolved with 500 µL of ultrapure distilled water, and 1 mL of 

anthrone reactive (0.2% w/v in 99% H2SO4) was added at each tube. The tubes were 

incubated in a boiling water bath for 20 minutes. The absorbance at 620 nm was 

determined using a Nanodrop 2000c spectrophotometer (Thermo Fisher Scientific, 

Atlanta, GA). The concentration of glycogen was determined from a standard curve. 

Each condition was analyzed in triplicate in two independent experiments. In each test, 

untreated controls (cells with only culture medium) and vehicle controls (cells with <1% 

DMSO) were included. Glycogen concentration was normalized with the protein 

concentration for each condition assayed. 
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2.8. Intracellular lipid accumulation 

The total intracellular lipid content was evaluated by Oil Red O (Sigma Aldrich, Mex) 

staining using the condition reported by (Ramírez-Zacarías et al., 1992). Briefly, 3 x 105 

cell/mL were seeded in 24-well plates in a final volume of 500 µL per well and exposed 

to MET (10, 20, 50, 175, 250, 350, or 500 mg/L) for 48 h or 96 h. The cells were washed 

and fixed in 4% paraformaldehyde for 30 min. Cells were washed stained with Oil Red O 

at 0.35% (w/v in 2-Isopropanol) for 1 h. The dye was removed, and the cells were rinsed 

4 times with distilled water. Finally, 300 μL of 2-isopropanol (purity 99.9%) was added to 

each well. The absorbance at 510 nm was measured after 10 min using a Nanodrop 

2000c spectrophotometer (Thermo Fisher Scientific, Atlanta, GA). Each condition was 

evaluated in triplicate in three independent experiments. In addition, a model of HepG2 

cells with an increase on lipid levels (Eto) was established according to the previously 

reported (Wu et al., 2010), briefly cells were exposed at 150 nM of ethanol absolute 

(purity 100%) for 48 h or 96 h. For this assay the Eto model was used as a positive 

control. 

2.9. Measurement of insulin-stimulated GLUT4 translocation and GLUT2 

levels. 

GLUT4 translocation in HepG2 cells stimulate with insulin and GLUT2 levels were 

determined using flow cytometry according to protocol reported by (Koshy et al., 2010). 

For this assay, 3 x 105 cell/mL were seeded in 24-well plates in a final volume of 500 µL 

per well and exposed to MET (250, 350, or 500 mg/L, these concentrations were tested 
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because showed the major effect in the insulin resistance biomarkers) for 48 h or 96 h. 

After, exposure the cells were washed with PBS and harvested, then cell were plated at 

in a new 24-well plate and incubated for 2 h. Next, the cells were incubated for 30 min 

with or without 100 nM insulin in DMEM and anti-GLUT4 antibody (1:50, ab65267, 

Abcam) or anti-GLUT2 antibody (1:50, ab85715, Abcam) and DyLight®-488-conjugated 

secondary antibody (1:40, ab96879, Abcam). The cells were fixed with 1% of 

formaldehyde for 20 min and the samples were transferred at tubes and centrifuged at 

120 g for 10 min. the pellet was washed for three-times and re-suspend in 1% of 

formaldehyde. Fair estimation of the overall GLUT4 translocation or GLUT2 levels were 

obtained by quantifying the fluorescence at 493/518 nm using a FACS-Canto II flow 

cytometer (Becton Dickinson, San Jose, CA). A total of 10,000 events were obtained for 

each tested condition, and the analysis was performed using the FACSDIVA V 6.1.3 

software (Becton Dickinson). 

2.9.1. Statistical Analysis: 

The statistical analyses were performed using the statistical package STATA version 

13.0 (College Station, TX). The results are presented as means and standard errors. An 

ANOVA with Dunnett's post-hoc test was used to evaluate the effect of MET on 

cytotoxicity, lipid content, glucose uptake/consumption. Pearson´s correlation coefficient 

was calculated to evaluate the dose-effect relationship. The graphs were prepared using 

the GraphPad 7.01 program (La Jolla, CA). P-values <0.05 were considered statistically 

significant. 



 1 
 2 
 3 
 4 
 5 
 6 
 7 
 8 
 9 
10 
11 
12 
13 
14 
15 
16 
17 
18 
19 
20 
21 
22 
23 
24 
25 
26 
27 
28 
29 
30 
31 
32 
33 
34 
35 
36 
37 
38 
39 
40 
41 
42 
43 
44 
45 
46 
47 
48 
49 
50 
51 
52 
53 
54 
55 
56 
57 
58 
59 
60 
61 
62 
63 
64 
65 

3. Results 

3.1. Cytotoxicity of methamidophos. 

The exposure to MET not induced a cytotoxic effect in HepG2 cells exposed at 0 to 500 

mg/L for 48 h or 96 h. As shown in supplementary Figure 1 the cell viability estimated by 

the MTT assay showed that MET no decreased more than 20% of the cell viability 

compared with the control vehicle (p<0.05).  

3.2. Effect of methamidophos on glycogen content 

MET decreased the concentration of glycogen 0.14-, 0.16-, 0.3-, 0.35- or 0.41-fold 

compared with the vehicle control when the cells were exposed to 20, 50, 175, 250, 350 

or 500 mg/L for 6 h, respectively. This decrease was dose-dependent (R2=-0.96, 

p<0.001) (Figure 1). As shown in Figure 1, a highly significant correlation (R2=-0.93, 

p<0.001) was founded between glucose production and glycogen concentration.  

3.3. Effect of methamidophos on the glucose production  

MET to concentrations of 50, 175, 250, 350 or 500 mg/L increased glucose production in 

the HepG2 as shown in the Figure1. The increases compared with the vehicle control 

were 2.3-, 3.1-, 3.3-, 3.7- and 4-fold, respectively; the increase was dose-dependent 

(R2=0.92, p<0.01).  

3.4. Effect of methamidophos on the glucose uptake.  
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MET decreased the glucose uptake stimulated by the insulin in HepG2 cells exposed by 

48 h or 96 h. The reduction on glucose uptake compared with the vehicle control were 

from 33.5 to 77% in cells exposed by 48 h (R2=-0.83, p=0.01) (Figure 2a). For cells 

exposed by 96 h the reduction in glucose uptake compared with the control were from 

57.2% to 86.5% (R2=-0.8, p<0.01) (Figure 2b). There was no difference between the 

glucose uptake levels in the cells not stimulated with insulin for both assays. 

3.5. Effect of methamidophos on the glucose consumption. 

MET decreased the glucose consumption induced by insulin. The cells exposed to MET 

(10 - 500 mg/L) by 48 h or 96 h, showed a less capacity in glucose consumption induced 

by insulin compared with the vehicle control (Figure 3).  

3.6. Effect of methamidophos on intracellular lipid content  

MET increased the intracellular lipid content in HepG2 cells. MET concentrations of 10 - 

500 mg/L for 48 h and 96 h increased the intracellular lipid content, this increase was in 

a dose dependent manner (R2=0.84, p<0.01 for 48 h and R2=0.93, p<0.001 for 96 h, 

respectively) (Figure 4).  

3.7. Effect of methamidophos on GLUT4 translocation and GLUT2 levels 

The exposure to MET for 48 h or 96 h at concentrations of 250, 350 or 500 mg/L 

decreased the GLUT4 translocation to cell membrane induced by insulin (Figure 5). An 

increase in GLUT4 levels was founded in the membrane of cells stimulated with insulin 

(2-fold) compared with the unstimulated vehicle control without insulin stimulation. The 
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cells exposed to 250- or 350-mg/L of MET showed a less translocation of GLUT4 (1.6- 

or 1.5-fold, respectively), compared with unstimulated control. While that, when the cells 

exposed to MET are compared with insulin stimulated vehicle we observed that MET 

decreased gradually the GLUT4 translocation to 48 h (R2=0.99, p<0.01) (Figure 5a). The 

reduction in the ability to respond to insulin for increase the GLUT4 translocation was 

higher in the cells exposed to MET for 96 h in comparison with stimulated control (Figure 

5b). This reduction was dose-dependent (R2=-0.99, p<0.01). The levels of GLUT2 were 

decreased in HepG2 cells exposed to MET (350 or 500 mg/L) by 96 h. Non-significant 

changes in GLUT2 levels were observed in HepG2 cells exposed by 48 h to MET. In 

addition, there were no significant differences between the GLUT2 levels in HepG2 cells 

stimulated with insulin and unstimulated cells. Figure 6 

 

4. Discussion 

Insulin resistance is the tissue incapacity to respond at the biological effects induced by 

insulin stimulation; this condition lead to impaired glucose metabolism, with an increase 

of free fatty acid levels (Barazzoni et al., 2018). The causes of this metabolic condition 

are associated with several risk factors such as lifestyle (Peplies et al., 2016), genetic 

background (Scott et al., 2014), obesity (Jung et al., 2018) and western diet (Aroor et 

al., 2015). However, recent studies have been shown that the exposure to 

environmental pollutants like to OP could be a risk factor involved in the development of 

insulin resistance (Hectors et al., 2013; Mostafalou, 2016). In this study, we 
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investigated whether MET, an OP, can disrupt the glycogen and lipid contents, and the 

production/uptake/consumption of glucose, as well as the GLUT2 levels and the GLUT4 

translocation induced by insulin in HepG2 cells. The results showed that MET decreased 

glycogen levels, consumption/uptake of glucose, GLUT4 translocation and GLUT2 

levels. In addition, MET increased the lipid content and glucose production. The data 

obtained in this study suggesting that the exposure to MET induced insulin resistance in 

HepG2 cells. 

Reduction of hepatic glycogen levels with subsequent hyperglycemia are early 

biomarkers frequently observed during the IR (Roden, 2008). In this study was observed 

that MET increased the production of glucose, this event was associated with the 

reduction in glycogen levels in HepG2. The high correlation between these parameters 

suggesting that the exposure to MET induced the glycogenolysis with subsequent 

glucose liberation (Sharabi et al., 2015). In animals models exposed to malathion, 

another OP was observed the increased in the blood glucose concentration attributed to 

enhanced hepatic glucose production by the over-stimulation of enzymes implicated in 

glycogenolysis (such as glycogen phosphorylase) or in neo-glycogenesis (such as 

phosphofructokinase) in the liver (Abdollahi et al., 2004; Basiri et al., 2007). These 

observations suggest that the OP could be an inductors of enzymes implicated in 

glycogenolysis; it could be the cause for the reduction in hepatic glycogen levels and 

increase on the blood glucose liberation. However, further studies focused on describing 

the mechanisms of glucose production induced by exposure to MET must be performed. 
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Recently, Irimia et al., (2017) had reported that the reduction in glycogen content in the 

liver could play a key role such as a negative regulator of the insulin pathway. The 

authors observed that the reduction in hepatic glycogen levels lead to the increase in the 

activity, protein levels, and expression of several genes involved into de novo fatty acid 

synthesis. The exacerbate increase of lipid content decreases the fatty acid oxidation in 

the hepatocytes, these processes lead to increased lipid content (hepatic steatosis) and 

ectopic fat accumulation that triggers the insulin resistance (Irimia et al., 2017). 

The glucose uptake/consumption is considerate as the end step in PI3k-Akt pathway 

activated by insulin (White, 2003). Impaired insulin cell pathway is associated with a 

negative regulation in the PI3K-Akt pathway that leads to reduction in the 

consumption/uptake of glucose (Cartee, 2015). The exposure to MET decreased the 

insulin-stimulated glucose uptake. A mechanism associated with negative regulation is 

the activation of serine kinases such as c-Jun N-terminal kinase (JNK). This MAP kinase 

is capable of inactivate the insulin receptor substrate (IRS) by increased in serine 

phosphorylation lead to IRS degradation (Lee et al., 2003). Several studies have 

showed the capacity of another OP for enhance the JNK activity (Batista et al., 2016; 

Caughlan et al., 2004; Liu et al., 2010; Shen and Liu, 2006); this effect is associated 

with development of an inflammatory response or by the induction of oxidative stress (Ki 

et al., 2013). In this regard, MET increased the expression of pro-inflammatory cytokines 

such as TNF-α in neuroblastoma cells (Li et al., 2012), and induced oxidative stress in 

peripheral blood mononuclear cells (Ramirez-Vargas et al., 2017) and PC12 cells (Lu 

et al., 2012). This data suggesting that the reduction on glucose uptake stimulated by 
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insulin in HepG2 cells exposed to MET could be attributed at the activation of JNK 

through of the induction of oxidative stress. Additional studies focused on determining 

the role of JNK and oxidative stress in insulin resistance induction by MET are 

necessary.  

The over-accumulation of lipids in the liver is considerate as a frequent pathological 

condition linked to IR (Schleicher et al., 2014). The results obtained in this study 

showed that the exposure to MET (10 – 500 mg/L) increased the lipid content in HepG2 

cells compared with the vehicle control in a dose-time dependent manner. In vitro 

exposure of McA-RH7777 hepatoma cells to chlorpyrifos another OP, showed an 

increase in the lipid content respect to control cells. This increase was associated with 

enhanced of de novo lipid synthesis, and a decreased of triglyceride secretion (Howell 

et al., 2016). In addition, the chlorpyrifos oxon is capable of decreased the lipase activity 

leads to increase in diacylglycerol levels (Bomser et al., 2002). These observations 

suggest that the mechanism linked to increase of lipid content by exposure to MET could 

be the induction of de novo lipogenesis, or the inhibition of lipase activity in these cells. 

However, the perturbation on metabolism of lipids induced by MET have not been 

characterized, more studies are necessary for establishing the mechanism associated 

with the increases of lipid content in response to MET exposure. 

The increase of lipid content in cells are associate with the enhance activity of Protein 

kinase C (PKC), a serine kinase, leading to increase in serine phosphorylation in IRS, 

and a decrease in the activity de PI3K-Akt pathway with a subsequent reduction of 

glucose uptake stimulate by insulin (Mittra et al., 2008). The results obtained in this 
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study showed that MET induced a reduction on glucose consumption stimulated by 

insulin in HepG2 cells. This reduction was dose-time-dependent manner. Unexpectedly, 

an increase of the glucose consumption in the cells exposed to MET without stimulation 

with insulin was observed. This effect could be attributed a high energetic need that is 

required for support the activity of the CYP450 during the OP metabolism (Drǎgan 

Cǎlin-Aurel et al., 2006; Lukaszewicz-Hussain, 2010).  

After insulin stimulation, there is a turn on of pathways that lead to the intracellular 

GLUT4-containing vesicles to translocate this protein to the cell surface. For this reason, 

the incapacity of the translocation of GLUT4 in cells under insulin stimulation is a widely 

observed biomarker of insulin resistance state (Hectors et al., 2013). The results 

obtained show that MET is capable to decrease insulin-stimulated GLUT 4 translocation 

in HepG2 suggesting that MET induces insulin resistance in these cells. This reduction 

in insulin-stimulated GLUT4 translocation could be due to increases in expression of 

CYP450 that are induced by MET at concentration similar to those tested in this study 

(500 µg/mL) (Li et al., 2012). In this regard, the increase in the expression of CYP450 

(isoform CYP2E1) in skeletal muscle-derived L6 cells lead to the inhibition insulin-

stimulated GLUT4 translocation with the subsequent reduction in the insulin-stimulated 

glucose uptake. The authors suggest that there is a negative and ROS-dependent 

relation between the increase of expression of CYP450 and the insulin-stimulated 

GLUT4 translocation. The molecular mechanism was linked to over activation of 

transcription factor NF-E2-related factor 2 (NRF2) in respond to increase in ROS levels. 

The inhibition of ROS (by antioxidant such as vitamin E or N-acetyl-1-cysteine) or 
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CYP2E1 (by chlormethiazole a CYP2E1-specific inhibitor) protects the cells of inhibition 

insulin-stimulated GLUT4 translocation (Armoni et al., 2014). More studies are 

necessary to elucidate the role of oxidative stress and CYP450 expression in the insulin 

resistance induced by the exposure to MET. 

Results obtained in this study showed that the exposure to MET decrease levels of 

GLUT2 in HepG2 cells when it was exposed at 96 h. The results reported by 

Aravinthan et al., (2015) showed that the reduction in protein and RNAm levels from 

GLUT2 is a characteristic of hepatocytes with insulin resistance. These results were 

reported an in vitro model (HepG2 cells with insulin resistance), and patients with 

cirrhotic liver, or steatohepatitis, or alcohol-related hepatitis.  

Incapacity activated Akt for inducing the phosphorylation of Nuclear forkhead box protein 

O1 (FoxO1) in response to insulin has showed in insulin-resistant HepG2 cells 

(Aravinthan et al., 2015). The phosphorylation of FoXO1, this event lead to nuclear 

exclusion of FoXO1 and their cytosolic sequestration (Accili and Arden, 2004). The 

non-inhibition of FoxO1 could be a mechanism linked to the decrease in GLUT2 levels, 

because FoxO1 suppress the pancreatic duodenal homeobox 1 (Pdx1) resulting in a 

negative regulation of GLUT2 transcription (Song et al., 2016). More studies are 

necessary for evidentiary the role of FoxO1 in the insulin resistance induced by the 

exposure to MET must be performed.  

 

Conclusions 
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The data obtained in this study suggest that MET is capable increased the lipid content 

and glucose production in HepG2 cells, and significantly decreased the glucose 

uptake/consumption stimulated by insulin with the decrease in glycogen contents. In 

addition, decreased in GLUT4 translocation and GLUT2 levels, both stimulated by 

insulin, are consistent with the induction of insulin resistance on HepG2 cells. However, 

additional studies focused on determining the effects of MET on the main molecular 

targets of PI3K-Akt in response to insulin are necessary. 

 

Legends 

Figure S1. Effect of MET on HepG2 viability. HepG2 cells were incubated with various 

concentrations of MET for 48 or 96 h, and the cell viability (%) was determined using the 

MTT assay. The dotted line indicates a 20% decrease in cell viability. The data 

represent the mean and standard error of three independent experiments.  *Significant 

difference (p<0.05) between the cells exposed to MET and the vehicle control “0 mg/L”. 

 

Figure 1. Effect of MET on glucose production and glycogen content. HepG2 cells were 

exposed to various concentrations of MET for 6 h. The mean and standard error from 

three independent experiments are presented. *Significant difference between the 

vehicle control “0 mg/L” and the MET-treated cells (p<0.05). 
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Figure 2. Effect of MET on glucose uptake in HepG2. HepG2 cells were treated with 

various concentrations of MET for 48 h (a) or 96 h (b). Glucose uptake was determined 

with 2-NBDG assay. The basal and insulin stimulated glucose uptake were measured 

IR: HepG2 cells with insulin resistance. The data represent the mean and standard error 

of three independent experiments. *Significant difference (p<0.05) between the cells 

exposed to MET and the vehicle control "0 mg/L". 

 

Figure 3. Effect of MET on glucose consumptions in HepG2. HepG2 were treated with 

various concentrations of MET for 48 h (a) or 96 h (b). The basal and insulin stimulated 

glucose consumptions were measured. IR: HepG2 cells with insulin resistance. The data 

represent the mean and standard error of three independent experiments. *Significant 

difference (p<0.05) between the cells exposed to MET and the vehicle control “0 mg/L”. 

 

Figure 4. Effect of MET on intracellular lipid content. HepG2 cells were incubated with 

various concentrations of MET for 48 h or 96 h. Oil Red O staining was used for 

determined the intracellular lipid accumulation. Eto: HepG2 cells exposed to 150 nM of 

ethanol. The data represent the mean and standard error of three independent 

experiments. *Significant difference (p<0.05) between the cells exposed to MET and the 

vehicle control “0 mg/L”. 
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Figure 5. Effect of MET on GLUT4 translocation in HepG2. HepG2 cells were incubated 

with various concentrations of MET for 48 h (a) or 96 h (b). The levels of GLUT4 in cell 

membrane were determined. The data represent the mean and standard error of two 

independent experiments. Significant difference * (p<0.05), ** (p<0.01), *** (p<0.001), 

****(p<0.0001) between the cells exposed to MET and the vehicle control “0 mg/L”. 

 

Figure 6. Effect of MET on GLUT2 levels in HepG2. HepG2 cells were incubated with 

various concentrations of MET for 48 h (a) or 96 h (b). The levels of GLUT2 in cell 

membrane were determined. The data represent the mean and standard error of two 

independent experiments. . Significant difference * (p<0.05), ** (p<0.01), *** (p<0.001), 

****(p<0.0001) between the cells exposed to MET and the vehicle control “0 mg/L”. 
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Abstract 

 

Insulin resistance (IR) is a biological condition linked to developing chronic diseases, 

the exposure to organophosphate pesticides (OP) has been considered as a risk 

factor to develop of (IR). Methamidophos (MET) is an OP widely use in the world. 

The induction of oxidative stress is a mechanism through MET exert toxicological 

effects. Oxidative stress is a condition frequently observed in patients with IR. 

Hence, the objective of this work was to determine if MET could generate of IR in 

HepG2 cells. In addition, we investigated the relationship between IR and oxidative 

stress using an antioxidant. The cytotoxicity was evaluated with MTT assay, the 

changes in levels of intracellular reactive oxygen species (ROS), malonaldehyde 

(MDA), reduced glutathione (GSH), were evaluated as oxidative stress biomarkers. 

The glycogen levels, lipid content, and glucose uptake /production, the GLUT2 levels 

and GLUT4 translocation in HepG2 cells were assessed as indicators of insulin 

resistance The results showed that MET induced oxidative stress and insulin 

resistance in HepG2 cells. In another hand, the used of antioxidant decrease the 

oxidative stress and insulin resistance biomarkers in HepG2 cells. These results 

suggest that MET could induce insulin resistance through the induction of oxidative 

stress. 
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Introducción. 

La resistencia a la insulina (RI), se define como la incapacidad que muestran los 
tejidos para responder normalmente a la acción biológica de la insulina, como 
consecuencia se alteran la captación de glucosa en el tejido adiposo, muscular y 
hepático, la producción de glucosa/ácidos grasos en el hígado y la lipólisis en los 
adipocitos, estas alteraciones con llevan a la perturbación del metabolismo de 
lípidos y de carbohidratos (Tangvarasittichai 2015a). La RI es considerada como un 
factor de riesgo para el desarrollo de enfermedades crónico degenerativas como: la 
diabetes mellitus tipo 2, cáncer, hipertensión y accidentes cerebrovasculares  
(Facchini et al. 2001). 

Las causas de la RI se han asociado a factores considerados como “clásicos” entre 
los que destacan la presencia de factores genéticos (Warram et al. 1990), de estilo 
vida como el sedentarismo (Taguchi and White 2008);(Sarvas et al. 2015) y el 
consumo de alimentos ricos en grasa y/o carbohidratos (Merat et al. 1999; Guerre-
Millo 2004; Cordain et al. 2005; Prada et al. 2005). Sin embargo la exposición a 
contaminantes ambientales tales como los plaguicidas organofosforados (OP) ha 
mostrado ser un factor de riesgo independiente para el desarrollo de RI (Mostafalou 
2016).  

La inducción de efectos glucotóxicos y lipotóxicos, son los mecanismos de toxicidad 
a través de los cuales los OP pueden inducir RI. En ambos eventos existe la 
inducción de estrés oxidativo el cual es generado por el incremento desmesurado 
en los niveles de especies reactivas del oxígeno con el subsecuente daño oxidativo 
al DNA, lípidos y proteínas (Lasram et al. 2014a). El estrés oxidativo se ha asociado 
con la inhibición de la vía de señalización de la insulina  (Hansen et al. 1999). Existe 
una gran evidencia que vincula la inducción de estrés oxidativo con el desarrollo IR 
(Ceriello and Motz 2004; Evans et al. 2005; Houstis et al. 2006; Henriksen et al. 
2011). El metamidofos (MET) es un OP capaz de inhibir la enzima acetil 
colinesterasa (Emerick et al. 2012), sin embargo se ha establecido la inducción de 
estrés oxidativo como un mecanismo a través del cual el MET ejerce su toxicidad 
en modelos in vitro (Lu et al. 2012; Ramirez-Vargas et al. 2017) e in vivo 
(Panemangalore et al. 1999; Araoud et al. 2014).  

El uso de antioxidantes como la N-acetil cisteína (NAC) reduce el efecto toxico de 
los OP al disminuir el estrés oxidativo (Akbulut et al. 2014; Nurulain et al. 2015; 
Jallouli et al. 2016; Xu et al. 2016). Por otra parte, el uso de NAC también se ha 
asociado con la disminución de las alteraciones metabólicas observadas modelos 
de RI (Haber et al. 2003; Song et al. 2005; Aardema et al. 2008). Recientemente se 
ha reportado la inducción de resistencia a la insulina en modelos animales 
expuestos a malatión es reversible cuando se utiliza NAC (Lasram et al. 2015b), los 
autores sugieren que la inducción de estrés oxidativo podria ser un mecanismo que 
promueve el desarrollo de RI.  Por lo anterior el objetivo del presente trabajo fue 
determinar si el MET puede inducir resistencia a la insulina y su posible asociación 
con el estrés oxidativo en células HepG2. 

Material y métodos.  



48 
 

Modelo celular. 
 
Las condiciones más frecuentemente observadas en pacientes con resistencia a la 
insulina son: (a) el incremento en el contenido de lípidos intracelulares en el hígado, 
(b) la incontrolable producción de glucosa por el hígado, y (c) la reducción de la 
captación y/o consumo de glucosa estimulado por insulina (Birkenfeld and Shulman 
2014). Estas alteraciones conllevan al desarrollo de dislipidemia e hiperglicemia, 
modelos experimentales in vivo han mostrado que la inducción tejido especifica de 
resistencia a la insulina en el hígado conlleva a hiperglicemia en ayunas, 
hipertrigliceridemia e hipercolesterolemia, con la disminución en el contenido del 
glucógeno y el desarrollo de esteatohepatitis (Biddinger et al. 2008), estas entidades 
clínico patológicas no se han observado en modelos experimentales en los que se 
ha inducido resistencia a la insulina especifica del tejido muscular (Brüning et al. 
1998) y del tejido adiposo (Blüher et al. 2002); lo que sugiere que la resistencia a la 
insulina en el hígado es el primer paso para el desarrollo de la resistencia a la 
insulina en los tejidos periféricos. Por lo anterior en el presente estudio utilizó como 
modelo experimental la línea celular HepG2, la que es derivada de tejido hepático. 
Esta línea celular tiene la capacidad de sintetizar y secretar colesterol, lipoproteínas 
de alta y baja densidad, y triglicéridos (Javitt 1990), permitiendo determinar el 
incremento en lípidos intracelulares, por otra parte la captación de glucosa en 
respuesta a la estimulación con insulina, así como la síntesis de glucógeno y la 
producción de glucosa no se encuentran alteradas (Dongiovanni et al. 2008)(Meier 
et al. 2007). 
Además se considera al hígado como el principal órgano involucrado en el 
metabolismo de los plaguicidas organofosforados (Jokanović 2001). La línea celular 
HepG2 muestra una inducción de CYP450 principalmente las subclases CYP3A4, 
1A2, 2B6, y expresa la glutatión-s-transferasa (Westerink y Schoonen, 2007) 
enzimas implicadas en el metabolismo de los OP. 
Plaguicida 

El metamidofos utilizado fue de grado técnico (pureza >97.7%, CAS#:10265-92-6), 
el cual fue adquirido de Sigma-Aldrich (Seelze-GER), el cual fue disuelto en DMSO 
pureza del 99.9% (Sigma-Aldrich, Fulda, GER), considerando que el volumen final 
del solvente en los cultivos celulares fuera menor al 1%. 

Cultivo celular 
Las células HepG2 se cultivaron en medio DMEM suplementado con 10% de suero 
fetal bovino y antibiótico/antimicótico al 1% (10 U de penicilina, 0.01 mg de 
estreptomicina y 0.025 µg anfotericina B), he incubadas a 37 °C, en un ambiente 
humidificado con CO2 al 5%. 
Pretratamiento con NAC. 
Antes de realizar el tratamiento con el plaguicida, las células fueron expuestas a 10 
mM de NAC grado farmacológico (pureza >99.9%, CAS#:616-91-1) por 2 h, 
posteriormente el medio fue removido y las células fueron lavadas tres veces con 
PBS. 
Citotoxicidad 
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El efecto citotóxico del MET se determinó usando los ensayo colorimétrico 
cuantitativo de MTT, utilizando las condiciones propuestas por (Mosmann 1983). 
Para este ensayo se utilizaron 100 000 cel/mL en placas de 96 pocillos en un 
volumen final de 200μL. Posterior al tratamiento el medio fue retirado y se adiciono 
100 µL de MTT (0.5 mg/mL) y se incubaron por 2 h. Posterior a la incubación se 
retiró el medio de cultivo y los cristales de formazan se disolvieron con 100 µL de 
DMSO, las placas se mantuvieron en movimiento durante 10 min, y la absorbancia 
se determinó a 545 nm usando 600 nm como longitud de onda referente. En cada 
prueba se utilizarán controles de vehículo (células tratadas con <1% de DMSO). Se 
consideró como concentraciones citotóxicas aquellas que fueron capaces de reducir 
más del 20% la viabilidad celular (LC=20%). Cada concentración ensayada se 
realizó por sextuplicado en tres experimentos independientes. Las concentraciones 
utilizadas para ensayos posteriores fueron no citotóxicas.  

Biomarcadores de estrés oxidativo  

Determinación de ROS 

La generación intracelular de especies reactivas del oxígeno se determinó utilizando 
la sonda fluorogénica CellROX® Green (Life Technologies, Eugene, OR) siguiendo 
la especificaciones del fabricante, para ello 3 X105 células por mL (en placas de 24 
pozos en un volumen final 500 μL) se expusieron a 350 y 500 mg/L, en tiempos de 
6 h, una vez terminado el tiempo de exposición las células se incubaron con 5 μM 
de CellROX por 30 min, el exceso de sonda fue eliminada al realizar tres lavados 
con PBS, entonces las células se re-suspendieron en 3 mL de PBS y la 
fluorescencia se determinó a 485/520 nm utilizando el citómetro de flujo FACSCanto 
II (Becton Dickinson, San Jose, CA). Determinando 100 000 eventos por condición 
ensayada, el análisis se realizó utilizando el software FACSDIVA V 6.1.3 (Becton 
Dickinson). Cada experimento se realizó por triplicado, en dos momentos 
independientes, en cada ensayo se utilizaron controles basales (células en medio 
de cultivo) y controles de vehículo (células con <1 % de DMSO). 

Lipoperoxidación 

El daño lipoperoxidativo se evaluó mediante la cuantificación de malonaldehido 
(MDA) utilizando el kit “LOP-FR 12” (Oxford Biomedical Research, Oxford, MI), este 
ensayo se basa en la reacción del reactivo cromogénico N-metil-2-fenilindol con el 
MDA a 45ºC el resultando en un compuesto cromogénico, para ello 1.5X106 cél/mL 
se expusieron a 350- o 500-mg/L, en tiempos de 48 o 96 h, posteriormente el medio 
se remueve y se realizan lavados con PBS, las células se recuperaron y 
homogenizaron en 20 µL de Tris-HCl a 50 mM a pH 7.4 y fueron sometidas a 5 
ciclos de congelación/descongelación en nitrógeno líquido/baño maría a 45 °C, 
seguido de la adición de 15 μL de N-metil-2-fenilindol y 15 μL de ácido clorhídrico 
12 N. Esta mezcla se incubó por 1 h a 45°C seguido de la centrifugación a 14 000 
r.p.m. por 15 min, el sobrenadante fue recuperado y la absorbancia se determinó a 
586 nm en el espectrofotómetro Nanodrop 2000c (Thermo Fisher Scientific, Atlanta, 
GO). Las concentraciones de MDA generado se calcularon en base a una curva 
estándar. Cada condición se realizó por duplicado en dos experimentos 



50 
 

independientes. En cada ensayo se utilizaran controles basales (células en medio 
de cultivo) y controles de vehículo (células con <1 % de DMSO). 

Determinación de glutatión reducido (GSH) 

Se determinó las concentraciones de GSH utilizando el kit “Glutathion Assay” 
(Calbiochem, San Diego, CA). Este ensayo se basa en una reacción química que 
se realiza en dos fases. La primera fase conduce a la formación de productos de 
sustitución (tioéteres) y la segunda fase es una reacción de eliminación que se lleva 
a cabo en condiciones alcalinas, que específicamente transforma el producto de 
sustitución obtenido con GSH en un cromóforo con una absorbancia máxima a 400 
nm. Para este experimento1.5X106 células se expusieron se expusieron a 350- o 
500-mg/L, en tiempos de 48 o 96 h, terminado el tiempo de exposición el medio fue 
removido y se realizaron 3 lavados con PBS, entonces las células se re-
suspendieron en 30 uL de ácido metafosfórico (al 5% P/V en agua destilada) e 
inmediatamente se agitaron a 4°C, las células lisadas se centrifugaron a 3000 g a 
4°C por 10 minutos. Los sobrenadantes se recuperaron y se almacenaron a 4°C 
durante 1 h. Seguido de la adición de 60 µL de reactivo 1 y se mezcló, a esta mezcla 
se adiciono 5 µL de NaOH al 30%. Esta mezcla se incubó por 10 min a 25°C en 
oscuridad, la absorbancia fue determinada a 400 nm, las concentraciones fueron 
calculadas en base a una curva estándar. Cada condición se realizó por triplicado 
en dos momentos independientes. En cada ensayo se utilizó controles basales 
(células en medio de cultivo) y controles de vehículo (células con <1 % de DMSO). 

 

Marcadores de evaluación de la resistencia a la insulina.  
 
Alteración en la captación de glucosa 
Para determinar el efecto de MET en la captación de glucosa estimulada por insulina 
se determinó usando el análogo fluorescente de la D-glucosa (2-[N-(7-nitrobenzo-
2-oxa-1,3-diazol-4-il) amino]-2-deoxy-D-glucose, 2-NBDG), para ello se utilizó la 
metodología propuesta por (Zou et al. 2005b) con algunas modificaciones de 
manera breve: 3X105 cel/mL fueron expuesta por 48 o 96 h a tratamientos con 350 
y 500 mg/L de MET las células fueron lavadas con PBS. Posteriormente las células 
fueron expuestas por 10 min a 100 nm de insulina en medio DMEM libre de glucosa 
y de SFB, posteriormente se adicionó 10 nM del 2-NDBG y se incubó por 30 min. El 
medio fue removido y se realizaron 2 lavados con PBS a 4°C, seguido de la 
tripsinación de las células. La absorción de la glucosa se determinó mediante 
citometría de flujo usando la longitud de excitación emisión a 465/540 nm del 2-
NBDG. 
Contenido de lípidos intracelulares 
Para determinar el contenido de lípidos intracelulares se utilizó la tinción de rojo 
oleoso de acuerdo a lo propuesto por (Liu et al. 2011), de manera breve 3X105 
cel/mL  fueron expuestas a 350 ó 500 mg/L por 96 o 48 h, al terminar el tratamiento 
las células fueron lavadas con PBS; posteriormente las células se fijaron con 
formaldehído al 4% por 30 min, seguido de una tinción con Rojo Oleoso O (3mg/mL) 
por 30 min, el exceso de colorante se eliminó por lavados con agua destilada, 
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posteriormente se agregó 1 mL de isopropanon, el sobrenadante se recuperó y la 
absorbancia se determinó a 510 nm , el contenido de lípidos se reportó como veces 
de cambio respecto a las células control. 
Producción de glucosa 

La modificación en la producción de glucosa por exposición a MET se realizó de 
acuerdo a lo establecido por (Cordero-Herrera et al. 2014b), de manera breve se 
utilizarón 2X105 cel las cuales se expusieron a 350 y 500 mg/L por 6h, una vez 
concluidos los periodos de exposición se reemplazó el medio de cultivo por medio 
DMEM libre de glucosa y rojo de fenol el cual contenía 20 mM de lactato de sodio y 
2 mM de piruvato de sodio. Las células se incubaron por 3 h, posteriormente el 
sobrenadante se recolectó y se determinó el contenido de glucosa utilizando el kit 
de glucosa peroxidasa de la casa comercial Sigma Aldrich-México. Las 
determinaciones se normalizaron mediante la cuantificación de proteínas.  

Translocación de GLUT 4 a la membrana y niveles de GLUT 2. 

La determinación de la translocación de GLUT4 a la membrana plasmática de la 
célula HepG2 en presencia del estímulo de insulina así como los niveles de GLUT2 
fueron determinados, utilizando el protocolo propuesto por (Koshy et al. 2010). Para 
ello las células HepG2 se sembraron a una densidad de 200 000 cél/mL en placas 
de 24 pozos y se expusieron a 350 y 500 mg/L por 48 o 96 h. Culminando el tiempo 
de exposición  a los OP por diferentes tiempos de exposición, las células fueron 
lavadas he incubadas con medio libre de suero fetal bobino por 12 h. Después, las 
células fueron tripsinisadas he incubadas por 2 h para permitir su recuperación. 
Posteriormente se adicionaron 100 nM de insulina por 30 min y se expusieron al 
anticuerpo anti-GLUT4 (1:50, ab65267, Abcam) o Anti-GLUT2 (1:50, ab85715) y al 
anticuerpo secundario DyLight-488 (1:40, ab96879, Abcam). Entonces, las células 
fueron fijados con formaldehido al 1% por 20 min, entonces las células fueron re-
suspendidas y la fluorescencia fue determinada at 493/518 nm usando el utilizando 
el citómetro de flujo FACS CANTO II analizando 100 000 eventos por condición. 

Contenido de glucógeno. 

Las concentraciones de glucógeno fueron determinadas utilizando el reactivo de 
“Antrona” (Sigma-Aldrich-Mex) siguiendo la metodología propuesta por (Yan et al. 
2016). Para esto, 3X106 cel/mL fueron expuestas por 6 h a 350 y 500 mg/L de MET. 
Posteriormente el medio fue removido y las células fueron lavadas con PBS, y 
cosechadas, estas fueron digeridas con 500 µL de KOH al 30% (p/v) a 100 °C por 
20 min, al finalizar las células fueron centrifugadas a 12 000 g por 15 min, el 
sobrenadante fue decantado y se agregaron 1.5 mL de etanol, las muestras se 
volvieron a centrifugar y se descarto el sobrenadante, entonces las muestras se 
incubaron a 55 °C. Los precipitados fueron disueltos en 500 µL de agua destilada, 
a esta mezcla se le adicionó 1 mL del reactivo de antrona (0.2% p/v), y las muestras 
se incuban a 100 °C por 20 min. La absorbancia es determinada a 620 nm. La 
concentración de glucógeno fue calculada a partir de una curva estándar, las 
concentraciones de glucógeno fueron normalizadas con la cantidad de proteínas. 
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Resultados. 

Efecto del MET sobre la viabilidad de HepG2. 

Como se muestra en la figura 1, la exposición a MET por 48 ó 96 h no reduce más 
del 20% de la viabilidad celular (efecto citotóxico). Sin embargo la reducción 
observada en la viabilidad celular es revertida con el pretratamiento de NAC (figura 
1). 

Efecto del MET sobre la inducción de ROS. 

La exposición por 6h a 350 ó 500 mg/L incrementó la producción de ROS por 2.5-
veces y 2.7-veces respectivamente. El pre tratamiento con NAC inhibió e incremento 
en ROS (figura 2). 

Efecto del MET sobre la lipoperoxidación. 

El MET incrementó los niveles de malonaldehido a dosis de 350 y 500 mg/L cuando 
las células fueron expuestas por 48 ó 96 h. el pretratamiento con NAC inhibió la 
generación de MDA a 48 h, mientras que a 96 h soló existió una disminución 
significativa de los niveles de MDA, en comparación con los tratamientos realizados 
solamente con el MET (figura 3).  

Efecto del MET sobre los niveles de GSH. 

El pretratamiento con NAC inhibió la depleción de GSH observada en células 
expuestas por 48 ó 96 h a MET (350 ó 500 mg/L) (figura 4).  

Efecto del MET sobre la producción de glucosa y niveles de glucógeno.  

La exposición a MET por 6 h incremento la producción de glucosa en 3.7-veces y 
4-veces más en comparación con el control a las dosis de 350 y 500 mg/L 
respectivamente. Los niveles de glucógeno disminuyeron 0.35-veces y 0.41-veces 
cuando las células fueron expuestas a 350 ó 500 mg/L respectivamente. El 
pretratamiento con NAC inhibió la producción de glucosa y la depleción en los 
niveles de glucógeno (figura 5). 

Efecto del MET sobre el contenido de lípidos intracelulares. 

El contenido de lípidos intracelulares se incrementó durante la exposición a 48 h al 
MET en 0.26-veces para las dosis de 350 y 500 mg/L., mientras que la exposición 
a 96 h incrementó 0.81-veces y 1.07-veces el contenido de lípidos para las dosis de 
350 y 500 mg/L respectivamente. El pretratamiento con NAC disminuyó e 
incremento exacerbado del contenido lipídico (figura 6). 

Efecto del MET sobre la captación de glucosa. 

La exposición de MET disminuye la captación de glucosa inducida por la insulina, la 
disminución fue de 0.83-veces y 0.77-veces para las dosis de 350 ó 500 mg/L 
cuando las células se expusieron por 48 h. Para la exposición de 96 h la disminución 
en la captación de glucosa estimulada por insulina fue de 0.89-veces para las dosis 
de 350 y 500 mg/L. El uso de NAC previno la disminución exacerbada en el consumo 
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de glucosa. La disminución de las células pretratadas con NAC y expuestas a MET 
fue de 0.3-veces y .4-veces para las dosis de 350 ó 500 mg/L a 48 y 96 h (figura 7).  

Efecto del MET sobre la translocación de GLUT4. 

La exposición a MET por 48 h disminuye la translocación de GLUT4 a la membrana 
plasmática estimulada por insulina, la disminución es de 0.37-veces y 0.44-veces 
para las dosis de 350 ó 500 mg/L. El pretratamiento con NAC protege de la 
disminución de la translocación de GLUT4 solo a la dosis de 350 mg/L. El 
tratamiento con MET a 96 h disminuye la translocación de GLUT4 en 0.41-veces y 
0.55-veces para las dosis de 350 y 500 mg/L respectivamente. El pretratamiento 
con NAC reduce la no translocación de GLUT4 (figura 8). 

Efecto del MET sobre los niveles de GLUT2. 

La NAC inhibe la reducción de GLUT2 en células expuestas a MET por 48h, el 
tratamiento solo con 350 mg/L de MET reduce 0.4-veces los niveles de GLUT2. La 
exposición a 350 ó 500 mg/L de MET por 96 h reduce los niveles de GLUT2 en 0.4-
veces y 0.6-veces respectivamente. Esta reducción es inhibida por el pretratamiento 
de NAC (figura 9). 

Discusión. 

La RI es una condición clínico patología asociada con el desarrollo de diversas 
enfermedades crónico degenerativas(Laakso and Kuusisto 2014), si bien sus 
causas son multifactoriales, recientemente diversos estudios han evidenciado a la 
exposición a OP como un factor de riesgo que podría promover el desarrollo de esta 
patología (Hectors et al. 2013; Mostafalou 2016). Se sabe que el estrés oxidativo 
tiene un papel fundamental en el desarrollo de la resistencia a la insulina (Furukawa 
et al. 2017), a su vez la inducción de estrés oxidativo es un mecanismo de toxicidad 
a través del cual los OP ejercen su toxicidad (Lukaszewicz-Hussain 2010), por lo 
cual en el presente trabajo evaluamos si la exposición de HepG2 a MET induce 
resistencia a la insulina y si esta está relacionada con la inducción de estrés 
oxidativo. Para ello utilizamos el antioxidante N-acetil-cisteína el cual es 
considerado como un carroñero especifico de ROS, además de ser un inductor de 
la defensa antioxidante (Mokhtari et al. 2017). Los resultados obtenidos muestran 
que le exposición a MET indujo la resistencia a la insulina en el modelo celular 
propuesto, además de inducir estrés oxidativo. El uso de NAC redujo los 
marcadores de resistencia a la insulina e inhibió la generación de estrés oxidativo. 
Estos resultados establecen la posibilidad de que los OP pueden generar resistencia 
a la insulina a través de la inducción de estrés oxidativo.  

El incremento de los niveles intracelulares de ROS es un mecanismo de toxicidad 
que pueden ejercer la mayoría de los OP (Lukaszewicz-Hussain 2010), en el 

presente estudio se observó que la exposición a MET induce el incremento en los 
niveles intracelulares de ROS. El mecanismo a través del cual los OP promueven la 
inducción de ROS es por: (a) la generación de radicales libres al interaccionar 
directamente con el oxígeno molecular, ó al cambiar la valencia de iones quelantes 
(reacción de fentom), (b) por la depleción de los sistemas antioxidantes (Pearson 
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and Patel 2016). En este sentido se ha reportado que la exposición al MET 

promueve la generación de ROS en células mononucleares humanas (PBMC) 
(Ramirez-Vargas et al. 2017) y en células PC12 (Lu et al. 2012) en las cuales fue 

reportado la disminución en enzimas antioxidantes como la catalasa, glutatión 
peroxidasa y superóxido dismutasa. Por otro parte, el pretratamiento con NAC 
inhibió el incremento en ROS en las células expuestas a MET. El NAC es 
considerado como un carroñero especifico de ROS, pues puede interaccionar 
directamente con estas moléculas a través por el grupo sulfhidrilo de la NAC, el cual 
se pude reaccionar con el anión hidroxilo (-OH) y formar H2O disminuyendo el 
potencial oxidativo de ROS, el producto de esta reacción es el anión tiólico el cual 
puede reaccionar con H2O2, degradándolo (Sun 2010). La disminución de ROS 

inducidas por MET en respuesta a un antioxidante también se ha observado al 
utilizar vitamina E en células PC12 (Lu et al. 2012).  

La lipoperoxidación es evento final en la inducción de estrés oxidativo, es evidencia 
del incremento desmesurado de ROS y la incapacidad del sistema antioxidante 
celular para contrarrestar el potencial oxidativo de ROS (Halliwell and Poulsen 
2006),el producto final es el malonaldehido (MDA) el cual se origina por el ataque 

oxidativo de las ROS sobre los grupos metil de los ácidos grasos poliinsaturados 
(Saquib et al. 2012). En el presente estudio la exposición por 96 o 48 h a 350 y 500 

mg/L de MET induce el incremento en MAD en HepG2. El incremento puede ser 
atribuido al incremento en ROS observado a las 6 h de exposición. La inducción de 
daño lipoperoxidativo por la exposición a MET se ha observado en PBMC y en 
PC12, en ambos modelos celulares el incremento en MDA fue atribuido al 
incremento en ROS (Lu et al. 2012; Ramirez-Vargas et al. 2017). El uso de NAC 
inhibió el daño lipoperoxidativo en las células expuestas, se sabe que NAC 
incrementa la actividad de catalasa (enzima antioxidante encargada de la 
degradación de H2O2) en células HepG2 (Oh and Lim 2006). Este podría ser un 

mecanismo a través del cual NAC, disminuye el daño lipoperoxidativo. Son 
necesarios más estudios enfocados en determinar el efecto de MET sobre la 
expresión de enzimas antioxidantes.  

La disminución en los niveles de GSH puede ser atribuido al incremento en 
mecanismo de desintoxicación celular, en el cual el xenobiótico es conjugado con 
una molécula de GSH para incrementar su hidrosulibilidad e inhibir su potencial 
toxico, también puede existir una depleción por la reacción directa con ROS (Lu 
2009). En el presente estudio la exposición a MET por 48 ó 96 h disminuyó los 

niveles de GSH, lo cual puede ser atribuido al incremento en ROS ó a reacciones 
de conjugación. Existe evidencia de la disminución de GSH atribuido al incremento 
en ROS en células PC12 expuestas a MET (Lu et al. 2012). También se ha 
demostrado que el MET incrementa la expresión de la glutatión transferasa (enzima 
implicada en reacciones de conjugación) en peces expuestos a 10 mg/L por 72 h 
(Peng et al. 2015). Por otra parte, el uso NAC previno la depleción de GSH, se sabe 

que NAC es un precursor de la síntesis de GSH en hepatocitos; una vez que se 
adsorbe la NAC esta es des-acetilada para formar L-cisteína, esta es conjugada con 
glutamato o con glutatión oxidado para formar Glutatión reducido, esta reacción es 
catalizada por la enzima gamma-glutamil-cisteína (Forman et al. 2009). La 
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inhibición de ROS o la inducción de la síntesis de novo de GSH podrían ser los 
mecanismo asociados a la protección de NAC frente a MET. 

El incremento en la producción de glucosa por el hígado así como la disminución 
del contenido de glucógeno son características asociadas con la inducción de 
resistencia a la insulina (Birkenfeld and Shulman 2014). En el presente trabajo se 
observó que la exposición a MET incrementa la producción de glucosa y que esta 
es asociada con la disminución en los niveles de glucógeno. Esta asociación podria 
ser atribuida al incremento en la actividad de enzimas asociadas con la glicolisis 
tales como la glucógeno fosforilasa, o por el incremento en enzimas implicadas en 
la neo glucogénesis tales como la fosfofructoquinasa, en este sentido se ha 
demostrado que la exposcion de ratas a 200 m/kg de malatión incremento la 
actividad de estas enzimas con la subsecuente disminución del glucógeno 
(Abdollahi et al. 2004; Pournourmohammadi et al. 2005). Es necesario realizar más 
estudios del efecto de MET sobre estas enzimas. El efecto protector de la NAC 
puede ser atribuido a la disminución de la actividad de la enzima glicógeno 
fosforilasa que produce la NAC (Manov et al. 2002). 

La exposición a OP promueven la síntesis de novo de lípidos en células hepáticas 
expuestas, a través de la activación de elementos de respuesta a esteroles (Howell 
et al. 2016). También se ha observado que existe una disminución en la excreción 
de lípidos sintetizados y un aumento en la captación de lípidos extracelulares 
(Howell et al. 2016). En el presente estudio se observó el incremento en el contenido 
lipídico de HepG2 expuestas a MET lo cual puede ser atribuido a la síntesis de novo 
de estas biomoléculas. El uso de NAC disminuyo el incremento en el contenido 
lipídico, se ha reportado que en ratas expuestas a malatión existe un incremento en 
el contenido lipídico del hígado y que este fue reversible cuando se utilizó un 
pretratamiento con NAC (Lasram et al. 2014c), se sabe que la NAC disminuye a la 
glutaraldehido deshidrogenasa enzima implicada en la síntesis de ácidos grasos 
(Mehta et al. 2002; Calzadilla et al. 2011). 

La exposición a MET reduce significativamente la captación de glucosa en HepG2 
en respuesta a insulina. La captación de glucosa del medio extracelular es uno de 
los eventos finales de la vía de PI3K-Akt activada por insulina, el decremento en la 
captación de glucosa en células tratadas respecto al control sugiere un mecanismo 
de regulación negativa de la vía de PI3K-Akt (White 2003). Uno de los reguladores 
negativo de la vía de PI3K-Akt es JNK la cual promueve la degradación de los IRS 
(Lee et al. 2003a), esta puede ser activada en respuesta a la inducción de estrés 
oxidativo (Pal et al. 2015).  

Existe gran evidencia que relacionan la inducción de estrés oxidativo con el 
incremento en la actividad de JNK por la exposición a OP (Caughlan et al. 2004; 
Shen and Liu 2006; Liu et al. 2010; Ki et al. 2013b; Batista et al. 2016), como se 
mencionó anteriormente la exposición al MET incrementa los nive les de ROS, 
pudiéndose activar JNK mas estudios son necesarios para evidenciar este proceso. 
Evidencia que sustenta este probable mecanismo es el hecho de que el 
pretratamiento con NAC incrementa la captación de glucosa en respuesta a insulina, 
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se sabe que NAC disminuye la actividad de JNK al prevenir su activación por las 
ROS (Wang et al. 2014). 

Los resultados obtenidos en el presente estudio muestran que el MET disminuye la 
translocación de GLUT 4 estimulada por insulina en HepG2, un marcador 
fuertemente asociado con la inducción de resistencia a la insulina. La disminución 
en la translocación de GLUT4 estimulada por la insulina podría atribuirse a 
incremento en la expresión de CYP450. Se conoce que el aumento en la expresión 
de CYP450 (isoforma CYP2E1) en células L6 derivadas de músculo esquelético 
conduce a la inhibición de la translocación de GLUT4 estimulada por insulina, se 
sugieren la activación de NRF2 inhibe la translocación de GLUT4(Armoni et al. 
2014a). Además, se demostró que la inhibición de ROS (por antioxidantes como la 
vitamina E o N-acetil-1-cisteína) o CYP2E1 (por el clormetiazol, un inhibidor 
específico de CYP2E1) protege las células de la inhibición de la translocación de 
GLUT4 estimulada por la insulina. (Armoni et al. 2014), estos datos son 
concordantes con lo observado en el presente estudio en el cual el pretratamiento 
de NAC mejora la translocación de GLUT4. Se necesitan más estudios para 
evidenciar el papel de la expresión de CYP450 en la inducción de resistencia a la 
insulina en células expuestas a MET.  

Los resultados obtenidos en este estudio muestran que la exposición a MET 
disminuye los niveles de GLUT2 en células HepG2. Se conoce que la disminución 
en los niveles de RNAm y de proteína del GLUT2 es un marcador de resistencia a 
la insulina en células HepG2 (Aravinthan et al. 2015). Se atribuye estos resultados 
a la incapacidad de la insulina para fosforilar a Akt; ya que Akt-fosforilada inhibe la 
acción de FoxO1 un represor de Pdx1 factor que promueve la síntesis de GLUT2 
(Song et al. 2016). Por otra parte FoxO1 puede ser activado por JNK, la cual a su 
vez puede ser activada por ROS, la utilización de NAC podrían disminuir la actividad 
de JNK la cual no activaría a FoxO1 reduciendo la represión de Pdx1 incrementando 
los niveles de GLUT2. Más estudios son necesarios para evaluar la participación de 
FoxO1 en el desarrollo de resistencia a la insulina inducida por MET. 

Conclusiones. 

Los resultados en el presente estudio son evidencia de la participación del estrés 
oxidativo como un mecanismo a través del cual los plaguicidas organofosforados 
promueven la inducción de resistencia a la insulina. Si bien los parámetros de 
resistencia a la insulina disminuyen utilizando un antioxidante, también se observa 
que existe una resistencia a la insulina remanente que no puede ser explicada solo 
por la inducción de estrés oxidativo. Por lo cual, es necesario evaluar otros 
mecanismos moleculares a través de los cuales los OP ejercen su toxicidad como 
son los cambios en los patrones de fosforilación proteica. 
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Figura 1. Efecto citotóxico del MET sobre HepG2. HepG2 fueron incubadas con 

350 ó 500 mg/L de MET por 48 ó 96 h de exposición, posteriormente el % de 

viabilidad celular fue determinado por el ensayo de MTT. *diferencia significativa 

(p<0.05) entre las células tratadas con MET y el control de vehículo, “DMSO” (0 

mg/L). La línea punteada indica el valor referente para un efecto citotóxico. NAC: 

pretratamiento con N-acetil-cisteína (10 mM). 
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Figura. 3. Efecto del MET sobre la inducción de ROS HepG2. HepG2 fueron 

incubadas con 350 ó 500 mg/L de MET por 6h de exposición, posteriormente la 

producción de ROS fue monitoreada. *diferencia significativa (p<0.05) entre las 

células tratadas con MET y el control de vehículo, “DMSO” (0 mg/L). NAC: 

pretratamiento con N-acetil-cisteína (10 mM). 
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Figura. 3. Efecto del MET sobre la lipoperoxidación en HepG2. HepG2 fueron 

incubadas con 350 o 500 mg/L de MET a 48 o 96 h de exposición, posteriormente 

la cantidad de malonaldehido fue estimada. *diferencia significativa (p<0.05) entre 

las células tratadas con MET y el control de vehículo, “DMSO” (0 mg/L). NAC: 

pretratamiento con N-acetil-cisteína (10 mM). 
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Figura. 4. Efecto del MET sobre los niveles de GSH en HepG2 HepG2 fueron 

incubadas con 350 o 500 mg/L de MET a 48 o 96 h de exposición, posteriormente 

la cantidad de GSH fue estimada. *diferencia significativa (p<0.05) entre las células 

tratadas con MET y el control de vehículo, “DMSO” (0 mg/L). NAC: pretratamiento 

con N-acetil-cisteína (10 mM). 
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Figura. 5. Efecto del MET sobre la producción de glucosa y niveles de 

glucógeno HepG2. HepG2 fueron incubadas con 350 o 500 mg/L de MET por 6h, 

posteriormente los niveles de GSH fueron determinados. *diferencia significativa 

(p<0.05) entre las células tratadas con MET y el control de vehículo, “DMSO” (0 

mg/L). NAC: pretratamiento con N-acetil-cisteína (10 mM). 
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Figura. 6. Efecto del MET sobre la acumulación de lípidos en HepG2. HepG2 

fueron incubadas con 350 o 500 mg/L de MET por 48 o 96 h de exposición, 

posteriormente el contenido de lípidos intracelulares fue determinado. *diferencia 

significativa (p<0.05) entre las células tratadas con MET y el control de vehículo, 

“DMSO” (0 mg/L). NAC: pretratamiento con N-acetil-cisteína (10 mM). Eto: HepG2 

espuextas a 150 nM de Etanol.  
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Figura. 7. Efecto del MET sobre la captación de glucosa HepG2. HepG2 fueron 

incubadas con 350 o 500 mg/L de MET por 48 o 96 h de exposición, posteriormente 

se indujo la captación de glucosa con 100 nM de insulina. La captación de glucosa 

fue determinada. *diferencia significativa (p<0.05) entre las células tratadas con 

MET y el control de vehículo, “DMSO” (0 mg/L). NAC: pretratamiento con N-acetil-

cisteína (10 mM). IR: HepG2 insulino resistentes.  

 

 

 

 

 

 

 



71 
 

 

Figura. 8. Efecto del MET sobre la translocación de GLUT4 en HepG2. HepG2 

fueron incubadas con 350 o 500 mg/L de MET por 48 h (a) o 96 h (b) de exposición, 

posteriormente la translocación de GLUT4 fue estimulada con 100 nM de insulina 

(barras grises), los niveles de GLUT4 fueron determinadas en las células 

estimuladas y no estimuladas (barras negras). *diferencia significativa (p<0.05) 

entre las células tratadas con MET y el control de vehículo, “DMSO” (0 mg/L). NAC: 

pretratamiento con N-acetil-cisteína (10 mM).  
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Figura. 9. Efecto del MET sobre los niveles de GLUT2 en HepG2. HepG2 fueron 

incubadas con 350 o 500 mg/L de MET por 48 h (a) o 96 h (b) de exposición, 

posteriormente la translocación de GLUT2 fue estimulada con 100 nM de insulina 

(barras grises), los niveles de GLUT2 fueron determinadas en las células 

estimuladas y no estimuladas (barras negras). *diferencia significativa (p<0.05) 

entre las células tratadas con MET y el control de vehículo, “DMSO” (0 mg/L). NAC: 

pretratamiento con N-acetil-cisteína (10 mM).  



73 
 

4.- Discusión. 

 

En el presente trabajo se ha evaluado el efecto en la inducción de estrés oxidativo 

y la resistencia a la insulina inducida por la exposición al metamidofos. De los 

resultados obtenidos permiten identificar la inducción de resistencia a la insulina a 

través de la inducción de resistencia a la insulina en nuestro modelo de estudio. 

 

En la primera etapa del estudio se ha determinado los efectos del MET sobre la 

inducción de resistencia a la insulina, la cual se define como la incapacidad de los 

tejidos de responder de manera normal a la acción biológica de la insulina (Taguchi 

and White 2008). Los efectos biológicos observados en modelos animales durante 

la inducción de resistencia a la insulina tejido específica en el hígado muestran los 

principales síntomas patofisiológicas observados en pacientes diabéticos como son 

hiperglicemia, hiperinsulinemia, dislipidemias e incremento en el contenido lipídico 

en el hígado (Michael et al. 2000). Condiciones no observadas en modelos de 

resistencia a insulina especifica de musculo (Brüning et al. 1998) o tejido adiposo 

(Blüher et al. 2002), lo cual siguiere que la inducción hepática a la insulina es el 

primer evento que desencadena a resistencia a insulina en tejidos periféricos, de 

ahí a importancia que tiene el estudiar la resistencia hepática a la insulina. 

 

Como se muestra en el capítulo uno la exposición a MET reduce significativamente 

la captación de glucosa en HepG2 en respuesta a insulina. La captación de glucosa 

del medio extracelular es uno de los eventos finales de la vía de PI3K-Akt activada 

por insulina, el decremento en la captación de glucosa en células tratadas respecto 

al control sugiere un mecanismo de regulación negativa de la vía de PI3K-Akt (White 

2003). Uno de los reguladores negativo de la vía de PI3K-Akt es JNK la cual 

promueve la degradación de los IRS (Lee et al. 2003a), esta puede ser activada por 

dietas ricas en grasa (Prada et al. 2005), durante procesos inflamatorios, por la 

inducción de estrés oxidativo, condiciones observadas en pacientes con obesidad y 

con resistencia a la insulina (Pal et al. 2015).  

 

Existe gran evidencia que relacionan la inducción de estrés oxidativo con el 

incremento en la actividad de JNK por la exposición a OP (Caughlan et al. 2004; 

Shen and Liu 2006; Liu et al. 2010; Ki et al. 2013b; Batista et al. 2016), como se 

muestra en el capítulo dos, existe evidencia que sugiere la inducción de estrés 

oxidativo en nuestro modelo celular a inducción de ROS promovería a oxidación de 
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ASK1 (“apoptosis signal-regulating kinase 1”) el cual se encuentra reprimido por 

glutationiacion y por tiolredoxinas que al ser oxidadas por el incremento de ROS se 

separan de ASK1 exponiendo sitio para su fosforilación una vez fosforilada este 

puede activar MKK4/7 ( Mitogen-Activated Protein Kinase Kinase 4 ó 7) los cuales 

a su vez pueden activar a JNK. Por otro parte JNK puede ser reprimido directamente 

por la Glutation s-transferasa π (GSTπ), la cual pude ser oxidada por el incremento 

en ROS una vez oxidada pierde su capacidad para reprimir a JNK (Shen and Liu 

2006).  

 

Por otra parte, se observó un incremento en el consumo de glucosa en células 

expuestas a MET sin la estimulación con insulina, este efecto podría ser atribuido a 

la alta necesidad energética que se requiere para la actividad de los CYP450 

durante el metabolismo de los OP (Lukaszewicz-Hussain 2010). Como se mencionó 

anteriormente HepG2 es una línea células capaz de inducir el incremento en los 

CYP450 implicados en el metabolismo de los OP (Westerink and Schoonen 2007), 

el incremento en la expresión y actividad de los CYP450 se ha implicado como un 

mecanismo de resistencia a la insulina, la expresión de la isoforma CYP2E1 se 

asoció con la reducción de la expresión y translocación de GLUT4 (Armoni et al. 

2014b). El MET es un OP que puede inducir el incremento de la isoforma CYP2W1 

la cual es altamente expresada en hepatocitos humanos (Moscovitz and Aleksunes 

2013), por lo cual la inducción de esta isoforma de CYP450 podría asociarse a un 

decremento en la translocación/funcionalidad de GLUT4 disminuyendo el consumo 

de glucosa en las células estimuladas con insulina y co-tratadas con MET. 

 

Por otra parte, se determinó el incremento en lípidos intracelulares, el resultado 

obtenido muestra que el tratamiento con MET incrementa notablemente la cantidad 

de lípidos intracelulares en forma dosis-tiempo dependiente. El incremento en el 

contenido lipídico es una de las consecuencias más observadas en personas con 

resistencia a la insulina o diabetes (Levene and Goldin 2012). El incremento en del 

contenido lipídico en el hígado se asociado directamente con la inducción de 

resistencia a la insulina (van Herpen et al. 2011), más que el incremento en lípidos 

en miocitos (Grunnet et al. 2012). Se propone que el incremento en lípidos en el 

hígado incrementa la formación de diacilgliceroles los cuales incrementan la 

actividad de PKC un regulador negativo de la vía de PI3K que promueve la 

degradación de os IRS(Mittra et al. 2008). De esta manera el MET podría inducir la 

resistencia a la insulina observada en el modelo celular.  
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Se ha observado que los OP promueven la síntesis de novo de lípidos en células 

hepáticas expuestas, a través de la activación de elementos de respuesta a 

esteroles. También se ha observado que existe una disminución en la excreción de 

lípidos sintetizados y un aumento en la captación de lípidos extracelulares (Howell 

et al. 2016). Siendo esta una de las limitantes de nuestro estudio ya que no se ha 

determinado el efecto que tiene el MET sobre la excreción de los lípidos en el 

modelo celular y su acción en sobre la captación de ácidos grasos libres.  

 

En el capítulo dos se investigó la inducción de estrés oxidativo, se observó que 

existe un resistencia intrínseca del modelo celular a la inducción muerte celular 

asociada a la exposición a MET (efecto citotóxico). El efecto citotóxico se define 

como alteraciones bioquímicas, moleculares o estructurales irreversibles que 

conllevan a la muerte celular (Maines et al. 2001). Otros OP que al igual que el MET 

son oxones, inducen muerte celular via apoptosis por la activación de vías 

mitocondriales que culminan con la liberación del citocromo c y la activación del 

apoptosoma (Saleh et al. 2003a, b). En células HepG2 se ha caracterizado a 

inducción de un complejo entre la procaspasa 3 y p21 el cual promueve la 

resistencia a la muerte celular inducida por vía mitocondrial (Suzuki et al. 1999), por 

lo cual esta línea celular podría ser menos susceptible a la muerte celular inducida 

por OP. Además, se ha caracterizado que HepG2 es una línea celular con una alta 

actividad antioxidante lo cual podría proteger a la célula del efecto citotóxico 

inducido por el estrés oxidativo inducido por el MET (Bai et al. 1999; Alia et al. 2005). 

 

De manera interesante se observó que la disminución en los niveles de glutatión 

reducido GSH, en estímulos prolongados a 48 y 96 h. Esto se asocia con la aparición 

de marcador de daño lipoperoxidativo y establece un agotamiento de la defensa 

antioxidante. Por otra parte la disminución en los niveles de GSH se asocian con la 

activación de JNK que como se ha mencionado anteriormente es un represor de la 

vía de PI3K-Akt (Wilhelm et al. 1997). De esta manera podría contribuirse a la 

inducción de resistencia a la insulina. 

 

En el capitulo 3 evaluamos la participación del estrés oxidativo como un mecanismo 

de a través del cual el MET podría inducir RI. Para ello utilizamos el antioxidante N-

acetil-cisteína. Para ellos las células fueron pretratadas con este antioxidante, de 

los resultados obtenidos destacan la disminución de las especies reactivas del 

oxígeno en los cultivos pre tratados con NAC el cual puede ser atribuido a la 

reacción de ROS con la NAC. La NAC es considerada por su estructura química 

como un carroñero especifico de ROS, esta acción es generada por el grupo 
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sulfhidrilo de la NAC, el cual se pude reaccionar con OH y formar H2O disminuyendo 

el potencial oxidativo de ROS , el resultado de esta reacción es la generación de 

aniones tiólicos los cuales pueden reaccionar con H2O2, formando moléculas más 

estables y no reactantes (Elbini Dhouib et al. 2016). Además, la NAC promueve la 

transcripción de elementos de respuesta a antioxidantes (ARE), vía Nrf2 dentro de 

estos elementos de respuesta se encuentran enzimas antioxidantes como la SOD 

y CAT las cuales degradan al anión superóxido y al peróxido de hidrogeno 

respectivamente (Cai et al. 2015). Más estudios son necesarios para elucidar el 

mecanismo a través del cual la NAC protege de la inducción de ROS durante la 

exposición a MET.   

 

La disminución de los niveles de ROS podría disminuir la lipoperoxidación y la 

oxidación del DNA, disminuyendo los niveles de MDA y de genotoxicidad (De Flora 

et al. 2001), tal como se observó en el presente estudio. Por otra parte, el pre-

tratamiento con NAC inhibió la disminución de GSH en HepG2 expuestas a MET, 

se sabe que NAC es un compuesto que promueve la síntesis de GSH en hepatocitos 

ya que proporciona la cisteína requerida para la síntesis de GSH (Zafarullah et al. 

2003). 

 

El incremento en la producción de glucosa por el hígado así como la disminución 

del contenido de glucógeno son características asociadas con la inducción de 

resistencia a la insulina (Birkenfeld and Shulman 2014). En el presente trabajo se 

observó que la exposición a MET incrementa la producción de glucosa y que esta 

es asociada con la disminución en los niveles de glucógeno. Esta asociación podria 

ser atribuida al incremento en la actividad de enzimas asociadas con la glicolisis 

tales como la glucógeno fosforilasa, o por el incremento en enzimas implicadas en 

la neo glucogénesis tales como la fosfofructoquinasa, en este sentido se ha 

demostrado que la exposcion de ratas a 200 m/kg de malatión incremento la 

actividad de estas enzimas con la subsecuente disminución del glucógeno 

(Abdollahi et al. 2004; Pournourmohammadi et al. 2005). Es necesario realizar más 

estudios del efecto de MET sobre estas enzimas. El efecto protector de la NAC 

puede ser atribuido a la disminución de la actividad de la enzima glicógeno 

fosforilasa que produce la NAC (Manov et al. 2002). 

En el presente estudio se observó el incremento en el contenido lipídico de HepG2 

expuestas a MET lo cual puede ser atribuido a la síntesis de novo de estas 

biomoléculas. El uso de NAC disminuyo el incremento en el contenido lipídico, se 

ha reportado que en ratas expuestas a malatión existe un incremento en el 

contenido lipídico del hígado y que este fue reversible cuando se utilizó un 
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pretratamiento con NAC (Lasram et al. 2014c), se sabe que la NAC disminuye a la 

glutaraldehido deshidrogenasa enzima implicada en la síntesis de ácidos grasos 

(Mehta et al. 2002; Calzadilla et al. 2011). 

 

Como se ha mencionado anteriormente existe gran evidencia que relacionan la 

inducción de estrés oxidativo con el incremento en la actividad de JNK por la 

exposición a OP (Caughlan et al. 2004; Shen and Liu 2006; Liu et al. 2010; Ki et al. 

2013b; Batista et al. 2016), como se mencionó anteriormente la exposición al MET 

incrementa los niveles de ROS, pudiéndose activar JNK. Sin embargo el uso de 

NAC incrementa la captación de glucosa en respuesta a insulina, se sabe que NAC 

disminuye la actividad de JNK al prevenir su activación por las ROS (Wang et al. 

2014). 

 

Como se menciona anteriormente la exposición a MET disminuye la translocación 

de GLUT 4 estimulada por insulina en HepG2, un marcador fuertemente asociado 

con la inducción de resistencia a la insulina. La disminución en la translocación de 

GLUT4 estimulada por la insulina podría atribuirse a incremento en la expresión de 

CYP450. Se conoce que el aumento en la expresión de CYP450 (isoforma CYP2E1) 

en células L6 derivadas de músculo esquelético conduce a la inhibición de la 

translocación de GLUT4 estimulada por insulina, se sugieren la activación de NRF2 

inhibe la translocación de GLUT4(Armoni et al. 2014a). Además, se demostró que 

la inhibición de ROS (por antioxidantes como la vitamina E o N-acetil-1-cisteína) o 

CYP2E1 (por el clormetiazol, un inhibidor específico de CYP2E1) protege las células 

de la inhibición de la translocación de GLUT4 estimulada por la insulina. (Armoni et 

al. 2014), estos datos son concordantes con lo observado en el presente estudio en 

el cual el pretratamiento de NAC mejora la translocación de GLUT4.  

 

Los resultados obtenidos en este estudio muestran que la exposición a MET 

disminuyó los niveles de GLUT2 en células HepG2. Se conoce que la disminución 

en los niveles de RNAm y de proteína del GLUT2 es un marcador de resistencia a 

la insulina en células HepG2 (Aravinthan et al. 2015). Se atribuye estos resultados 

a la incapacidad de la insulina para fosforilar a Akt; ya que Akt-fosforilada inhibe la 

acción de FoxO1 un represor de Pdx1 factor que promueve la síntesis de GLUT2 

(Song et al. 2016). Por otra parte FoxO1 puede ser activado por JNK, la cual a su 

vez puede ser activada por ROS, la utilización de NAC podrían disminuir la actividad 

de JNK la cual no activaría a FoxO1 reduciendo la represión de Pdx1 incrementando 

los niveles de GLUT2. 
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A continuación se propone un modelo de integración de la interacción de los 

mecanismos moleculares asociados a la inducción de resistencia a la insulina 

inducida por MET. 

 

Modelo integrativo. El papel de la exposición a metamidofos en la inducción de la 

resistencia a la insulina en HepG2. La exposición a MET reduce los niveles de 
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glucógeno que podrían estar asociados con el aumento de la actividad de la 

glucógeno fosforilasa que promueve la glucogenólisis con el posterior aumento en 

la producción de glucosa. La glucosa puede metabolizarse a través de vías 

glucolíticas hasta el producto final "piruvato". El piruvato se puede metabolizar en 

mitocondrias por la piruvato deshidrogenasa (PDH) a acetil coenzima A (acetil-CoA), 

este proceso es necesario para la síntesis de lípidos. El Acetil-CoA se condensa 

con oxaloacetato y luego se puede oxidar, este proceso genera citrato. El Citrato se 

difunde al citoplasma, y es transformado a Acetil-CoA por la ATP-citrato liasa, el 

Acetil-CoA puede ser carboxilado a malonil coenzima A (Malonil-CoA) por la acetil-

CoA carboxilasa. El Malonyl-CoA es un represor de la oxidación de ácidos grasos, 

a través de la inhibición de la carnitina palmitoiltransferasa (Cpt) I. Además, Malonyl-

CoA es un metabolito utilizado por la ácido graso sintetasa (FAS) para aumentar la 

síntesis de ácidos grasos; el aumento de la síntesis de ácidos grasos y la inhibición 

de la oxidación de ácidos grasos conducen al aumento del contenido de lípidos 

intracelulares. El aumento de los ácidos grasos y sus compuestos intermedios, 

como el diacilglicerol y la ceramida, se ha relacionado con la activación de la 

proteína quinasa C (PKC); además, el aumento en el metabolismo de la glucosa se 

asocia con el aumento de ROS con la activación posterior de la quinasa N-terminal 

c-Jun (JNK). La PKC y JNK son una serina-quinasa que aumenta la fosforilación de 

serina en el receptor de insulina y en el sustrato receptor de insulina (IRS). La 

fosforilación de serina del receptor de insulina y el IRS conduce a su degradación 

con la regulación negativa de la ruta de PI3k-Akt, lo que reduce la translocación de 

GLUT4 estimulada por la insulina, dando como resultado una disminución en la 

captación y el consumo de glucosa. 
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ABSTRACT: Previous studies have shown that organophosphate pesticide (OP) exposure is associated
with oxidative stress. Methamidophos (MET) is an OP widely used in agriculture, which is regarded as a
highly toxic pesticide and it is a potent inhibitor of acetylcholinesterase. The aim of this study was to eval-
uate whether MET can induce oxidative stress at low concentrations in primary cultures of human periph-
eral blood mononuclear cells (PBMCs). PBMCs from healthy individuals were exposed to MET (0–80 mg/
L) for 0–72 h. We performed the MTT and neutral-red assays to assess the cytotoxicity. As indicators of
oxidative stress, the levels of reactive oxygen species (ROS) were assessed using flow cytometry, and
the malondialdehyde (MDA) and reduced glutathione (GSH) levels were determined. MET decreased the
viability of PBMCs in a dose-dependent manner. At concentrations of 3, 10, or 20 mg/L for 24 h, MET
increased the ROS production significantly compared with the vehicle control. Similarly, MET increased
the levels of MDA at the same concentrations that increased ROS (10 and 20 mg/L); however, no changes
in GSH levels were observed. These results suggest that MET increased the generation of oxidative stress
in PBMCs. VC 2015 Wiley Periodicals, Inc. Environ Toxicol 32: 147–155, 2017.

Keywords: methamidophos; oxidative stress; reactive oxygen species; malondialdehyde; organophos-
phate pesticide

INTRODUCTION

Organophosphate pesticides (OP) are widely used around

the world (Schreinemachers and Tipraqsa, 2012) to increase

agricultural production and to control vector-borne diseases

(Schreinemachers and Tipraqsa, 2012; Ecobichon, 2001).

The main target of action for OP is the inhibition of acetyl-

cholesterase in the central and peripheral nervous systems

(Kamanyire and Karalliedde, 2004). However, it has also

been postulated that both acute and chronic exposures to

these compounds alter the redox processes and thus induce

oxidative stress (Lukaszewicz-Hussain, 2010).
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The excessive generation of reactive oxygen species

(ROS) and reduction in antioxidant defenses cause damage

to all vital macromolecules, including lipids, proteins, and

DNA (Halliwell and Whiteman, 2004). Epidemiological

studies have shown an association between occupational

exposure to OP and oxidative stress (Kisby et al., 2009;

Rastogi et al., 2009; Muniz et al., 2008; Shadnia et al.,

2005). The role of oxidative stress in the induction and

development of various diseases, such as cancer (Ahmed,

1999), diabetes (Wei et al., 2009), Alzheimer’s, and Parkin-

son’s (Guo et al., 2013) has been reported; these conditions

have also been associated with OP exposure (Karami-Moha-

jeri and Abdollahi, 2011; Parron et al., 2011; Rezg et al.,

2010; Waddell et al., 2001). Therefore, it is important to

determine whether oxidative stress could be an important

mechanism through which OP exert their toxicological

effects. In this context, several in vivo (Demir et al., 2011;

Zama et al., 2007; Fortunato et al., 2006) and in vitro (Prins

et al., 2014; Edwards et al., 2013; Moore et al., 2010) studies

have shown that some OP can induce oxidative stress. How-

ever, the information is insufficient for other OP.

Methamidophos (MET; O, S-dimethyl phosphoramido-

thiolate) is one of the most widely used OP in the world

(FAO, 2011). It is classified as class Ib by the WHO as a

highly toxic OP (WHO, 2009) and has been restricted for

use and sale in certain countries (USEPA, 2006; UNEP/

FAO, 1997). However, its use has increased in developing

countries. In Mexico, MET is one of the most widely used

pesticides in agriculture (Rojas-Garcia et al., 2011; Schil-

mann et al., 2010; Cortes-Genchi et al., 2008; Perez-Herrera

et al., 2008; Recio-Vega et al., 2008). Like other OP, MET

exerts its acute toxic effect by inhibiting the activity of the

acetylcholinesterase enzyme (Emerick et al., 2012).

Oxidative stress as a mechanism of toxicity associated

with exposure to MET has been little studied, although it is

known that MET decreases the superoxide dismutase

enzyme (Panemangalore and Bebe, 2000) and increases lipid

peroxidation (Kalkan et al., 2009). Recently, concentrations

of 20 and 40 mg/L of MET have been reported to induce

oxidative stress in PC12 cells (Lu et al., 2012). However, the

literature is scarce regarding the involvement of oxidative

stress in the toxicity induced by low concentrations of MET.

Therefore, the aim of this study was to evaluate whether

MET can induce oxidative stress at low concentrations in

primary cultures of human peripheral blood mononuclear

cells (PBMCs).

MATERIALS AND METHODS

Chemicals

Methamidophos, technical grade (purity 97.7%, CAS#:

10265-92-6), was purchased from Sigma-Aldrich (Seelze,

GER) and dissolved in DMSO purity 99.9% (Sigma-Aldrich,

Fulda, GER), such that the final solvent content was <1% in

the cell cultures. The concentrations used in this study (3,

10, and 20 mg/L) were selected based on the results of the

preliminary cytotoxicity assays (Fig. 1) and because these

concentrations (10 and 20 mg/L) were previously used by

Lu et al. (2012).

Subjects

Primary cultures of PBMCs from healthy male donors

(n 5 10) between 21 and 25 years of age, with no history of

occupational exposure to pesticides, alcohol use, consump-

tion of antioxidant supplements (vitamins), genetic diseases,

smoking, or drug use were used. The participation of each

subject was voluntary. Informed consent was obtained from

the subjects according to the recommendations of the Hel-

sinki declaration.

Cell Culture

Primary cultures of PBMCs were obtained using Ficoll-

Hypaque-1077 (Sigma-Aldrich, St. Louis, MO). The PBMCs

were plated in RPMI-1640 medium (Gibco, Grand Island,

NY) supplemented with 5% fetal bovine serum, 0.2 mM L-

glutamine, 1% of nonessential amino acids, and 1% antibi-

otic/antimycotic (10 units penicillin, streptomycin 0.01 mg,

and 0.025 mg amphotericin B). The incubations were per-

formed at 378C in a humidified atmosphere with 5% CO2.

The PBMCs were stabilized for a period of 24 h before each

assay.

Fig. 1. Effect of MET on PBMCs viability. PBMCs were incu-
bated with various concentrations of MET for 24 h, and the
cell viability (%) was determined using the MTT and neutral
red uptake assays (NR) *Significant difference (p< 0.05)
between the cells exposed to MET and the vehicle control
“DMSO” (0 mg/L). The dotted line indicates a 20% decrease
in cell viability. The data represent the mean and standard
error of three independent experiments.
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Cytotoxicity Assays

Cell viability was measured by assay of quantitative colori-

metric neutral red uptake (Sigma-Aldrich, St. Louis, MO)

using the conditions proposed by Repetto et al., (2008), and

by assay of MTT (Sigma-Aldrich, St. Louis, MO) according

to the protocol proposed for Mosmann (1983). For both

assays, the cells were suspended at 250,000 cells/mL and

cultured in 96-well plates in a final volume of 200 mL per

well. They were exposed to MET at concentrations of 3, 5,

10, 15, 20, 40, 60, or 80 mg/L for 24 h. The neutral red

uptake assay was performed as follows: the medium was

removed and 100 lL of neutral red (40 lg/mL in RPMI-

1640) was added and incubated for 2 h. The dye was

removed, and the cells were washed 3 times with phosphate-

buffered saline (PBS, pH 7.4, NaCl 0.138 M, KCl

0.0027 M). Finally, 100 lL of a solubilizing solution

(10 mL deionized water, 10 mL of 96% ethanol, and 0.2 mL

of 99.8% glacial acetic acid) was added to each well. The

absorbance at 545 nm was measured after 10 min using a

Statfax 2100 plate reader (Awareness Technology, Palm

City, FL). The MTT assay was performed as follows: the

medium was removed and replaced with 50 mL of MTT

(0.5 mg/mL in RPMI 1640) and incubated for 4 h. Then 100

lL of DMSO was added to each well to dissolve the forma-

zan crystals; after 30 min of shaking, the absorbance was

read at 545 nm and corrected at 630 nm by dual wavelength

detection. Untreated controls (cells with only culture

medium) and vehicle controls (cells with <1% DMSO)

were included in each test. The concentrations where the via-

bility was less than or equal to 80% compared with the vehi-

cle control were considered cytotoxic. Three independent

experiments were performed in triplicate for each condition.

For subsequent experiments, only the noncytotoxic and low

concentrations (3, 10, and 20 mg/L of MET) were used.

Measurements of Intracellular ROS Levels

The intracellular production of ROS was determined using

the fluorogenic probe CellROX
VR

Green (Life Technologies,

Eugene, OR), following the manufacturer’s specifications.

For this experiment, 1.25 3 106 cells/mL in 96-well plates

were exposed to MET (3, 10, or 20 mg/L) for 6 h, after

which 5 mM of the CellROX probe was added. After incuba-

tion for 30 min, the cells were washed 3 times with PBS and

then suspended in 3 mL PBS. The fluorescence at 485/

520 nm was determined using an FACS-Canto II flow

cytometer (Becton Dickinson, San Jose, CA). A total of

100,000 events were acquired for each tested condition, and

the analysis was performed using the FACSDIVA V 6.1.3

software (Becton Dickinson). Each condition was evaluated

in duplicate in two independent experiments. In each test,

untreated controls (cells with only culture medium) and

vehicle controls (cells with <1% DMSO) were included.

Lipid Peroxidation Assay

The lipid peroxidation was assessed by measuring malon-

dialdehyde (MDA) levels using the kit “LOP-FR 12
VR

”

(Oxford Biomedical Research, Oxford, MI). This assay is

based on the reaction of the chromogenic reagent N-methyl-

2-phenylindole with MDA at 458C to yield a stable chromo-

phore. For this assay, samples of 12 3 106 cells/mL (in 24-

well plates in a final volume of 500 mL) were exposed to 3,

10, or 20 mg/L of MET for 24 h. The medium was removed,

and the cells were washed 3 times with PBS. The cells were

recovered, and 20 lL of Tris–HCl at 50 mM at pH 7.4 was

added, followed by 5 freeze–thaw cycles in a liquid nitro-

gen/water bath at 458C. Next, 15 lL of N-methyl-2-phenyl-

indole and 15 lL of 12 N hydrochloric acid were added.

This mixture was incubated for 1 h at 458C, and the tubes

were then centrifuged at 16872.9 3 g for 15 min. The super-

natant was recovered, and the absorbance at 586 nm was

determined using a Nanodrop 2000c spectrophotometer

(Thermo Fisher Scientific, Atlanta, GA). The concentration

of MDA was determined from a standard curve. Each condi-

tion was analyzed in duplicate in two independent experi-

ments. In each test, untreated controls (cells with only

culture medium) and vehicle controls (cells with <1%

DMSO) were included.

Reduced Glutathione Assay

The reduced glutathione (GSH) levels were determined

using the “Glutathione Assay Kit” (Calbiochem, San

Diego, CA). This assay is based on a chemical reaction that

carry out in two phases. The first phase leads to the

formation of substitution products (thioethers) between the

reagent 4-chloro-1-methyl-7-trifluromethyl-quinolinium

methylsulfate, and all mercaptans which are present in the

sample. The second phase is a b-elimination reaction that

takes place under alkaline conditions, which specifically

transforms the substitution product obtained with GSH into

a chromophoric thione with a maximal absorbance at

400 nm. For this experiment, 6 3 106 cells/mL (in 24-well

plates in a final volume of 500 mL) were exposed to 3, 10,

or 20 mg/L of MET for 6 or 24 h. The medium was

removed, and the cells were washed 3 times with PBS. The

cells were suspended in 30 lL of metaphosphoric acid rea-

gent grade solution (Sigma-Aldrich, Fulda, GER) at 5%

(W/V in water distillate) and immediately vortexed at 48C,

the lysed cells were then centrifuged at 3000 3 g at 48C for

10 min. The supernatants were recuperated and store at 48C

for 1 h. Next, 60 lL of potassium phosphate containing

diethylenetriamine pentaacetic acid and lubrol were added,

after which 5 lL of 4-chloro-1-methyl-7-trifluromethyl-

quinolinium methylsulfate were added and mixed. Next 5

lL of 30% NaOH were added and mixed. This mixture was

incubated for 10 min at 258C in the dark, and the absorb-

ance at 400 nm was determined using a Nanodrop 2000c
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spectrophotometer (Thermo Fisher Scientific, Atlanta, GA).

The concentration of GSH was determined from a standard

curve. Each condition was analyzed in duplicate in two

independent experiments. In each test, untreated controls

(cells with only culture medium) and vehicle controls (cells

with <1% DMSO) were included.

Statistical Analysis

The statistical analyses were performed using the statistical

package STATA version 13.0 (College Station, TX). The

results are presented as means and standard errors. Either

an ANOVA or Kruskal–Wallis analysis with Dunnett’s

post-hoc test was used to evaluate the effect of MET on

cytotoxicity, ROS, GSH, and MDA generation. Pearson’s

correlation coefficient was calculated to evaluate the dose–

effect relationship. Linear regression analysis was per-

formed to calculate the lethal concentration fifty (LC50%).

The graphs were prepared using the GraphPad 5 program

(La Jolla, CA). P-values <0.05 were considered statisti-

cally significant.

RESULTS

Cytotoxicity of Methamidophos

Cell viability evaluated by neutral red and MTT assays

showed that MET was cytotoxic at concentrations �40 mg/L,

as indicated by decreases in cell viability of more than 20%

compared with the vehicle control (p< 0.05). The cell viabil-

ity at concentrations >40 mg/L showed a dose-dependent

reduction, as shown in Figure 1. No significant difference

between the vehicle and the untreated controls was observed

(data not shown). LC50% estimated by neutral red and MTT

assays were 128.9 mg/L (y 5 20.34x 1 94.41, R2 5 0.92) and

68 mg/L (Y 5 20.74x 1 100.45, R2 5 0.93), respectively.

Effect of Methamidophos on the
Induction of ROS

MET concentrations of 3, 10, or 20 mg/L increased intracellu-

lar ROS production in the PBMCs, as shown in Figure 2. The

increases compared with the vehicle control were 3-, 4.9-, and

8.6-fold for concentrations of 3, 10, or 20 mg/L, respectively.

In addition, the increase was dose-dependent (R2 5 0.8,

p< 0.001). There was no difference between the ROS levels

in the vehicle and untreated controls (data not shown).

Effect of Methamidophos on Lipid
Peroxidation

MET increased the levels of MDA 6.2-, 15-, or 29-fold com-

pared with the vehicle control when the cells were exposed

to 3, 10, or 20 mg/L for 24 h, respectively. This increase was

dose-dependent (R2 5 0.77, p< 0.001) (Fig. 3). There was

Fig. 2. Effect of MET on ROS production. PBMCs were
exposed to various concentrations of MET for 6 h. *Signifi-
cant difference between the vehicle control “DMSO” (0 mg/
L) and the MET-treated cells (p<0.05). The data represent
the mean and standard error of two independent
experiments.

Fig. 3. Effect of MET on MDA generation. PBMCs were
exposed to various concentrations of MET for 24 h. *Signifi-
cant difference between the vehicle control “DMSO” (0 mg/
L) and the MET-treated cells (p<0.05). The mean and
standard error from two independent experiments are
presented.
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no difference between the ROS levels in the vehicle and

untreated controls (data not shown).

Effect of Methamidophos on GSH Levels

MET concentrations of 3, 10, or 20 mg/L decreased the

GSH levels for 24 h, 0.17-, 0.18-, and 0.11-fold compared

with the vehicle control, respectively (Fig. 4), although that

was no statistically significant. There was no difference

between the GSH levels in the vehicle and untreated controls

(data not shown).

Correlation Between Induction of ROS and
Generation of Lipid Peroxidation

As shown in Figure 5, a highly significant correlation

(R2 5 0.98, p< 0.01) was found between ROS production

and MDA generation, suggesting that lipid peroxidation

(analyzed 24 h postexposure) is preceded by the increase in

ROS production (analyzed 6 h postexposure), and both

effects are dose-dependent.

DISCUSSION

Increases in ROS levels with subsequent oxidative damage

to DNA, lipids, and proteins is considered as oxidative

stress, which can be attributed to various factors including

exposure to xenobiotics (Roberts et al., 2009) such as OP

(Lukaszewicz-Hussain, 2010). Oxidative stress can alter sev-

eral cell signaling pathways that are associated with the ini-

tiation, development, and promotion of various diseases

(Saeidnia and Abdollahi, 2013). In this study, we investi-

gated whether MET can induce oxidative stress in PBMCs

at low concentrations. The results suggest that MET can

induce oxidative stress in this model.

This study showed that MET induces cytotoxic effects on

PBMCs at concentrations >40 mg/L, and this effect was

dose-dependent. The cytotoxic effect of MET was recently

studied by Lu et al. (2012), who reported that exposure for

24 h to 80 mg/L of MET in PC12 cells reduced cell viability

by more than 20%. Furthermore, Li et al., (2012) showed

that exposure of SK-N-SH cells to higher concentrations

(500 mg/mL) of MET for 24 h decreased cell viability. These

data suggest different susceptibilities as a function of the cell

lines used. The PBMCs in our study model were more sensi-

tive than the cells used in previous studies. The difference

between the results obtained in the PBMCs and the PC12

and SK-N-SH cell lines may be attributed to an intrinsic

resistance to cell death in tumorigenic cells (Indran et al.,

2011).

The LC50% estimated by MTT assay was smaller in

relation to the estimated by neutral red uptake assay on

equal times of exposure. These different profiles have been

reported in toxics that deregulate ions channels, these

toxics showed LC50% higher estimated by red neutral

uptake assay in relationship with MTT assay (Weyermann

et al., 2005). Furthermore, this difference while has been

observed in toxics that cause damage to organelles

(Review in Creppy et al., 2014). In this context, MET

downregulated the calcium channel voltage-dependent in

SK-N-SH cells at concentration of 500 mg/mL (Li et al.,

2012). In addition, recently Peng et al., (2015) have

reported that MET induced damage of various organelles

in brain tissue of Paralichthys olivaceus exposed by 72 or

144 h at 10 mg/L. These data suggest that MET could

downregulated ions channels and/or damage intracellular

Fig. 4. Effect of MET on GSH levels. PBMCs were exposed
to various concentrations of MET for 24 h. The mean and
standard error from two independent experiments are
presented.

Fig. 5. Correlation between ROS production and lipid perox-
idation induced by MET. The data shown are the mean and
standard error of two independent experiments.
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organelles. More studies are necessary for identify the

mechanism of damage cellular in PBMCs in response to

MET.

The consequences of the cytotoxicity of MET (>40 mg/

L) have not been characterized. In this regard, MET induced

apoptosis in the SK-N-SH cells (Li et al., 2012), suggesting

that cytotoxic concentrations of MET may induce apoptosis.

This mechanism of cell death has been demonstrated for

other OP (Das et al., 2006), which, like MET, are oxons. For

example, paraoxon induces apoptosis through the activation

of mitochondrial pathways (Saleh et al., 2003). Thus, the

induction of high oxidative stress levels with subsequent

mitochondrial dysfunction may be the main trigger of the

apoptosis induced by exposure to OP (Karami-Mohajeri and

Abdollahi, 2013). However, further studies focused on

describing the mechanisms of cell death induced by expo-

sure at �40 mg/L MET must be performed.

We found that MET concentrations of 3–20 mg/L

increased ROS production in the PBMCs compared with the

vehicle control, which suggests that MET induces oxidative

stress in these cells. This increase in ROS could be due to

increases in proinflammatory cytokines such as TNF-a that

are induced by MET at concentrations similar to the ones

used in this study (25 mg/mL) (Li et al., 2012). TNF-a acti-

vates ROS production in mitochondria by damaging the

mitochondrial chain complex III (reviewed in Chen et al.,

2008). The increase in ROS found in this study is consistent

with the increase reported by Lu et al., (2012) in the range

of concentrations from 10 to 40 mg/L; these investigators

showed an increase of 1.19-fold in the ROS levels at

40 mg/L.

MET increased MDA generation relative to the vehicle

control by 3.1-, 7.5-, and 14.5-fold at concentrations of 3,

10, and 20 mg/L, respectively. The increase in MDA, a prod-

uct of the lipoperoxidation process used as a biomarker of

oxidative stress (Halliwell and Whiteman, 2004), after expo-

sure to OP has been observed in vivo studies (Saquib et al.,

2012; Zama et al., 2007; Fortunato et al., 2006). Recently, it

has been reported that exposure in vitro to other OPs, includ-

ing parathion, methylparathion (Edwards et al., 2013), and

malathion (Moore et al., 2010), induces lipid peroxidation in

HepG2 cells. Our results showed that MET, even at noncyto-

toxic concentrations, increased ROS production, and this

increase was correlated with MDA generation, suggesting

that the exposure to MET induced oxidative stress in

PBMCs. The high correlation between the ROS generation

and increased levels of MDA suggests that lipoperoxidation

is secondary to the induction of ROS because the methyl

groups (ACH2–) of polyunsaturated fatty acids are major tar-

gets of ROS (Siddique et al., 2011). Furthermore, several

studies showing DNA damage as a consequence of oxidative

stress since the increase in ROS levels generates oxidative

damage to DNA (Kisby et al., 2009), while the MAD can

induce adducts in DNA (Marnett, 1999). In this context,

unpublished data of our research group showed that expo-

sure to MET of PBMCs for 24 or 48 h (3, 10, or 20 mg/L)

induces genotoxic damage. Also, this effect has been

reported in other cellular models such as PC12 cells (Lu

et al., 2012).

Three different mechanisms have been proposed, by

which the OP may induce oxidative stress: (1) the overpro-

duction of ROS during the metabolism of the OP (Kashyap

et al., 2011), (2) a disturbance of redox cycling in the cells

by increasing levels of free radicals, including the superox-

ide anion (Mishra and Srivastava, 2015), and (3) a decrease

in the levels of nonspecific antioxidant systems, including

GSH, and specific enzymes such as SOD and CAT

(Reviewed in Banerjee et al., 2001). In this context, we

observed no significant changes in GSH concentrations of

PBMCs in response to MET exposure for 24 h. GSH is the

most abundant unspecific antioxidant in the cell, modifica-

tion in its concentrations are associated with changes in anti-

oxidant enzymes such as superoxide dismutase, catalase, and

glutathione peroxidase (GPx) (reviewed in Tew and Town-

send, 2012). Reduction dramatic of GSH levels in PBMCs is

associated with cell death induction independent of ROS

induction (Franco et al., 2007). The decrease in GSH levels

determined in this study was similar to reports in PC12 cells

exposed to MET for 24 h; in this model, a decrease of GSH

levels of 0.12- and 0.20-fold for concentrations of 20 or

40 mg/L, respectively, was observed (Lu et al., 2012). The

insignificant reduction in GSH levels has been reported in

PBMCs exposed for 24 h to low and no cytotoxic concentra-

tions of malathion (5, 10, or 20 mM); also it was observed

that the exposure to cytotoxic concentrations (50 or 100 mM)

decreased the GSH levels. The GSH levels were associated

with chances in the heat shock protein 27 (HSP27) levels.

These data showed that at low concentrations (5–20 mM),

HSP27 levels increased in PBMCs and decreased at highs

concentrations (50 or 100 mM). The authors suggested that

induction of HSP27 at low dosage (5–20 mM) is a mechanics

by which PBMCs are protected of GSH depletion; however,

the exposure to high concentrations of malathion resulted in

no significant increase in HSP27 leads to GSH depletion,

and massive cell death (Ahmed et al., 2009). More studies

are necessary for evidentiary the role of HSP27 in the pro-

tection of GSH levels as a mechanism cytoprotective of

PBMCs in response to exposure at MET.

The MET concentrations used in this study were 3, 10,

and 20 mg/L, which are equivalent to 0.0213, 0.071, and

0.142 mM, respectively. These concentrations have been

reported to decrease the activity of acetylcholinesterase

(AChE) and neuropathy target esterase (NTE) (Emerick

et al., 2012; Bertolazzi et al., 1991) by <5%. In addition,

this low percentage of inhibition is not associated with the

presence of symptoms of acute poisoning, in which there is

a reduction of 80% AChE activity (OP-acute cholinergic

syndrome) or a reduction of 77% of NTE (OP-induced

delayed neuropathy) (McConnell et al., 1999). Additionally,

it has been reported that the levels of absorbed MET may
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reach concentrations of 10–20 mg/L in workers involved in

spraying/mixing activities that used MET (based on a 5-h

workday) (Lonsway et al., 1997).

The data obtained in this study suggest that low- and non-

cytotoxic concentrations of MET are capable of increasing

ROS production and MDA generation in PBMCs. These

data are consistent with the induction of oxidative stress

without effects on cell viability. However, additional studies

focused on determining the cytoprotective mechanism devel-

oped in oxidative stress induction by MET are necessary.
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Abstract
Exposure to malathion (an organophosphate pesticide widely used around the world) has been associated with alterations in
blood glucose concentration in animal models. However, the results are inconsistent. The aim of this meta-analysis was to
evaluate whether malathion exposure can disturb the concentrations of blood glucose in exposed rats. We performed a literature
search of online databases including PubMed, EBSCO, and Google Scholar and reviewed original articles that analyzed the
relation between malathion exposure and glucose levels in animal models. The selection of articles was based on inclusion and
exclusion criteria. The database search identified thirty-five possible articles, but only eight fulfilled our inclusion criteria, and
these studies were included in the meta-analysis. The effect of malathion on blood glucose concentration showed a non-
monotonic dose-response curve. In addition, pooled analysis showed that blood glucose concentrations were 3.3-fold higher
in exposed rats than in the control group (95% CI, 2–5; Z = 3.9; p < 0.0001) in a random-effect model. This result suggested that
alteration of glucose homeostasis is a possible mechanism of toxicity associated with exposure to malathion.

Keywords Malathion . Organophosphate pesticides . Hyperglycemia . Animal models

Introduction

Disruption of energetic metabolism has been considered a
mechanism through which organophosphate pesticides (OP)
exert their toxicological effects (Romero-Navarro et al. 2006;

Basiri et al. 2007; Karami-Mohajeri and Abdollahi 2011;
Lasram et al. 2015b; Mostafalou and Abdollahi 2016).
Malathion (diethyl (dimethoxyphosphinothioylthio) succi-
nate) is a broad-spectrum OP classified by the World
Health Organization as a slightly hazardous pesticide,
and this OP is used widely in agriculture and brigades
to control vector-borne diseases (WHO 2010). The neuro-
toxic effects induced by exposure to malathion are caused
by the inhibition of acetylcholinesterase in the central and
peripheral nervous systems (Karami-Mohajeri and
Abdollahi 2011; Karami-Mohajeri et al. 2014; Fakhri-
Bafghi et al. 2016).

In addition, acute, subchronic, or chronic exposure to mala-
thion has been associated with metabolic perturbations in ex-
posed populations (Namba 1971; Raafat et al. 2012) and animal
models (Gupta 1974; Rezg et al. 2007; Lasram et al. 2015a); the
most frequently found alteration is hyperglycemia (Abdollahi
et al. 2004; Mostafalou et al. 2012; Lasram et al. 2015b).
Hyperglycemia is a pathophysiologic state characterized by an
abnormal increase in blood glucose concentrations; this state has
a key role in the development of chronic diseases, such as dia-
betes mellitus type 2, stroke, and cardiovascular diseases
(Levitan et al. 2004; Barclay et al. 2008; Stead et al. 2009).
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Peripheral tissue and hepatic insulin resistance or enhanced
hepatic glucose production have been associated with the in-
duction of hyperglycemia states (Brealey and Singer 2009).
Insulin resistance is associated with multiple risk factors, such
as genetic factors, a sedentary lifestyle, a Western diet, and
obesity (Petersen and Shulman 2006), while enhanced hepatic
glucose production occurs in response to hepatic or tissue
damage (Li and Messina 2009).

Exposure to malathion in animal models has proven to be a
risk factor for the development of hyperglycemia by inducing
insulin resistance (Mostafalou et al. 2012; Lasram et al.
2015a) and enhancing hepatic glucose production
(Abdollahi et al. 2004; Pournourmohammadi et al. 2005;
Vosough-Ghanbari et al. 2007), although results have been
inconsistent (Rezg et al. 2006, 2007; Flehi-Slim et al. 2015).
Thus, it is necessary to perform a systematic review and meta-
analysis of the results obtained in animal models to provide an
external validation of primary studies, which could reduce the
risk of publication bias (Hooijmans et al. 2014a). In the pres-
ent work, we performed a systematic review and meta-
analysis to arrive at pooled estimates for the effect of malathi-
on exposure on blood glucose concentrations in animal
models.

Materials and methods

To carry out this work, we followed the recommendations of
the Preferred Reporting Items for Systematic Reviews and
Meta-Analyses (PRISMA) guidelines (Liberati et al. 2009).
A literature search was performed on databases (PUBMED,
EBSCO, Google Scholar) (up to 12/2016) using the following
term restrictions: Borganophosphates pesticides,^
Bmalathion,^ Bglucose,^ Bimpaired glucose toleration,^
Bblood glucose,^ Binsulin resistance,^ and Banimal models.^
The terms were grouped into three principal components
Bmalathion,^ Bblood glucose concentration,^ and Banimal
models.^ We used the Medical Subject Headings (MeSH)
terms; in addition, the most frequent synonyms were added.
The full strategy for each individual component is presented in
the Table 1. The search also included the review of the cited
bibliographies to identify omitted articles.

Selection criteria and data extraction

The selection criteria were as follows: original articles that (1)
administered malathion to rats, (2) provided the number of
animals used for each experimental group, (3) and reported
the administered dose and time of exposure. When duplicate
works of a research group existed, only the most recent report
was considered. The result of interest was the blood glucose
concentration expressed as the mean and standard error (or the
data for their estimation). Data were screened and extracted

independently by two investigators to identify and determine
if a study was included in this meta-analysis. Differences in
data extraction between investigators were infrequent and
were resolved by consensus. The following data was extracted
from each study: the publication year, name of the first author,
number of animals for each experimental group, dose admin-
istered, time of exposure, and blood glucose concentration.

Methodological quality assessment

Two independent reviewers submitted the studies that fulfilled
our inclusion criteria to quality assessment. We used the
BSYRCLE’s risk of bias tool for animal studies^ (Hooijmans
et al. 2014b), as a standardized method for quantification of
the risk of bias. The quality assessment for all the included
studies was expressed as a percentage. The division of the
number of articles that fulfilled with an item described in
SYRCLE’s risk tool and the total number of papers included
was used for estimated this percentage.

Statistical analysis

We performed a meta-regression with random effects to esti-
mate the changes in blood glucose concentrations from expo-
sure to malathion. The statistical model was yi = μ + βxi + τi +
εi; this model allows for the estimation of the variability be-
tween studies, and proportioned estimations of the parameters
were considered (Harbord and Higgins 2008). The mean and
linear splines were used to assess the dose-response relation-
ship; because this model does not have an Ba priori^ statistical
function, the x-axis was divided into equal-width intervals and
then the median of y and the median of x were estimated in
each interval (Gould 1993). In addition, the mean differences
and their 95% confidence intervals (95% CIs) of blood glu-
cose concentration were estimated in each study using random
effects; for this estimation, the I2 test was performed to mea-
sure heterogeneity, as this parameter indicates the proportion
of variation between studies with respect to total variation
(Sterne et al. 2008). Statistical analyses were performed using
the statistical package STATA version 13.0 (College Station,
TX).

Results

We identified 35 relevant articles through searching databases,
and eight studies fulfilled our inclusion criteria and were in-
cluded in the meta-analysis (Fig. 1). All studies used rats (al-
bino Wistar rats) as an experimental model. In addition, mal-
athion was administered orally, intramuscularly or intraperito-
neally, and the control groups received only the vehicle con-
trol without malathion. Each study reported the measurement
of blood glucose concentrations after exposure to malathion.
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The assessment of methodological quality of the studies in-
cluded in this review showed that these have a low risk of bias
(Fig. 2). These works meet most of the criteria for assessing
the methodological quality according to the SYRCLE’s risk of
bias tool for animal studies. However, the items BWas the
allocation to the different groups adequately concealed

during?, Were the caregivers and/or investigators blinded
from knowledge which intervention each animal received dur-
ing the experiment?, Were animals selected at random for
outcome assessment?^ showed a 100% of the unclear risk of
bias.

Fig. 1 Flow diagram of the
selection and eligibility of studies

Table 1 Terms of restriction used
for screening in the database Component 1: BMalathion^ Bmalathion^[MeSH Terms] OR Bmalathion^[All Fields]

Component 2: BBlood glucose
concentration^

((Bglucose^[MeSH Terms] OR Bglucose^[All Fields]) OR (Bblood
glucose^[MeSH Terms] OR (Bblood^[All Fields] AND Bglucose^[All
Fields]) OR Bblood glucose^[All Fields]) OR (Binsulin resistance^[MeSH
Terms] OR (Binsulin^[All Fields] AND Bresistance^[All Fields]) OR
Binsulin resistance^[All Fields]))

Component 3: BAnimal
models^

(Brats^[MeSH Terms] OR Brats^[All Fields] OR Brat^[All Fields]) AND
Banimals^[MeSH Terms:noexp]
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The time of exposure varied among the studies and
was categorized as acute (< 48 h) or chronic (> 48 h)
exposure; the dose administered was also diverse and
was categorized and reported for rats as low dose (≤
200 mg/kg) or high dose (˃ 200 mg/kg), considering a
1/10 of the lethal dose 50 (2000 mg/kg, reviewed in
WHO, 2009), Table 2. Alteration in some metabolic
parameters in animal models exposed to malathion is
shown (Table 3).

As shown in Fig. 3, a non-monotonic dose-response
curve comparing blood glucose concentrations and mal-
athion dose was determined. At low doses, a semi-linear
response was observed. However, at higher doses of
exposure, the blood glucose concentrations decreased.
The results of meta-regression showed a significant ef-
fect of exposure to malathion on blood glucose concen-

tration (β = 0.21; 95% CI, 0.1–0.3, p = 0.001; R2
adj ¼ 40:

42% ).
Stratified analyses of the time of exposure showed that

chronic exposure of malathion increased the effect on blood
glucose concentration (β = 0.4, 95% CI, 0.06–0.7, p = 0.025;
R2
adj ¼ 23:03% ) compared to that of acute exposure (β = 0.2,

95% CI, 0.2–0.3, p = 0.004; R2
adj ¼ 98:98% ).

A pooled analysis using a random effects model showed
that blood glucose concentrations were 3.3-fold higher in ex-
posed rats than in the control group (95% CI, 2–5; Z = 3.86;
p < 0.0001), and significant heterogeneity was observed
(p < 0.0001, I2 = 89.6%) (Fig. 4).

Discussion

The present study focused on determining the abnormal
increase of blood glucose concentrations after exposure
to malathion in animal models. Hyperglycemia is an
abnormal state of an increase in blood glucose concen-
trations. Long and frequent periods of hyperglycemia
are associated with the development of chronic diseases
(Levitan et al. 2004; Barclay et al. 2008; Stead et al.
2009), and the pathogenic mechanism is by the induc-
tion of insulin resistance (Tomás et al. 2002).

The effect of malathion on blood glucose concentration
followed a non-monotonic dose-response curve. Exposure to
doses less than 200 mg/kg showed a semi-linear dose-response
effect. An increase in blood glucose concentration could be
attributed to enhanced hepatic glucose production by the over-
stimulation of enzymes implicated in glycogenolysis (such as
glucogen phosphorylase) or in neoglucogenesis (such as phos-
phofructokinase) in the liver (Abdollahi et al. 2004; Basiri et al.
2007) or muscle tissue (Pournourmohammadi et al. 2005) at
low doses. However, exposure to high doses of malathion (>
200mg/kg) could have decreased blood glucose concentrations
by liver injury (Bissell et al. 2001). Along these lines, chickens
exposed to 10 mg/kg malathion for 60 days showed liver ne-
crosis (Sodhi et al. 2008). Additionally, hypoglycemia has been
reported in chicken embryos exposed to malathion, and this
reduction in blood glucose concentrations could be due to liver
injury (Arsenault et al. 1975). A similar effect has been reported

Fig. 2 Methodological quality of included studies using SYRCLE’s risk of bias tool. The risk of bias as a percentage for each item contemplate is shown
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in animals exposed to other OP such as diazinon (Teimouri
et al. 2006; Ghafour-Rashidi et al. 2007), chlorpyrifos (Acker
and Nogueira 2012), monocrotophos (Joshi and Rajini 2012),
acephate (Joshi and Rajini 2009), and parathion (Lassiter et al.
2008). The overstimulation of glycogenolysis enzymes was
linked with the increase of blood glucose concentration. In
addition, hyperglycemic effects have been observed in several
acute OP poisoning in humans (Rahimi and Abdollahi 2007),
which suggests that the induction of hyperglycemia is a possi-
ble mechanism through which OP exert their toxicological
effects.

Chronic exposure to malathion (> 48 h) was associated
with greater changes in blood glucose concentrations com-
pared with acute exposure (< 48 h). It has been reported that
the effects of malathion on blood glucose concentration is
time-dependent, with the major changes in glucose occurring
shortly after exposure (< 6 h) (Gupta 1974) because an in-
crease in blood glucose is transitory (Lasram et al. 2008).
Chronic exposure to malathion increased the frequency of
hyperglycemia states; this could be induced by the cell death
of β-pancreatic cells (Biarnés et al. 2002). Reduction in the

number of β-pancreatic cells has been associated with an ex-
acerbation of hyperglycemia states (Anuradha et al. 2014).

The blood glucose could be metabolized through of glyco-
lytic pathways to the finished product Bpyruvate^ that is me-
tabolized into mitochondria by the pyruvate dehydrogenase
(PDH) to acetyl coenzyme A (acetyl-CoA). The acetyl-CoA
is condensed with oxaloacetate and it can then be oxidized;
this process generates citrate (García-Ruiz et al. 2013). Citrate
is a negative regulator for glycolysis enzymes (Usenik and
Legiša 2010). The reduction of glycolysis activity disrupt
the metabolism of glucose lead to the persistence of hypergly-
cemic; malathion has shown the capacity for decrease glyco-
lytic enzymes (Ismail 2013), this could be a reason for the
hyperglycemia.

In addition, the exposure to OP has been linked with the
increase in de novo lipid synthesis by the overstimulation of
fatty acid synthetase (FAS) (Howell et al. 2016). The effects of
malathion on the activity of FAS are unknown. However, an
increase in blood levels of triglycerides and cholesterol has
been reported in animals exposed (Ismail 2013; Lasram
et al. 2015a). The increase of fatty acid levels leads to the

Table 2 Characteristics of the
studies contributing to the
analysis of the effect of malathion
exposure on blood glucose
concentration

Study, year Administered dose
(mg/kg)

na Time of exposure (h) Blood glucose
concentration (mg/dL)b

Acute (≤
48 h)

Chronic
(˃ 48 h)

Basiri et al. (2007) 0 4 432 62.2 (3.11)

4 672 63.4 (3.17)

20 4 432 76.4 (3.8)

4 672 72.2 (3.61)

Flehi-Slim et al. (2015) 0 6 720 162.14 (4.93)

1.3 6 720 164.12 (1.91)

13.7 6 720 176.91 (4.63)

137 6 720 192.77 (7.94)

Lasram et al. (2015b) 0 12 672 107 (2)

200 12 672 196 (5)

Matin and Siddiqui
(1982)

0 6 0.5 95.1 (2.9)

500 6 0.5 215 (10.9)

Matin and Husain
(1987)

0 6 2 94.6 (4.06)

500 6 2 200.5 (3.34)

Mostafalou et al. (2012) 0 6 768 89.16 (5.7)

25 6 768 119.5 (2.61)

50 6 768 112.3 (4.13)

Pournourmohammadi
et al. (2005)

0 8 672 102.7 (5.5)

10 8 672 148.3 (6.6)

20 8 672 164.9 (7.7)

Rezg et al. (2007) 0 16 768 116 (24)

100 16 768 120 (15)

a Number of albino Wistar rats for each experimental group
bValue displayed as the mean and standard error
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activation of protein kinase C (PKC). PKC is a serine
kinases leading to increase in serine phosphorylation in
insulin receptor substrates (IRS) and a decrease in the
activity de PI3K-Akt pathway; this results in the

reduction of glucose uptake stimulated by insulin lead
to hyperglycemia (Mittra et al. 2008).

On another hand, the hyperglycemia observed in animals
exposed to malathion has been linked with the oxidative stress

Table 3 Alteration in some metabolic parameters in animal models exposed to malathion

Source Dosage Number Duration Outcomes and results (compared
with controls)

Comments

Abdollahi
et al.(2004)

0, 100, 200, and
400 ppm

6 4 weeks ↑Glu; ↑GP; ↑PEPCK; ↔BW Hyperglycemic state was associated with the
overstimulation of glycolysis and
gluconeogenesis enzymes.

Chowdhury et al.
(1980)

1 g/kg of BW NA 48 h ↓Glucose uptake The reduction of glucose uptake was observed
without cellular damage in the intestine.

Gupta (1974) 50 mg/100 g of BW NA 6 and 12 h ↑Glu; ↑GlY The transitory hyperglycemic state was
observed.

Ismail (2013) 1.28 mg/kg of BW 8 4 weeks ↓HK; ↓PK; ↓PFK; ↓LDH; ↓GPI;
↑Chol; ↑Tg, ↑AST; ↑ALP
↑ALT; ↑γGT

The co-application of vitamin C, decrease the
hyperglycemic effects of malathion.

Johri et al. (2013) NA 6 42 days ↑Glu; ↑AST; ↑ALT The hyperglycemic state was observed.

Lasram et al.
(2008)

400 mg/kg of BW 10 2–12 h ↑Glu: ↑GlY: ↑MDA Reduction in pancreatic cellularity and the
induction of oxidative stress were
associated with a hyperglycemic state.

Lasram et al.
(2014b)

200 mg/ kg of BW 12 28 days ↑Glu; ↓GlY; ↑AST; ↑ALT; ↑Ins;
↑HbA1c; ↑HOMA-IR;
↑MDA, ↓GSH; ↓SOD; ↑IL-1β

Hyperglycemic state was associated with the
induction of insulin resistance, oxidative
stress, and inflammatory response.

Lasram et al.
(2015a)

200 mg/kg of BW 8 28 days ↑Glu; ↓GlY; ↑Ins; ↑HbA1c
↑HOMA-IR; ↑Chol; ↑Tg,
↓HDL-C; ↑LDL-C

The induction of dyslipidemia and insulin
resistance lead to hyperglycemia state.

Nili-Ahmadabadi
et al. (2013)

400 mg/kg of BW 6 2 h ↑OGGT; ↓Ins; ↑ROS; ↑MDA;
↑CPG; ↑8-OHdG

Acute exposure decreases the insulin
secretion; with induction of oxidative stress
in pancreatic cells.

Panahi et al.
(2006)

100-, 200-, and
400-ppm or 3-, 15-,
and 75 mg/kg of
BW

6 4 weeks or
0.5 h

↑Glu; ↑GK; ↑GDH Alterations in enzymes implicated in the
insulin release were observed.

Ramu and Korner
(1975)

2 g/kg of BW 8 6 h ↑Glu The application of atropine inhibit the
hyperglycemic effects of malathion.

Rezg et al. (2006) 100 mg/kg of BW 12 32 days ↑GLY; ↑HK Glycogen levels increase without changes in
blood glucose concentrations.

Rodrigues et al.
(1986)

650 mg/kg of BW NA 0.5–4 h ↑Glu The transitory hyperglycemic state was
observed.

Ruckmani et al.
(2011)

NA 6 0.3–4 h or
7–28 days

↑Glu; ↓GSH; ↓SOD; ↓CAT;
↓GPx; ↓GR; ↓GSH

The induction of oxidative stress in pancreatic
cells was associated with a hyperglycemic
stage.

Tuzcu et al.
(2014)

10 mg/kg of BW NA 24 h ↑Glu; ↑Ins, ↑TOS; ↓TAC Hepatic inflammatory damage was associated
with the development of hyperglycemic
state.

Wali et al. (1984) 5 mg/100 g of BW 6 45 days ↓Glucose uptake The capacity for adsorbing glucose in the
intestine was observed.

NA non-available data, BW body weight, ↑ increase, ↓ decrease,↔ no change,Glu glucose,GP glycogen phosphorylase, PEPCK phosphoenolpyruvate
carboxykinase, GlY glycogen, HK hexokinase, PK piruvatekinase, PFK phosphofructokinase, LDH lactate dehydrogenase, GPI glucose phosphate
isomerase, Chol cholesterol, Tg triglyceride, AST aspartate aminotransferase, ALT alanine aminotransferase, γGT gamma glutamyl transferase, ALP
alkaline phosphatase, MDA malondialdehyde, Ins insulin, HbA1c glycated hemoglobin, HOMA-IR homeostasis model assessment to assess insulin
resistance,GSH reduced glutathione, SOD superoxide dismutase, IL-1β interleukin 1β,HDL-C high density lipoprotein cholesterol, LDL-C low density
lipoprotein cholesterol,GLYC glycerol, Lact lactate,GlyK glycerol kinase,GS3Kb glycogen synthase kinase 3b,OGGToral glucose tolerance test, ROS
reactive oxygen species, CPG carbonyl groups, 8-OHdG 8-hydroxy-2′-deoxyguanosine, GK glucokinase, GDH glutamate dehydrogenase, HK hexo-
kinase, GPx glutathione peroxidase, GR glutathione reductase, TOS total oxidants, TAC total antioxidant capacity
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induction (Lasram et al. 2008, 2014a, b; Ruckmani et al. 2011;
Nili-Ahmadabadi et al. 2013; Tuzcu et al. 2014). This cellular
condition is associated with the activation of the c-Jun N-ter-
minal kinase (JNK). The JNK is a serine-kinase that increases
the serine phosphorylation in IRS leads to their degradation
with the negative regulation of PI3k-Akt pathway (Lee et al.
2003). This event reduces the GLUT4 translocation, resulting
in a decrease in the glucose uptake and consumption that
enhances the hyperglycemia (Tarantino and Caputi 2011).

The pooled analysis of the studies included in this work
showed that exposure to malathion increased the blood glu-
cose concentrations in exposed rats by 3.3-fold. The inter-
individual variability in response to a toxin is a widely ob-
served phenomenon; this variability has been attributed to
genetic, phenotypic, and environmental factors and their inter-
action (Nebert 2005). In animal models, this variability has

been observed. Figure 3 shows a high variability of basal
(0 mg/kg) blood glucose concentrations, and inter-individual
variability could be the cause of high and significant hetero-
geneity. In addition, meta-analyses of animal studies have of-
ten shown high heterogeneity attributed to differences in the
species used and the design of the intervention protocols
(Hooijmans et al. 2014a).

Data obtained in this work suggested that chronic or acute
exposure to malathion increased the blood glucose concentra-
tion. However, only eight studies were included. The small
number of articles used and the higher background inter-
individual variability of the animals are some limitations. In
addition, only two studies with a negative result were includ-
ed; a possible overestimation of associations is feasible.
However, this work agrees with a large body of evidence that
shows a relation between OP exposure and hyperglycemia
(Mostafalou 2016; Rahimi and Abdollahi 2007; Rezg et al.
2010; Mostafalou et al. 2012; Lasram et al. 2014a, b). The
implementation of experimental models without high variabil-
ity, such as in vitro models, is necessary to determine a possi-
ble mechanism of induced hyperglycemia after exposure to an
OP.

Conclusions

In conclusion, the results obtained in this systematic review
and meta-analysis of the primary studies based on animal
models showed a positive/negative relationship between mal-
athion exposure and the induction of a hyperglycemic state,
validating the hyperglycemic effect of malathion. These re-
sults provide important information that consider the exposure
to an OP as a possible risk factor for the development of
insulin resistance.

Fig. 3 Effect of malathion on the blood glucose concentration. Median
spline plots from dose-response curves are presented. Squares indicate
observed mean in individual studies. The dotted line is conformed of
linear segments whose slopes represent the dose-response relationship
in a specific range of values of the malathion dosage administered

Fig. 4 Forest plot of the blood
glucose concentration after
exposure to malathion generated
from a random-effect model. The
standardized mean difference
(SMD) between the rats treated
with malathion and control group
with the 95% CIs is presented.
The size of the gray box is
proportional to the weight
assigned to each study, and
horizontal lines represent the 95%
CIs
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Anexo 3 

Efecto protector de N-acetil-cisteína sobre la inducción de citotoxicidad, 

estrés oxidativo y genotoxicidad en células HepG2 expuestas a metamidofos
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Abstract 

Methamidophos (MET) is an organophosphate pesticide (OP) widely use in the 

word. This pesticide has been associated with the induction of cytotoxicity, 

oxidative stress, and DNA damage. However, these results were reported in 

researches that only tested low dosages in metabolic non-competent cells in 

acute time of exposure. This study evaluated the impact of chronic (48 and 96 

h) exposure to non-cholinergic (10, 20, 50-mg/L) and cholinergic (350 and 500 

mg/L) dosages on hepatocellular carcinoma cell line HepG2. Further, we 

analyzed possible attenuation of cytotoxicity, oxidative stress and 

genotoxicity potentials of MET using N-acetylcysteine (NAC). The cytotoxicity 

was evaluated with MTT and Neutral red uptake assays, the changes in levels 

of intracellular reactive oxygen species (ROS), malonaldehyde (MDA), reduced 

glutathione (GSH), were evaluated as oxidative stress biomarkers. The 

genotoxic effects were measured by alkaline comet assay. The results 

obtained showed that MET decreased the cell viability in HepG2. In addition, 

the oxidative stress biomarkers and DNA damage were increased in cells 

exposed to MET in comparison with vehicle control. The NAC co-

administration decreased the cytotoxicity, oxidative stress, and genotoxicity 

potentials of MET on HepG2 cells. This results supports the induction of 

oxidative stress as an important mechanism through which MET exert their 

toxicological effects. 

Keywords: DNA damage, cytotoxicity, oxidative stress, N-acetylcysteine.  
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Introducción. 

Un plaguicida es cualquier sustancia o mezcla de sustancias creadas con el fin de 

prevenir, destruir, repeler o controlar plagas (Organization 2010), de los plaguicidas 

más utilizados destacan los plaguicidas organofosforados (OP), los cuales son una 

de las clases más importantes por ser utilizados extensivamente para el control de 

plagas en cultivos agrícolas y para el control de vectores en todo el mundo 

(Ecobichon 2001; Schreinemachers and Tipraqsa 2012). Su uso excesivo y la 

exposición inevitable a estos xenobióticos han provocado daño en el ambiente y en 

la salud de la población (Mostafalou and Abdollahi 2016). 

La fosforilación irreversible del sitio catalítico de la acetilcolinesterasa (AchE), 

enzima que actúa a nivel de la unión colinérgica y sináptica en el sistema nervioso 

autónomo y central, es el principal mecanismo de toxicidad asociado a la exposición 

a OP (Kamanyire and Karalliedde 2004). Sin embargo la inducción de estrés 

oxidativo se ha propuesto como un mecanismo de toxicidad asociado a la 

exposición a OP (Lukaszewicz-Hussain 2010). Los mecanismos probablemente 

implicados en la inducción de estrés oxidativo por la exposición a OP son: la 

alteración de los ciclos redox por el incremento de radicales libres (Mishra and 

Srivastava 2013), por el decremento de la capacidad antioxidantes celular 

(Banerjee et al. 2001) y por la sobre producción de especies reactivas del oxígeno 

(ROS) asociadas a su metabolismo. 

El metamidofos (MET), es un OP ampliamente utilizado en México (Sánchez-Guerra 

et al. 2011b), cuyo principal mecanismo de toxicidad es por la inhibición de la AchE 

(Emerick et al. 2012), también se ha establecido la inducción de estrés oxidativo y 

la subsecuente inducción de citotoxicidad como mecanismos a través de los cuales 

el MET ejerce su toxicidad (Lu et al. 2012; Ramirez-Vargas et al. 2017). Sin 

embargo los resultados obtenidos hasta el momento difieren en función de la dosis 

y tiempo de exposición y al modelo celular empleado. 

Es conocido que los OP requieren de una bioactivacion durante su metabolismo, 

este proceso es realizado por los CYP450 en el hígado (Jokanović 2001). Por esta 

razón los hepatocitos son más susceptible a la inducción de estrés oxidativo, 
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derivado de la metabolización de diferentes xenobióticos tales como los OP (Limón-

Pacheco and Gonsebatt 2009). 

La utilización de antioxidantes han mostrado un efecto protector frente a la inducción 

del daño oxidativo por organofosforados en humanos con envenenamiento agudo 

(Vidyasagar et al. 2004); en modelos animales (Jallouli et al. 2016) y en modelos 

in vitro (Ehrich et al. 2011). 

Por lo anterior el objetivo del presente estudio fue determinar el efecto citotóxico y 

estrés oxidativo del MET en células HepG2 como un sistema de ensayo basado en 

el hecho de que el hígado constituye el órgano principal de biotransformación de los 

OP, además investigamos los efectos de la suplementación NAC . 

 

Material y métodos. 

Tratamiento 

El plaguicida utilizado fue Metamidofos grado técnico (pureza >97.7%, #CAS: 

10265-92-6 de la casa comercial Sigma-Aldrich; Seeze, GER), el cual se disolvió en 

DMSO pureza >97.9% y se consideró que el volumen final del solvente en los 

cultivos celulares fuera menor al 1%. Las dosis que se utilizaron en el estudio fueron 

de 10-, 20-, 50-, 350- y 500-mg/L, las cuales fueron seleccionadas en función de 

ensayos de citotoxicidad (Figura 1 y 2). 

Cultivo Celular 

La línea celular HepG2 (ATCC # HB-8065) fue donada por la Dra. Fragoso de la 

Universidad Autónoma De Morelos. Las células se cultivaron en medio DMEM 

(Gibco, Grand Island, NY), suplementado con suero fetal bovino (10%) y 

antibiótico/antimicótico (1%, 10 unidades de penicilina, estreptomicina 0.001 mg y 

0.025 µg de anfoterisina B). La incubación se realizó a 37 °C, en un ambiente 

humidificado con CO2 al 5%. El tratamiento con N-acetil-cisteína (10 mM) se realizó 

dos horas antes de la exposición a MET, este se indica con las siglas NAC. 

Citotoxicidad 
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El efecto citotóxico del MET se determinó usando los ensayos colorimétricos 

cuantitativos de retención de rojo neutro y MTT (3-(4,5- dimetiltiazol-2-ilo)-2,5-

difeniltetrazol), utilizando las condiciones propuestas por  (Repetto et al. 2008) y 

(Mosmann 1983) respectivamente. En ambos ensayos se utilizaron 100 000 cel/mL 

en placas de 96 pocillos con un volumen final de 200μL. Las células fueron 

expuestas a 10-, 20-, 50-, 350- o 500-mg/L a tiempos de 48 o 96 h. Posteriormente 

el medio fue retirado y se adiciono 100 μL de rojo neutro (40 μg/mL) o 100 µL de 

MTT (0.5 mg/mL) y se incubaron por 3 h. Para el ensayo de rojo neutro el colorante 

se retiró realizando 3 lavados con PBS (phosphate buffered saline, pH 7,4, NaCl 

0.138M, KCl 0.0027M) y se adicionó 100 μL de solución solubilizadora (50% 

etanol/1% de glacial ácido acético), para el ensayo de MTT el medio se retira y los 

cristales de formazan se disuelven en 100 µL de DMSO, en ambos casos las placas 

se mantuvieron en movimiento constante durante 10 min, y la absorbancia se 

determinó a 545 nm con una longitud de onda referente de 600 nm. En cada prueba 

se utilizaron controles de vehículo (células tratadas con <1% de DMSO) y controles 

basales (células sólo con medio de cultivo). La viabilidad celular se expresó en 

porcentaje calculada en función del control de vehículo “DMSO”. Se consideraron 

como concentraciones citotóxicas aquellas que fueron capaces de reducir en más 

del 10% la viabilidad celular (LC=10%). Cada concentración ensayada se realizó 

por sextuplicado en tres experimentos independientes. Las concentraciones 

utilizadas para ensayos posteriores serán no citotóxicas y de relevancia biológica. 

Determinación de ROS 

La generación intracelular de especies reactivas del oxígeno se determinó utilizando 

la sonda fluorogénica CellROX® Green (Life Technologies, Eugene, OR) siguiendo 

la especificaciones del fabricante, para ello 3 X105 células por mL (en placas de 24 

pozos en un volumen final 500 μL) se expusieron a 10-, 20-, 50-, 350- o 500-mg/L, 

en tiempos de 6 h, una vez terminado el tiempo de exposición las células se 

incubaron con 5 μM de CellROX por 30 min, el exceso de sonda fue eliminada al 

realizar tres lavados con PBS, entonces las células se re-suspendieron en 3 mL de 

PBS y la fluorescencia se determinó a 485/520 nm utilizando el citómetro de flujo 
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FACSCanto II (Becton Dickinson, San Jose, CA). Determinando 100 000 eventos 

por condición ensayada, el análisis se realizó utilizando el software FACSDIVA V 

6.1.3 (Becton Dickinson). Cada experimento se realizó por triplicado, en dos 

momentos independientes, en cada ensayo se utilizaron controles basales (células 

en medio de cultivo) y controles de vehículo (células con <1 % de DMSO). 

Lipoperoxidación 

El daño lipoperoxidativo se evaluó mediante la cuantificación de malonaldehido 

(MDA) utilizando el kit “LOP-FR 12” (Oxford Biomedical Research, Oxford, MI), este 

ensayo se basa en la reacción del reactivo cromogénico N-metil-2-fenilindol con el 

MDA a 45ºC el resultando en un compuesto cromogénico, para ello 1.5X106 cél/mL 

se expusieron a 10-, 20-, 50-, 350- o 500-mg/L, en tiempos de 48 o 96 h, 

posteriormente el medio se remueve y se realizan lavados con PBS, las células se 

recuperaron y homogenizaron en 20 µL de Tris-HCl a 50 mM a pH 7.4 y fueron 

sometidas a 5 ciclos de congelación/descongelación en nitrógeno líquido/baño 

maría a 45 °C, seguido de la adición de 15 μL de N-metil-2-fenilindol y 15 μL de 

ácido clorhídrico 12 N. Esta mezcla se incubó por 1 h a 45°C seguido de la 

centrifugación a 14 000 r.p.m. por 15 min, el sobrenadante fue recuperado y la 

absorbancia se determinó a 586 nm en el espectrofotómetro Nanodrop 2000c 

(Thermo Fisher Scientific, Atlanta, GO). Las concentraciones de MDA generado se 

calcularon en base a una curva estándar. Cada condición se realizó por duplicado 

en dos experimentos independientes. En cada ensayo se utilizaran controles 

basales (células en medio de cultivo) y controles de vehículo (células con <1 % de 

DMSO). 

Determinación de glutatión reducido (GSH) 

Se determinó las concentraciones de GSH utilizando el kit “Glutathion Assay” 

(Calbiochem, San Diego, CA). Este ensayo se basa en una reacción química que 

se realiza en dos fases. La primera fase conduce a la formación de productos de 

sustitución (tioéteres) y la segunda fase es una reacción de eliminación que se lleva 

a cabo en condiciones alcalinas, que específicamente transforma el producto de 

sustitución obtenido con GSH en un cromóforo con una absorbancia máxima a 400 



115 
 

nm. Para este experimento1.5X106 células se expusieron se expusieron a 10-, 20-

, 50-, 350- o 500-mg/L, en tiempos de 48 o 96 h, terminado el tiempo de exposición 

el medio fue removido y se realizaron 3 lavados con PBS, entonces las células se 

re-suspendieron en 30 uL de ácido metafosfórico (al 5% P/V en agua destilada) e 

inmediatamente se agitaron a 4°C, las células lisadas se centrifugaron a 3000 g a 

4°C por 10 minutos. Los sobrenadantes se recuperaron y se almacenaron a 4°C 

durante 1 h. Seguido de la adición de 60 µL de reactivo 1 y se mezcló, a esta mezcla 

se adiciono 5 µL de NaOH al 30%. Esta mezcla se incubó por 10 min a 25°C en 

oscuridad, la absorbancia fue determinada a 400 nm, las concentraciones fueron 

calculadas en base a una curva estándar. Cada condición se realizó por triplicado 

en dos momentos independientes. En cada ensayo se utilizó controles basales 

(células en medio de cultivo) y controles de vehículo (células con <1 % de DMSO). 

Genotoxicidad 

 

El daño genotóxico del MET sobre las células HepG2 se evaluó mediante el ensayo 

cometa en condiciones alcalinas, de acuerdo al método modificado de (Singh et al. 

1988). De manera breve, las células HepG2 se sembraron a una densidad celular 

de 2x105 células/mL en placas de 24 pozos. Se trataron con MET durante 48 y 96 

h. Posterior al periodo de exposición las células fueron tripsinisadas y 

resuspendidas en 75 L de medio basal DMEM y posteriormente fueron embebidas 

en 150 μL de agarosa de bajo punto de fusión al 0.5% (Sigma-Aldrich, EUA), de 

esta mezcla se colocaron 75 μL en un portaobjetos previamente cubierto con 150 

μL agarosa 0.5% de punto de fusión normal (Sigma-Aldrich, EUA). Los portaobjetos 

se sumergieron en solución de lisis (NaCl 2.5 M, Na2EDTA 100mM, Tris 10 mM, 

DMSO 10% y Triton X100 1%) durante toda la noche a 4°C. El desenrrollamiento 

del ADN se llevó a cabo en una solución alcalina (NaOH 300mM, 1mM Na2EDTA) 

por 20 min, antes de la electroforesis horizontal a 4ºC, 25 V (0.73 V/cm) y 300 mA 

durante 20 min. Los portaobjetos se lavaron con Tris-HCl 0.4M pH 4 y fueron 

deshidratados con etanol al 96%. Las laminillas se tiñeron con bromuro de etidio (20 

M/mL) y se observaron en un microscopio de fluorescencia equipado. con un 

excitador de 515-560 nm (Olympus BX-43), equipado con el software Comet Assay 
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IV, versión 4.3.1, (Perspective Instruments, Suffolk, UK). Los parámetros que se 

reportaron fueron los siguientes: Tail Momen (TM), Tail DNA intensity (Tail DNA %).  

Resultados. 

Efecto del metamidofos sobre la viabilidad celular. 

La viabilidad celular pos-exposición a MET fue evaluada utilizando el ensayo de 

retención de rojo neutro (RN) y de MTT. El porcentaje de viabilidad celular estimado 

por RN demostró que el MET no induce efectos citotóxicos (reducción en más del 

10% de la viabilidad celular) en las células HepG2 en ningún tiempo de exposición 

(Fig. 1), sin embargo estos resultados no fueron concordantes con los estimados 

por el ensayo de MTT, como se muestra en la figura 2, existe una reducción 

significativa de la viabilidad celular a dosis de 350 y 500 mg/L, cuando las células 

fueron expuestas por 48 h y 96 h.  

Efectos del metamidofos sobre la inducción de ROS 

La exposición por 6 h a MET incrementó los niveles intracelulares de ROS (figura 

3). El incremento de los niveles de ROS fueron solamente significativos para las 

dosis de 350 y 500 mg/L (Figura 3).  

Efecto del metamidofos sobre la lipoperoxidación 

La exposición a MET por 48 y 96 h indujo el daño oxidativo de lípidos membranales. 

A 48 h el incremento del daño lipoperoxidativo respecto al control fue de 12.7-veces 

y 25.3-veces para las dosis de 350 y 500 mg/L respectivamente. Mientras que a 96 

h de exposición el incremento en el daño lipoperoxidativo respecto al control de 

vehículo para las concentraciones de 350 y 500 mg/L fue de 17.5-veces y 35.8-

veces respectivamente. (Fig. 4). 

Efecto del metamidofos sobre los niveles de GSH. 

La exposición por 46 y 96 horas a MET, reduce las concentraciones de GSH en las 

células HepG2. Como se observa en la figura 5, la exposición por 48 y 96 h a MET 
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se inducen la disminución de GSH a dosis de 350 o 500 mg/L la reducción es del 

40% y 32% para las dosis de 350 y 500 mg/L a 48 h. Mientras que a una exposición 

de 96 h la reducción es de 30.7% y de 52.1% para las dosis de 350 y 500 mg/L 

respectivamente (Figura 5).  

Efecto del MET sobre la inducción de daño al DNA 

La exposición a MET induce el daño al DNA en células HepG2. Como se muestra 

en la figura 6, la exposición por 48 horas a dosis de 350 y 500 mg/L incrementaron 

el daño al DNA por 1.4-veces y 1.7-veces respectivamente, cuando el daño fue 

estimado a través del Tail Intensity; y en1.9-veces y 2.4-veces cuando el daño fue 

estimado usando el Tail momento. El mayor daño al DNA fue observado en la 

exposición a 96 h, en el cual todas las dosis probadas incrementaron el daño al DNA 

(figura 7). 

Efecto protector de la N-acetil-cisteína. 

En el presente estudio se utilizó un antioxidante para evaluar la participación 

específica de ROS en la inducción de citotoxicidad, lipoperoxidación y 

genotoxicidad en células HepG2 expuestas a MET. El pretratamiento con NAC 

mostro la inhibición de la inducción de ROS, disminuyó la lipoperoxidación y la 

genotoxicidad, como resultado inhibe el potencial citotóxico del MET. 

Discusión 

El incremento en las ROS, la disminución en los sistemas antioxidantes y el 

subsecuente daño oxidativo y nitrosactivo a lípidos, proteínas y ácidos nucleicos 

son considerados como estrés oxidativo (Roberts et al. 2009), este estado celular 

alterado puede ser inducido en respuesta a la exposición a diferentes xenobióticos 

como son los OP (Lukaszewicz-Hussain, 2010). Además el estrés oxidativo es 

considerado como factor de riesgo para el desarrollo de diversos estados 

patológicos  ((Yasukawa et al. 2005; Aroor and DeMarco 2014; Costa et al. 2015; 

de Andrade et al. 2015). En el presente estudio se ha investigado si la exposición 

a MET es capaz de inducir citotoxicidad, estrés oxidativo y genotoxicidad en células 
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HepG2 y el efecto protector de la N-acetil-Cisteína, los resultados sugieren que el 

MET es capaz de inducir citotoxicidad, estrés oxidativo y genotoxicidad en el modelo 

de estudio. Además se demostró que estos efectos tóxicos pueden ser prevenidos 

al utilizar un antioxidante. Lo cual establece la inducción de estrés oxidativo como 

un mecanismo de toxicidad asociado a la exposición a MET.  

Los resultados obtenidos de la viabilidad celular muestran que el MET indujo 

citotoxicidad (la reducción del más del 10% en viabilidad celular) en células HepG2, 

sin embargo este efecto es solo observado a tiempos de exposición de 96 h y solo 

a dosis de 350 o 500 mg/L. El efecto citotóxico por exposición a MET se ha 

demostrado en diferentes modelos celulares en donde se ha observado que el MET 

induce muerte celular a dosis de 40 mg/L en PBMCs (peripheral blood mononuclear 

cells) (Ramirez-Vargas et al., 2017), a 80 mg/L en PC12 (Lu et al., 2012) y a 500 

mg/L en células SK-N-SH (Li et al. 2012), a 24 h de exposición. La diferencia en los 

resultados sugiere una toxicidad diferencial atribuida a la una susceptibilidad celular 

diferencial esta podría ser atribuida a la resistencia al daño oxidativo que exhiben 

los modelos celulares, en donde células del sistema inmune y neuronales poseen 

menor capacidad antioxidante en comparación con células hepáticas (Limón-

Pacheco and Gonsebatt, 2009). En relación a tiempo de exposición se sabe que 

a mayor tiempo de exposición los efectos tóxicos inducidos por los OP pueden 

exacerbarse (Karalliedde et al. 2003). El mecanismo de inducción de citotoxicidad 

asociado con la exposición a MET es la apoptosis (Li et al., 2012), la cual puede ser 

desencadenada por la liberación del citocromo c de la mitocondria (Saleh et al. 

2003a, b), además la disminución gradual de los sistemas antioxidantes como el 

GSH así como el incremento en el daño al DNA son factores que promueven la 

inducción de apoptosis por exposición a OP (Banerjee et al. 2001). 

Interesantemente la viabilidad celular estimada por los ensayos de RN y de MTT 

mostraron comportamientos diferentes, ya que en el ensayo de MTT se observó una 

disminución en la viabilidad celular, mientras que este efecto no fue observado en 

el ensayo de RN. Se ha sugerido que si la estimación de la viabilidad celular es 

mayor en el ensayo de RN, en comparación con el ensayo de MTT, es posible que 
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el xenobiótico puede inducir el bloqueo de canales iónicos (Weyermann et al. 

2005), también se ha observado estos mismos resultados en tóxicos que tienen la 

capacidad de dañar organelos intracelulares. En este sentido se ha determinado 

que el MET induce el bloqueo del canal iónico de calcio dependiente de voltaje en 

células SK-N-SH a concentraciones de 500 mg/L (Li et al., 2012), además 

recientemente se ha demostrado la capacidad del MET en la inducción de daño a 

organelos intracelulares en el tejido cerebral de Paralichthys olivaceus expuestos a 

10 mg/L por 72 y 144 h (Peng et al. 2015). esto sugiere que el MET podría alterar 

canales iónicos y/o causar daño a organelos intracelulares en las células HepG2, 

más estudios son necesarios para conocer el mecanismo de daño celular inducido 

por la exposición a MET en HepG2. 

Se observó que la exposición a MET induce el incremento en los niveles 

intracelulares de ROS. El mecanismo de inducción de ROS por exposición a OP 

puede ser atribuido a procesos de biotransformación de los OP, ya que durante el 

metabolismo del plaguicida se incrementa la tasas de ROS por procesos en los que 

se involucra al CYP-450 (Banerjee et al., 2001). Se conoce que el MET puede 

incrementar la síntesis del CYP-2W1 en células de neuroblastoma expuestas a 500 

mg/L por 24 h (Li et al., 2012), esta isoforma se encuentra expresada en el hígado 

humano (Moscovitz and Aleksunes 2013), además en HepG2 se expresan los 

citocromos CYP3A4, 1A2, 2B6 (Westerink and Schoonen 2007), los cuales están 

implicados en el metabolismo de los OP (Jokanović, 2001), por lo cual es posible 

que el incremento en ROS por la exposición a OP pueda ser atribuida a la inducción 

de CYP-450. Más estudios enfocados en determinar los cambios en la expresión de 

CYP450 en HepG2 por exposición a MET deben ser realizados, además de la 

utilización de inhibidores farmacológicos de CYP-450 para conocer su participación 

en la inducción de estrés oxidativo en HepG2 por la exposición a MET.  

El incremento en el daño lipoperoxidativo se considera como un marcador de la 

inducción de estrés oxidativo (Halliwell and Poulsen 2006), este se origina por el 

ataque oxidativo de las ROS sobre los grupos metil de los ácidos grasos 

poliinsaturados (Saquib et al. 2012). En el presente estudio la exposición a 350 y 
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500 mg/L de MET induce el incremento en MAD en HepG2, a tiempos de exposición 

≥ 48 h. La aparición de este biomarcador de daño oxidativo a periodos prolongados 

de exposición puede ser atribuido a la disminución del estatus antioxidante a en 

tiempos prolongados de exposición (Schieber and Chandel 2014). La inducción de 

MAD por la exposición a MET se ha observado en PBMC y en PC12 a dosis 

mayores de 10 mg/L a tiempos de 24 h, sin embargo en nuestro modelo de ensayo 

no se observa incremento en este marcador a la misma dosis de exposición lo cual 

sugiere la resistencia de HepG2 al daño oxidativo. La resistencia es atribuida a la 

alta actividad de catalasa que posee la línea celular (Bai et al. 1999; Alia et al. 

2005). La aparición de MAD por exposición a OP como malatión, paratión y metil-

paration también se han observado a 48 h tratamiento (Moore et al. 2010; Edwards 

et al. 2013). La determinación de los cambios en la actividad y expresión de los 

sistemas antioxidantes durante la exposición a MET en HepG2 deben de ser 

realizados para comprender el mecanismo de daño oxidativo y de cito-protección.   

La inducción de estrés oxidativo por la exposición a OP se atribuye al incremento 

en las ROS durante su metabolismo, a la disrupción en los ciclos redox de las 

células y por la disminución en la capacidad antioxidante (Banerjee et al. 2001; 

Kashyap et al. 2011; Mishra and Srivastava 2013).  En este sentido hemos 

determinado los cambios en GSH en HepG2 por la exposición a MET como un 

método generalizado para determinar el estatus antioxidante, ya que el GSH es el 

mayor antioxidante inespecífico en las células y su disminución es directamente 

proporcional a la disminución en sistemas antioxidantes específicos como SOD, 

GPx y CAT (Tew and Townsend 2012). Los resultados obtenidos demuestran que 

la exposición 48 y 96 h a MET promueven la depleción de GSH. La exposición a 

MET durante 24h reduce los niveles de GSH en células PC12 a dosis de 20 y 40 

mg/L (Lu et al., 2012), sin embargo en PBMCs no se observó modificaciones en los 

niveles de GSH a dosis de 3, 10 o 20 mg/L expuestos a 24 h (Ramirez-Vargas et 

al., 2017).  

En nuestro modelo de estudio los cambios en los niveles de GSH podrían ser 

explicados por el incremento en las ROS. Como se ha mencionado anteriormente 
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los niveles de ROS incrementan a 6 h de exposición, la reducción a tiempos de 48 

o 96 h podrían atribuirse a la oxidación del GSH por ROS, esto con cuerda con la 

aparición de marcadores de daño oxidativo a 48 o 96 h, que sugiere la incapacidad 

de los sistemas antioxidantes para contrarrestar el daño oxidativo por exposiciones 

prolongadas a MET(Araoud et al. 2014). La determinación de más marcadores del 

estado antioxidante en HepG2 expuestas a MET son necesarios para conocer los 

probables mecanismos de citoprotección contra el daño oxidativo. 

El daño genotóxico en células HepG2 por la exposición a MET fue observado, ya 

que existió un incremento en los parámetros utilizados para medir el daño al DNA 

(el porcentaje de DNA en cola “Tail intensity” y en la migración de éste “tail 

momento”). Diferentes mecanismos de toxicidad tales como la alquilación o la 

inducción de estrés oxidativo se han atribuido como la causa de genotoxicidad 

inducida por OP. Al respecto sea demostrado que el grupo funcional metoxifosfinil 

del MET tiene capacidad alquilante, e induce aberraciones cromosómicas, 

intercambio de cromátidas hermanas y mutaciones puntuales (Wang et al. 2003). 

Por otra parte, durante la inducción de estrés oxidativo el incremento exacerbado 

de ROS promueve la oxidación del DNA principalmente de las guaninas generando 

la base 8-oxo-2´deoxyguanosina (8-oxo-dG), el 8-oxo-dG puede inducir la 

tautomerización de las bases aledañas, traduciéndose en mutaciones puntuales en 

DNA (Cooke et al. 2003). Además, el MDA puede generar aductos en el DNA e 

inducir entrecruzamientos de DNA o proteínas (Marnett 1999; Niedernhofer et al. 

2003; De Bont and Van Larebeke 2004)  

En el presente estudio, probamos la eficacia del N-acetil-cisteína para reducir el 

efecto citotóxico, la inducción de estrés oxidativo y genotoxicidad, originados por la 

exposición a MET en células HepG2. Los resultados obtenidos muestran una clara 

reducción de estos parámetros, cuando las células son pre-tratadas con NAC. La 

NAC es la forma acetilada de L-cisteína lo cual la hace un compuesto tiólico, que 

posee un grupo sulfhidrilo estable, este antioxidante es metabolizado en un 90% por 

el hígado (de Andrade et al. 2015). El efecto citotóxico inducido por la exposición 

a plaguicidas organofosforados es un evento generado por modificaciones 
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bioquímicas, moleculares y/o celulares irreparables e irreversibles (Barnes and 

Miner 2009). Como se menciona anteriormente el mecanismo de muerte asociado 

con la exposición a OP es la apoptosis generalmente inducida por vías 

mitocondriales que involucran el incremento exacerbado en ROS y la subsecuente  

liberación del citocromo c (Saleh et al. 2003a, b; Kashyap et al. 2011). En nuestro 

modelo de estudio observamos la disminución del efecto citotóxico en células 

previamente tratadas con NAC, el mecanismo a través del cual la NAC protege del 

efecto citotóxico podría ser asociado con la disminución de ROS, y con la retención 

del citocromo c en la mitocondria. En este sentido se ha reportado que la NAC 

disminuye el efecto citotóxico en células PC12 expuestas a clorpirifos, este efecto 

citoprotector de la NAC se atribuyó a la disminución de ROS, lo cual permitió la 

retención del citocromo c en la mitocondria inhibiendo la inducción de apoptosis por 

la vía intrínseca (Lee et al. 2012).  

La disminución de las especies reactivas del oxígeno en los cultivos pre tratados 

con NAC puede ser atribuido a la reacción de ROS con la NAC. La NAC es 

considerada por su estructura química como un carroñero especifico de ROS, esta 

acción es generada por el grupo sulfhidrilo de la NAC, el cual se pude reaccionar 

con OH y formar H2O disminuyendo el potencial oxidativo de ROS , el resultado de 

esta reacción es la generación de aniones tiólicos los cuales pueden reaccionar con 

H2O2, formando moléculas más estables y no reactantes (Elbini Dhouib et al. 

2016). Además, la NAC promueve la transcripción de elementos de respuesta a 

antioxidantes (ARE), vía Nrf2 dentro de estos elementos de respuesta se 

encuentran enzimas antioxidantes como la SOD y CAT las cuales degradan al anión 

superóxido y al peróxido de hidrogeno respectivamente (Cai et al. 2015). Más 

estudios son necesarios para elucidar el mecanismo a través del cual la NAC 

protege de la inducción de ROS durante la exposición a MET.   

La disminución de los niveles de ROS podría disminuir la lipoperoxidación y la 

oxidación del DNA, disminuyendo los niveles de MDA y de genotoxicidad (De Flora 

et al. 2001), tal como se observó en el presente estudio. Por otra parte, el pre-

tratamiento con NAC inhibió la disminución de GSH en HepG2 expuestas a MET, 
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se sabe que NAC es un compuesto que promueve la síntesis de GSH en hepatocitos 

ya que proporciona la cisteína requerida para la síntesis de GSH (Zafarullah et al. 

2003). 

Conclusión.  

Los resultados de este estudio demuestran que el efecto citotóxico, genotóxico 

inducido por la exposición a MET es generado por la inducción de estrés oxidativo. 

Además, son concordantes con el efecto protector de la NAC sobre la inducción de 

citotoxicidad, estrés oxidativo, daño genotóxico, en modelos celulares expuestos a 

diferentes OP (Ahmed et al. 2009, 2010, 2011, Lee et al. 2012, 2014), lo cual 

establece el potencial uso de la NAC para prevenir el efecto toxico asociado a la 

exposición a OP.  
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Figura 1. Efecto citotóxico del MET sobre HepG2 estimado por MTT. HepG2 

fueron incubadas con diferentes concentraciones de MET y diferentes tiempos de 

exposición, posteriormente el % de viabilidad celular fue determinado por el ensayo 

de MTT. *diferencia significativa (p<0.05) entre las células tratadas con MET y el 

control de vehículo, “DMSO” (0 mg/L). La línea punteada indica el valor referente 

para un efecto citotóxico. NAC: pretratamiento con N-acetil-cisteína (10 mM). 
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Figura. 2. Efecto citotóxico del MET sobre HepG2 estimado por RN. HepG2 

fueron incubadas con diferentes concentraciones de MET y diferentes tiempos de 

exposición, posteriormente el % de viabilidad celular fue determinado por el ensayo 

de RN. *diferencia significativa (p<0.05) entre las células tratadas con MET y el 

control de vehículo, “DMSO” (0 mg/L). La línea punteada indica el valor referente 

para un efecto citotóxico. NAC: pretratamiento con N-acetil-cisteína (10 mM). 
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Figura. 3. Efecto del MET sobre la inducción de ROS HepG2. HepG2 fueron 

incubadas con diferentes concentraciones de MET por 6h de exposición, 

posteriormente la producción de ROS fue monitoreada. *diferencia significativa 

(p<0.05) entre las células tratadas con MET y el control de vehículo, “DMSO” (0 

mg/L). NAC: pretratamiento con N-acetil-cisteína (10 mM). 
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Figura. 4. Efecto del MET sobre la generación de lipoperoxidación en HepG2. 

HepG2 fueron incubadas con diferentes concentraciones de MET y diferentes 

tiempos de exposición, posteriormente la cantidad de malonaldehido fue estimada. 

*diferencia significativa (p<0.05) entre las células tratadas con MET y el control de 

vehículo, “DMSO” (0 mg/L). NAC: pretratamiento con N-acetil-cisteína (10 mM). 
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Figura. 5. Efecto del MET sobre los niveles de GSH en HepG2. HepG2 fueron 

incubadas con diferentes concentraciones de MET y diferentes tiempos de 

exposición, posteriormente los niveles de GSH fueron determinados. *diferencia 

significativa (p<0.05) entre las células tratadas con MET y el control de vehículo, 

“DMSO” (0 mg/L). NAC: pretratamiento con N-acetil-cisteína (10 mM). 
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Figura. 6. Efecto del MET sobre el daño al DNA en HepG2. HepG2 fueron 

incubadas con diferentes concentraciones de MET por 48 h, posteriormente el daño 

al DNA fue valorado. *diferencia significativa (p<0.05) entre las células tratadas con 

MET y el control de vehículo, “DMSO” (0 mg/L). NAC: pretratamiento con N-acetil-

cisteína (10 mM). 
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Figura. 7. Efecto del MET sobre el daño al DNA en HepG2. HepG2 fueron 

incubadas con diferentes concentraciones de MET por 96 h, posteriormente el daño 

al DNA fue valorado. *diferencia significativa (p<0.05) entre las células tratadas con 

MET y el control de vehículo, “DMSO” (0 mg/L). NAC: pretratamiento con N-acetil-

cisteína (10 mM). 

 

 

 

 


