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RESUMEN 

En la actualidad, la frecuente contaminación con deoxinivalenol (DON) en los granos de 

cereales y sus subproductos, se ha convertido en un problema importante en la industria 

alimentaria y en la salud pública a nivel mundial. Por ende, en el presente estudio, se 

estableció la presencia de hongos micotoxigénicos y de DON en el arroz cultivado en los 

municipios de Cúcuta y El Zulia. La incidencia de los hongos micotoxigénicos en el arroz 

cultivado se evaluó por medio de siembras en agar PDA y la presencia de DON con la técnica 

de cromatografía líquida de alta resolución (HPLC). Sumado a esto, se evaluó el efecto 

citotóxico de DON en la línea celular HepG2 y en células polimorfonucleares (PMN), 

mediante los parámetros de viabilidad celular (MTT), cambios morfológicos (Microscopía 

Electrónica de Transmisión) y tipo de muerte celular (Citometría de Flujo). Se evidenció la 

presencia de hongos micotoxigénicos del género Aspergillus spp., Penicillium spp. y 

Fusarium spp., siendo éste último el de mayor ocurrencia en las muestras de arroz cultivado 

en los municipios mencionados.  Por el contrario, no se presentaron valores detectables de 

DON en las muestras de arroz. El efecto citotóxico de DON en las células HepG2, se presentó 

de manera dependiente de la concentración y tiempo de exposición, con una CI50 de 42,82 

µM±1,2 y 29,6 µM±4,8 a 48 y 72 h., respectivamente. Se observaron cambios morfológicos 

en las células HepG2, como fragmentación del contenido celular y nuclear, formación de 

protuberacias en la membrana plasmática, cuerpos apoptóticos, así como alteraciones de la 

morfología celular y por tanto pérdida de los contactos célula a célula. Finalmente, se 

detectaron cambios bioquímicos como la externalización de las fosfatidilserina y la 

fragmentación del DNA por citometría de flujo en las células PMN, que determinaron la 

apoptosis en hasta el 52,74 % ±1,3 de la población celular. Los resultados sugieren que el 

arroz en cultivo presenta las condiciones óptimas para el crecimiento de hongos toxigénicos 
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como Fusarium spp., pero no para la producción del DON. Por otro lado, indican que la 

exposición al DON sobre las células HepG2 y PMN resulta en la muerte celular apoptótica. 

Palabras clave: Apoptosis, arroz cultivado, citotoxicidad, deoxinivalenol, Fusarium spp.   
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1. INTRODUCCIÓN 

Las micotoxinas son metabolitos secundarios de hongos filamentosos que colonizan una 

amplia gama de cereales antes y después de la cosecha, entre los que se encuentran el trigo, 

el maíz y el arroz (Choi et al., 2018; Manizan et al., 2018). Actualmente, se han descrito cerca 

de 500 micotoxinas (Broom, 2015), pero se presta atención principalmente a las aflatoxinas 

(AFs), deoxinivalenol (DON), nivalenol (NIV), zearalenona (ZEA), ocratoxina A (OTA), la 

toxina T-2 (T-2) y fumonisinas (FUM), que representan un riesgo para la salud pública y la 

agro-economía (Tala y kebede, 2016; Zain, 2011). La exposición a las micotoxinas puede 

contribuir a una variedad de problemas para la salud humana, ya que pueden generar efectos 

hepatotóxicos, nefrotóxicos, carcinogénicos, citotóxicos, inmunosupresores, inflamatorios, 

neurológicos, estrogénicos y/o teratogénicos (Slobodchikova y Vuckovic, 2018).   

Los géneros más comunes de hongos micotoxigénicos en alimentos y piensos son 

Aspergillus spp., Fusarium spp., Penicillium spp. (Luo, Liu, y Li, 2018). Las micotoxinas 

producidas por Fusarium spp., DON, T-2, ZEA y fumonisina B1 (FB1), constituyen una de 

las principales causas de toxicidad en humanos y animales (Taroncher et al., 2018). DON es 

la micotoxina tricotecena más prevalente asociado a los alimentos, y se ha reportado 

ampliamente en cereales como el trigo, maíz y arroz (Peng, Marchal, y Van der Poel, 2018).  

DON, se transfiere de los alimentos a órganos como el intestino, hígado y riñones; en 

donde, gracias a su naturaleza anfipática, puede atravesar fácilmente las membranas celulares 

e interactuar con diferentes orgánulos como los ribosomas, mitocondrias y retículo 

endoplásmico, desencadenando alteraciones celulares (Wu et al., 2014b). Dado que 

estructuralmente DON cuenta con 3 radicales (OH-) libres, puede generar ROS intercelular, 

e inducir estrés oxidativo (Mishra et al., 2014; Kang et al., 2019; Yang et al., 2019), 

provocando así, la inhibición de la síntesis de proteínas, de ADN y de ARN, alteración de la 
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función mitocondrial; la división, señalización y diferenciación celular; la integridad de la 

membrana y conducir a la muerte celular por apoptosis (Li et al., 2014a; Li et al., 2014b; 

Nogueira et al. 2011; Pestka y Smolinski, 2005; Pestka, 2010; Ran et al., 2013; Rocha et al., 

2005). 

Según un estudio de la Organización de Alimentos y Agricultura (FAO), entre un 25-50% 

de la producción mundial de alimentos y piensos, especialmente los alimentos básicos, está 

contaminada por al menos una micotoxina, de las cuales, las micotoxinas metabolizadas por 

Fusarium spp. son las toxinas fúngicas más importantes económicamente (Huang et al., 

2019a; Rocha et al., 2014; Slobodchikova y Vuckovic, 2018). El arroz, gracias a su alto 

contenido nutricional, es uno de los alimentos básicos de la canasta familiar; siendo el 

alimento más consumido por la población colombiana (73,8%) (INS, 2015). Y a su vez, es 

uno de los cereales que presenta contaminación por hongos toxigénicos especialmente del 

género Fusarium spp. (Ok, lee y Chun, 2018; Pacin et al., 2002). 

Por tanto, dado que Norte de Santander, es uno de los departamentos de mayor 

participación en la producción nacional de arroz con 184,262 t en un área cosechada de 

34.187 ha (DANE – FEDEARROZ, 2017), es de vital importancia tener registros regionales 

de los hongos productores de micotoxinas que se encuentran en el arroz en cultivo, para 

detectar la posible contaminación; así como, evaluar el efecto citotóxico de DON que puede 

estar relacionado con procesos celulares como la apoptosis en la línea celular HepG2 y en 

células polimorfonucleares humanas.  
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2. MARCO TEÓRICO 

 

2.1. Cereales 

Los cereales y sus derivados son los productos agrícolas más importantes en las dietas de 

humanos y otros animales a nivel mundial (Okeke et al., 2018), pues proporcionan cantidades 

significativas de la mayoría de los nutrientes como carbohidratos y proteínas, ácidos grasos 

esenciales, todas las vitaminas del complejo B, vitamina E, hierro y otros oligoelementos 

importantes, fitoquímicos y fibra (Das, Raychaudhuri y Chakraborty, 2011; Pereira, 

Fernández y Cunha, 2014). Además, proporcionan el 90% de la ingesta energética mundial, 

siendo el arroz, maíz y trigo, las que representan dos tercios de este 90% (Sarrocco y 

Vannacci, 2018).  

Los cultivos de cereales son vulnerables a la infección por diversos patógenos de las 

plantas, incluidos los hongos, que son la causa más frecuente de enfermedad y deterioro de 

los cereales (Choi et al., 2018); generando, grandes pérdidas económicas y una intoxicación 

aguda o crónica en humanos y animales (Jedidi et al., 2018). Los hongos afectan 

principalmente el grano de los cereales de maíz, trigo y arroz durante su cosecha, transporte 

o almacenamiento; por lo que es considerado como el principal vector de compuestos 

micotoxigénicos en alimentos y piensos (Neme y Mohammed, 2017; Nguyen et al., 2017; 

Tala y Kabede, 2016). 

 

2.1.1. Arroz 

El arroz (Oryza sativa L.) es una planta monocotiledónea que pertenece a la familia 

Poaceae (Champagne et al., 2004; Amagliani et al., 2017). Es un pasto semiacuático y 

débilmente perenne (Zigler, 2017). El arroz es uno de los tres cultivos alimentarios más 
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importantes junto al trigo y el maíz (FAO, 2016). Es el alimento básico de más de la mitad 

de la población (Shraim, 2017), y es el cereal alimenticio más importante para las personas 

que viven en países en desarrollo (Zeigler, 2017); siendo, posiblemente, el alimento humano 

más importante del mundo. Casi 165 millones de hectáreas (FAO, 2017) se utilizan para la 

producción de arroz con una producción mundial anual estimada en alrededor de 480 

millones de toneladas métricas (expresadas en arroz molido) (USDA, 2015). Actualmente, 

se cultiva en más de 100 países (Muthayya et al., 2014), con China e India en solitario 

representando más del 50% de la producción mundial de arroz (USDA, 2015).  

Debido a su alto contenido nutricional, el arroz es uno de los cultivos alimentarios más 

importantes a nivel mundial, pues representa una buena fuente de carbohidratos, proteínas, 

fibra dietética, vitamina B6, magnesio, zinc, cobre, entre otros (Bhullar y Gruissem, 2013; 

Santos da Silva, Paim, y Silva, 2018; Sharif et al., 2014; Shraim, 2017; Singh, Kaur y Ogawa, 

2016;).  

Gracias a su composición, y en condiciones ambientales favorables, el arroz es un sustrato 

excelente para el crecimiento de hongos y la producción de micotoxinas (Trung, 2008; 

Reddy, 2009; Reddy et al., 2009; Huong et al., 2016) durante las prácticas agrícolas de 

producción y poscosecha (Ok et al., 2014; Ferre, 2016; Ok et al., 2018).   

Varios estudios han demostrado que los hongos principales que se encuentran en el arroz 

pertenecen al género Fusarium spp., que pueden producir micotoxinas tricotecenas (Pacin et 

al., 2002; Ok et al., 2018). También se ha demostrado que el deoxinivalenol (DON) y el 

nivalenol (NIV), que pertenecen a los tricotecenos tipo B, se detectan frecuentemente en la 

misma muestra, en donde el DON generalmente presenta una ocurrencia natural mayor 

(Edwards et al., 2011). 
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En Colombia, el arroz representa el 13% del área sembrada (599.799 ha), el 19% del área 

cosechada (589.728 ha) y el 14,7% de la producción agrícola con 3.432.294 t (DANE, 2017). 

El consumo per cápita en Colombia para el 2017 de la población en general se estimó en 

41.34 Kg (Fedearroz, 2017), siendo el alimento más consumido por la población colombiana 

(73,8%) (INS, 2015). Así mismo, el arroz ocupa el primer lugar en términos de valor 

económico entre los cultivos de ciclo corto (FAO, 2004).  Además, Colombia es uno de los 

principales países productores de arroz de América Latina y del Caribe (FAO, 2017b), y es 

también el país anfitrión del Centro Internacional de Agricultura Tropical (CIAT) y del 

Fondo Latinoamericano para Arroz de Riego (FLAR) (FAO, 2004). 

Norte de Santander, es uno de los departamentos de mayor participación en la producción 

nacional de arroz con 184,262 t en un área cosechada de 34.187 ha (DANE – FEDEARROZ, 

2017), provenientes de nueve de los cuarenta municipios que lo componen: Cúcuta, El Zulia, 

Tibú, San Cayetano, La Esperanza, Puerto Santander, Villa del Rosario, Los Patios y 

Santiago, los cuales son cultivadas por el sistema de riego, cuya fuente de suministro es el 

río Zulia (Cuevas, 2012).  

Los municipios Cúcuta y El Zulia son los mayores representantes del departamento con 

una producción de 111.262 t en 24.053 ha de área sembrada y 26.005 t en 5.206 ha de área 

sembrada, respectivamente (DANE – FEDEARROZ, 2017). 

 

2.2.HONGOS 

Los hongos son un gran grupo de diversos organismos eucariotas (1.5 millones de especies 

con 70,000 especies descritas hasta la fecha) que incluyen levaduras y hongos filamentosos 

(Ashiq, Hussain y Ahmad, 2014; Sherrington et al., 2018). Los hongos filamentosos son 

organismos microscópicos multicelulares, compuestos de largos filamentos llamados hifas, 
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que crecen sobre la superficie y el interior de casi todas las sustancias de origen vegetal o 

animal (Moore, Robson y Trinci, 2011; Adeyeye, 2016). Se distribuyen ampliamente en la 

naturaleza y se encuentran donde quiera que haya humedad, con esporas capaces de viajar 

grandes distancias a través de la superficie del planeta (Hirst y Stedman 1967; Adejumo & 

Adejoro, 2014; Ashiq et al., 2014; Ahmad et al., 2014; De Ruyck et al., 2015). Los hongos 

presentan características fisiológicas versátiles que les permite ser contaminantes 

ambientales comunes y, bajo condiciones favorables de humedad y temperatura, pueden 

propagarse y colonizar una variedad de sustratos (Huis in't Veld, 1996; García et al., 2009; 

Ahmad et al., 2014; Ashiq et al., 2014).  

Los hongos filamentosos son capaces de producir un amplio espectro de pequeñas 

moléculas auxiliares bioactivas que se denominan metabolitos secundarios, porque no son 

esenciales para su crecimiento y desarrollo normal; y cada especie de hongo tiene un perfil 

de metabolitos secundarios propios (Menke et al., 2013; Moretti et al., 2013; Patriarca y 

Fernández, 2017). Los metabolitos secundarios son estructuralmente diversos, la mayoría de 

los metabolitos secundarios fúngicos son productos de vías bioquímicas de varios pasos que 

a menudo comienzan cuando una terpenosintasa, policétidosintasa o péptido sintetasa no 

ribosomal cataliza la reordenación o condensación de un metabolito primario relativamente 

simple para formar una molécula más compleja, es decir, un terpeno, policétido o péptido no 

ribosómico (Keller, Turner y Bennett, 2005; Hoffmeister y Keller, 2007; Menke et al., 2013; 

Moretti et al., 2013). 

 

2.2.1. Hongos Toxigénicos 

Los hongos toxigénicos son un problema importante en los cultivos de cereales, ya que 

pueden colonizar una amplia variedad de cultivos y acumular una gran cantidad de 
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metabolitos tóxicos en los productos infectados en las etapas de precosecha, postcosecha y 

almacenamiento, pues tienen la capacidad de crecer en una amplia gama de condiciones 

ambientales (Oliveira et al., 2014a, Patriarca y Fernández, 2017). 

Más de 300 especies de hongos sintetizan moléculas tóxicas para humanos y animales: las 

micotoxinas (Neme y Mohammed, 2017). La producción de micotoxinas a menudo no está 

relacionada con la biomasa fúngica total, y los requisitos ecológicos para el crecimiento y la 

producción de éstas pueden diferir considerablemente entre las especies de hongos (Magan, 

2006; Bryden, 2012). Los hongos que sintetizan las principales micotoxinas, y, por tanto, 

tienen mayor preocupación a nivel mundial, pertenecen a los géneros Aspergillus spp., 

Penicillium spp., y Fusarium spp. (AFSSA, 2006; Zain, 2011; Manizan et al., 2018). Otros 

géneros como Chaetomium spp., Diplodia spp., Myrothecium spp., Phoma spp., Phomopsisn 

spp., Pithomyces spp. y Strachybotrys spp. también contienen especies toxigénicas (Moss, 

1991; Bryden, 2012). Estos hongos producen muchos compuestos tóxicos diferentes, pero 

no todos los aislados de la misma especie producen toxinas (Cole et al., 2003; Brase et al., 

2009). Algunos de ellos causan deterioro en los alimentos típicamente durante el 

almacenamiento (Aspergillus spp. y Penicillium spp.), mientras que otros (Alternaria spp., y 

Fusarium spp.) son patógenos de la planta, generalmente con especificidad del hospedador, 

causando contaminación y la consiguiente acumulación de toxina en la etapa previa a la 

cosecha (Patriarca y Fernández, 2017). Los hongos patógenos que invaden los cultivos antes 

de la cosecha generalmente requieren niveles de humedad más altos para la infección que los 

hongos que pueden proliferar durante el almacenamiento (Bryden, 2012). 
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2.3.Micotoxinas 

Las micotoxinas son moléculas orgánicas de bajo peso molecular producidas como 

metabolitos secundarios de hongos filamentosos que colonizan una amplia gama de cultivos, 

incluidos los cereales y las semillas oleaginosas, tanto en el campo, después de la cosecha y 

durante el almacenamiento (Eckhardt et al., 2014; Iqbal et al., 2014; Manizan et al., 2018). 

Las micotoxinas son moléculas policetónicas que se sintetizan principalmente cuando el 

hongo alcanza la madurez. Presentan estructuras que varían desde simples anillos 

heterocíclicos con pesos moleculares de hasta 50 Da, hasta grupos con 6-8 anillos 

heterocíclicos dispuestos irregularmente con un peso molecular total >500 Da (Fig. 1) (Rocha 

et al., 2014). 

 

Figura 1.  Estructura química de varias micotoxinas. (Patriarca y Fernández, 2017). 
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La producción de micotoxinas en los alimentos es un fenómeno complejo y multifactorial 

(Smith et al., 2016), ya que tienen lugar cuando en determinadas condiciones físicas 

(humedad, humedad relativa, temperatura, daño mecánico y condiciones de sequía), químicas 

(pH, dióxido de carbono, oxígeno, composición del sustrato, biodisponibilidad de 

micronutrientes, pesticidas y fungicidas) y/o biológicas (variedad de plantas, los hongos 

presentes, estrés, insectos, interacciones con otros organismos en el sustrato donde coexisten, 

carga de esporas) se interrumpe la reducción de los grupos cetónicos en la biosíntesis de los 

ácidos grasos, los cuales son utilizados como fuente de energía; por lo que las micotoxinas 

se suelen formar al final de la fase exponencial o al principio de la fase estacionaria del 

crecimiento de los hongos toxigénicos (Céspedes, 1997; Gimeno y Martins, 2003; Bryden, 

2012; Ferre, 2016; Smith et al., 2016; Patriarca y Fernández, 2017). De igual manera, las 

prácticas agronómicas inadecuadas, sistemas de cultivo, y las condiciones de recolección a 

nivel de cosecha (madurez del cultivo, temperatura, humedad y manejo), almacenamiento 

(estructura, condiciones, humedad y temperatura), manipulación y procesamiento, pueden 

causar estrés y predisponer a las plantas en el campo a moldear y determinar la gravedad de 

la contaminación por micotoxinas (Bryden, 2009; Channaiah y Maier, 2014; Wild et al., 

2015; Neme y Mohammed, 2017).  

Los cultivos en áreas tropicales y subtropicales con clima cálido y húmedo son más 

susceptibles a la contaminación por las micotoxinas más peligrosas, pues presentan 

condiciones más favorables para el crecimiento de hongos; en las zonas templadas también 

se pueden presentar micotoxinas, pero con una ocurrencia menor (Reddy et al., 2010; Nesic 

et al., 2015; Patriarca y Fernández, 2017). A pesar de los avances en la prevención, a través 

de la reproducción de variedades resistentes y la mejora de las prácticas agronómicas, pueden 
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ocurrir concentraciones peligrosas de micotoxinas como resultado de las fluctuaciones 

climáticas anuales (Bethke et al., 2010; Patriarca y Fernández, 2017). 

Dado a la naturaleza ubicua de la microbiota toxigénica, estos compuestos tóxicos se 

informan como contaminantes naturales de cereales, alimentos y piensos a base de cereales 

en todo el mundo (Pereira et al., 2014). Las micotoxinas son generalmente química y 

térmicamente estables (temperaturas superiores a 100°C) y demuestran niveles elevados de 

bioacumulación (Olivera et al., 2014; Pfliegler, Pusztahelyi, y Pócsi, 2015; Turner et al., 

2015; Anfossi, Giovannoli y Baggiani, 2016), por lo tanto, pueden transferirse a los 

alimentos, incluso después de los pasos de estabilización microbiana, como el calentamiento 

y la extrusión (Olivera et al., 2014). En consecuencia, también se pueden encontrar en 

alimentos procesados de origen vegetal o en productos alimenticios de origen animal como 

leche, huevos, carne y despojos de animales que consumen alimentos contaminados con 

micotoxinas (Anfossi et al., 2016; Manizan et al., 2018); lo que resulta en la exposición 

humana, ya sea por consumo directo (plantas, cultivos, frutas y semillas contaminadas) o 

indirectamente por la ingestión de animales expuestos (pollos, cerdos o vacas, entre otros) 

(Fig. 2) (Rocha et al., 2014; Laitila, 2015; Hove et al., 2016).  

Este proceso desencadena efectos toxicológicos conocidos como micotoxicosis, que 

pueden ser agudos, crónicos o incluso causar la muerte dependiendo de la gravedad y la 

duración de la exposición (Ahmad et al., 2014; Manizan et al., 2018). Además de la 

exposición por ingestión, también se puede presentar por contacto dérmico e inhalación, 

aunque estas últimas representan un riesgo menor (Marin, ramos, Cano-Sancho y Sanchis, 

2013).  
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Figura 2.  Exposición humana a micotoxinas (Adaptado de Laitila, 2015). 

El problema de las micotoxinas es de suma importancia, ya que algunas pueden causar 

enfermedades autoinmunes, exhibir actividad hormonal y tener propiedades alergénicas, 

mientras que otros son teratogénicos, carcinógenos, mutagénicos, toxigénicos, nefrotóxicos 

y hepatotóxicos (Comi e Iacumin, 2013; Rocha et al., 2014; Núñez et al., 2015; Manizan et 

al., 2018), según el nivel de exposición, siendo particularmente relevantes en el caso del 

consumo humano de alimentos contaminados (Comi e Iacumin, 2013; Iqbal et al., 2014).  

Las micotoxinas tienen efectos principales sobre el ADN, el ARN y la síntesis de 

proteínas, y su acción proapoptótica puede provocar cambios en las funciones fisiológicas, 

que incluyen la reproducción, el crecimiento y el desarrollo. Además de estas acciones 

diferentes, las micotoxinas pueden afectar el sistema gastrointestinal, causar irradiación 

cutánea, tener efectos hematológicos y reducir el crecimiento (Patriarca y Fernández, 2017; 

Kharayat y Sing, 2018).  

Se han identificado cerca de 500  tipos de micotoxinas (Broom, 2015), sin embargo, solo 

entre 10 y 15 se consideran de interés para la salud pública basadas en su toxicidad y pérdidas 

económicas (Turner et al., 2015), como es el caso de aflatoxinas (AF) y Ocratoxina (OTA) 

(producidas por Aspergillus spp.), deoxinivalenol (DON), fumonisinas (FB) y zearalenona 
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(ZEN) (producidas por Fusarium spp.), las más prominentes debido a su alta incidencia en 

los alimentos (Ashiq 2014; Iqbal et al., 2014; Ahmad et al., 2017; Udomkun et al., 2017). 

Los tricotecenos son el grupo principal, y químicamente más diverso, de las tres clases 

principales de micotoxinas de Fusarium spp. (Summerell y Leslie, 2011; Escrivá et al., 

2015). Son un grupo complejo de ésteres de alcoholes sesquiterpénicos no volátiles de bajo 

peso molecular (200-500 Da) químicamente relacionados, que comparten un núcleo tricíclico 

llamado tricodieno caracterizado por un doble enlace en la posición 9, 10 y un grupo epóxido 

entre los carbonos 12 y 13, responsable de su toxicidad (Fig. 3) (Grove, 2007; Pestka, 2010; 

Arunachalam y Doohan, 2013; Wu, Groopman y Pestka, 2014; Patriarca y Fernández, 2017). 

 

Figura 3.  Estructura básica de los tricotecenos (He et al, 2010). 

 

La amplia familia de tricotecenos es extremadamente frecuente y está constituido por más 

de 200 derivados químicos (Nguyen et al., 2017) clasificados en cuatro subgrupos (A, B, C 

y D) de acuerdo con su estructura química y por su patrón de sustitución de grupos laterales 

específicos; de los cuales la mayor toxicidad y frecuencia de ocurrencia pertenecen a los 

grupos A y B (Patriarca y Fernández, 2017). Los tricotecenos tipo A (Fig. 4) tiene un grupo 

de sustitución hidroxilo, éster u oxígeno en C-8, incluye la toxina T-2 y toxina HT-2 (Escrivá 

et al., 2015) y son producidos por los hongos del suelo y los patógenos de las plantas 

Fusarium acuminatum, F. poae y F. sporotrichiodes (Marin et al., 2013); mientras que el 

grupo tipo B (Fig. 5) contienen un grupo cetona en C-8 y un grupo hidroxilo C-7 e incluye 
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el nivalenol (NIV) y el deoxinivalenol (DON) (Escrivá et al., 2015), los cuales son 

producidos por F. graminearum y F. culmorum (Nguyen et al, 2017). La concentración de 

los tricotecenos B que se encuentra en los cereales contaminados es generalmente más alta 

que la de los tricotecenos A (Patriarca y Fernández, 2017). 

 

Figura 4. Estructura química de tricotecenos tipo A (Oliveira et al., 2014b). 

 

Figura 5. Estructura química de tricotecenos tipo B (Oliveira et al., 2014b). 

 

La síntesis de tricotecenos, comprende una extensa ruta bioquímica que esta mediada por 

los genes TRI (Fig. 6). La síntesis comienza con la ciclación del pirofosfato de farnesilo, un 

intermedio metabólico primario derivado del Acetil CoA, para formar un tricodieno por la 

acción de la tricodieno sintasa regulada por Tri5. El tricodieno, se somete a una serie de 
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oxigenaciones catalizadas por el citocromo P450 mono-oxigenasa que es codificado por 

TRI4. TRI4, controla la adición de cuatro oxígenos mediante la hidroxilación en C-2, 

epoxidación en C-12/C-13, hidroxilación en C-11 e hidroxilación en C-3, para formar el 

isotrichotriol intermedio. El Isotrichotriol, sufre una isomerización y ciclización no 

enzimática para formar el isotrichodermol, el primer intermedio biosintético que tiene el 

núcleo tricíclico y la estructura 12,13-epóxido común a todos los tricotecenos. Durante este 

proceso, el oxígeno en la posición C-2 se convierte en el oxígeno del anillo pirano y el grupo 

hidroxilo en C-11 se pierde. El isotrichodermol, se convierte en isotrichodermina mediante 

una acetiltransferasa codificada por TRI101. Luego se agrega un grupo hidroxilo a C-15 

(controlado por TRI11) formando la 15-decalonectrina, que posteriormente se acetila bajo el 

control de TRI3 produciendo la Calonectrina. La calonectrina, sirve como un sustrato para la 

biosíntesis de DON, NIV y la toxina T-2, que dependiendo de la expresión de los genes de 

las cepas de Fusarium spp. que las producen, continúan con una ruta bioquímica diferente. 

En las cepas de Fusarium spp. que producen la toxina T-2 y el NIV, la biosíntesis del 

tricoteceno procede con la hidroxilación C-4, que se cataliza por la monooxigenasa del 

citocromo P450 codificada por TRI13. En contraste, las cepas de F. graminearum que 

producen DON, carecen de un TRI13 funcional y, por lo tanto, no pueden hidroxilar los 

tricotecenos en C-4, sin embargo, en estas cepas la mono-oxigenasa FgTRI1 cataliza la 

hidroxilación de C-7 y C-8 (Alexander, Proctor y McCormick, 2009; Foroud y Eudes, 2009; 

Kimura et al., 2007; McCormick et al., 2011).   
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Figura 6. Ruta bioquímica de la síntesis de DON, NIV y T-2 (McCormick et al., 2011). 

 

El número y la posición de los grupos hidroxilo y acetil-éster pueden influir en la toxicidad 

relativa dentro de las células eucariotas (Escrivá et al., 2015). Además, el esqueleto de los 

tricotecenos es químicamente estable al calor y no se degradan durante el procesamiento 

normal de los alimentos, también son estables a pH neutro y ácido y, en consecuencia, no se 

hidrolizan en el estómago después de la ingestión (Eriksen, 2003; Rocha, Ansari y Doohan, 

2005). 

Los tricotecenos tienen un potencial significativo para evocar efectos fisiopatológicos en 

humanos y animales (Wu et al, 2014), porque muestran múltiples efectos inhibidores sobre 

el metabolismo primario de las células eucariotas, incluida la inhibición y alteración de las 

proteínas, la síntesis de ADN y ARN (Alassane et al., 2013), inducen vías de estrés mediadas 

por fosfosinasa, activan de manera aberrante la expresión génica proinflamatoria, 



16 

 

interrumpen la función gastrointestinal y causan muerte celular (Pestka 2010; Yang et al., 

2015). 

 

2.3.1. Deoxinivalenol (DON) 

El DON es el tricoteceno de mayor relevancia debido a su frecuente presencia en los 

cereales de todo el mundo (Cano et al., 2015) y en especial en las regiones de clima templado 

(Kovalsky et al., 2016), exhibiendo niveles lo suficientemente altos como para causar efectos 

adversos en humanos y animales (EFSA, 2004; Commission of the European Communities, 

2006; Döll y Dänicke, 2011).  

Estructuralmente, DON es un compuesto orgánico polar que contiene 3 grupos hidroxilo 

libres (-OH), que están asociados principalmente con su toxicidad (Fig. 7) (Nagy et al., 2005; 

Mishra et al., 2014). Se describe químicamente como 12,13-epoxi-3,7,15-trihidroxitricothec-

9-en-8-ona (C15H20O6, PM: 296,32) (Döll y Dänicke, 2011) y es soluble en agua y en 

algunos disolventes polares (metanol acuoso, acetonitrilo y acetato de etilo) (EFSA, 2004). 

La producción de DON depende de unas condiciones meteorológicas óptimas, como una 

temperatura de 26 - 30°C y a una actividad de agua (Aw) de 0.995 (Milani, 2013; Patriarca 

y Fernández, 2017). 

 

Figura 7.  Estructura del DON (Sobroba et al, 2010) 
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DON es estable a temperaturas altas como 120°C y moderadamente estable a 180°C (Döll 

y Dänicke, 2011), por lo que no muestra una reducción significativa ante las técnicas de 

procesamiento de alimentos (Peng et al., 2016; Liao et al., 2018), y persiste en alimentos de 

origen vegetal y animal como en la carne, la leche y el huevo, obtenido de ganado y aves de 

corral alimentadas con alimentos contaminados con DON; lo que plantea un problema grave 

en la actualidad (Deng et al., 2016; Radko et al., 2018). Los seres humanos, están 

significativamente expuestos al DON, por ejemplo, en un estudio reciente se detectó DON 

en el 98,7% de las muestras de orina de adultos en el Reino Unido (Nielsen, 2009). Los 

riesgos potenciales para la salud humana se basan en el estrecho margen entre las dosis de 

DON que afectan las funciones celulares y las cantidades de DON que pueden consumirse 

en relación con su ingesta diaria máxima tolerable provisional (IDTMP) (Escrivá, 2015). 

Por ende, varios países han establecido medidas urgentes, como el monitoreo continuo y 

la regulación de los niveles máximos de micotoxinas en productos alimenticios y productos 

básicos (Van Egmond, Schothorst y Jonker, 2007; Del Ponte, Garda, Badiale, 2012). Según 

la Comisión Europea (EC, 2017) y la legislación colombiana (Ministerio de Salud y 

Protección Social, 2013), los valores permisibles para el deoxinivalenol son de 1250 µg/Kg, 

mientras que para la FAO (FAO, 2003) los valores están en el rango de 300-2000 µg/Kg para 

cereales no elaborados que no sean de trigo duro, avena y maíz. Como DON es una de las 

micotoxinas asociadas a alimentos más prevalentes y peligrosas, el Comité Mixto FAO/OMS 

de Expertos de Aditivos en Alimentación ha propuesto una ingesta diaria máxima tolerable 

provisional (IDTMP) de 1 µg/Kg de peso corporal por día (JECFA, 2011; Escrivá et al., 

2015), y una dosis de referencia aguda (ARFD) de 8 µg/Kg de peso corporal (EFSA, 2013; 

Liu et al., 2016). 
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La toxicidad de DON en humanos y animales ocurre de una manera dependiente de la 

dosis y frecuencia de exposición, y se manifiesta en una serie de trastornos, que incluyen 

neurotoxicidad, inmunotoxicidad, toxicidad reproductiva, embriotoxicidad, carcinogénesis, 

mutagénesis, citotoxicidad; y es considerado como teratógeno por la Organización Mundial 

de la Salud (Del Ponte et al., 2012; Islam et al., 2013; Singh et al. 2015; Yang et al., 2017; 

Fang et al., 2018). Por otro lado, una revisión de la Agencia Internacional para la 

Investigación del Cáncer (IARC) incluyó a DON como carcinógeno humano del Grupo 3 (no 

clasificable) debido a evidencia inadecuada de carcinogenicidad animal y falta de 

investigación en humanos (IARC, 2002; Payros et al., 2017).  

La toxicidad de DON se basa en su capacidad para cruzar las barreras biológicas y afectar 

las funciones y la viabilidad de las células que forman dichos sistemas de órganos (Maresca, 

2013; Escrivá et al., 2015). Una vez ingerido, DON primero interactúa con el epitelio 

gastrointestinal (Smith et al., 2018), en donde, gracias a su carácter anfipático y lipófilico 

(Escrivá et al., 2015), se absorbe casi por completo y el intestino delgado proximal por 

difusión simple (Turner et al., 2008; Bensassi et al., 2012) y, en consecuencia, puede inducir 

toxicidad local y cruzar esta barrera para llegar al torrente sanguíneo (Smith et al., 2018; 

Deng et al., 2016) y así causar efectos adversos sobre otros órganos como el timo, el bazo, el 

corazón, el hígado y el cerebro (Escrivá et al., 2015; Huang, 2019b; Maresca, 2013; Rocha 

et al., 2014; Sobrova et al., 2010). DON afecta principalmente las células del sistema 

gastrointestinal, inmune, reproductivo y neuroendocrino (Escrivá et al., 2015; Pestka, 2010).  

El hígado, es el órgano más importante en la ruta metabólica de DON, pues es responsable 

de su destoxificación mediante la formación de DON-glucuronido (DON-GlcA) por UDP-

glucuronosyltransferases (UGTs) y de DON-3-sulfato por conjugados de sulfato en la 

posición C-3 en humanos y animales (Favero 2018; Peng et al., 2016; Smith et al., 2017; 
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Warth et al. 2012). Además, la concentración de la toxina por lo general se encuentra en el 

nivel más alto en el hígado después de su absorción (Zhang et al., 2018).  Por lo tanto, el 

enfoque principal de varios estudios ha sido orientado a evaluar los efectos tóxicos de DON 

en el hígado (Peng et al., 2016).  

 

2.3.1.1.Citotoxicidad de DON y Apoptosis 

DON tiene un efecto citotóxico complejo y distintivo sobre las células humanas, que 

dependen de la concentración y del tipo de célula ensayada (Li et al., 2014b; Krajarng et al., 

2015; Wang et al., 2016). La naturaleza anfipática de DON le permite atravesar fácilmente 

las membranas celulares e interactuar con diferentes orgánulos como los ribosomas, 

mitocondrias y retículo endoplásmico, lo que los convierte en orgánulos diana de esta 

micotoxina (Wu, et al., 2014b). Una de las manifestaciones del estrés oxidativo es la 

producción de radicales libres (ROS), incluyendo el anión superóxido (O-2), el radical 

perhidroxi (HOO-) y el radical hidroxilo (HO-), formados durante una variedad de reacciones 

bioquímicas y funciones celulares. Dado que estructuralmente el DON cuenta con 3 radicales 

(OH-) libres, puede generar ROS intercelular, e inducir estrés oxidativo (Mishra et al., 2014; 

Kang et al., 2019; Yang et al., 2019), provocando así, la inhibición de la síntesis de proteínas, 

de ADN y de ARN, alteración de la función mitocondrial; la división, señalización y 

diferenciación celular; la integridad de la membrana y conducir a la muerte celular por 

apoptosis o necrosis (Pestka y Smolinski, 2005; Rocha et al., 2005; Pestka, 2010; Nogueira 

et al. 2011; Ran et al., 2013; Li et al., 2014a; Li et al., 2014b).  El estrés oxidativo ha sido 

propuesto como un posible mecanismo de la hepatotoxicidad, inmunotoxicidad, toxicidad 

intestinal y genotoxicidad (Zhang et al., 2009; Yang et al., 2019). 
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Las vías más relevantes por los cuales el DON causa toxicidad celular, involucran la vía 

ribosómica, la vía mitocondrial y la vía del retículo endoplásmico (Fig. 8).  

 

Vía ribosómica 

Una vez el DON ingresa a las células, se acopla al ribosoma por la unión del grupo 3-

hidroxilo del DON al sitio-A de la subunidad 60s, lo que genera un cambio conformacional 

y daño del ribosoma; inhibiendo así la etapa de inicio, elongación y terminación de la síntesis 

de proteínas (Pierron et al. 2016a; Payros et al., 2016). Este mecanismo se ha denominado 

"respuesta al estrés ribotóxico" (Petska 2008; Wang et al., 2012; Yuang et al., 2018). 

Las proteínas quinasas PKR (asociada a ARN de doble cadena) y HCK (quinasa de células 

hematopoyéticas) son dos mediadores críticos de la respuesta al estrés ribotóxico inducida 

por el DON (Pestka, 2010; Wang et al., 2014). El daño ribosómico genera el reclutamiento y 

fosforilación de PKR y HCK, que funcionan como integradores de señales para la 

estimulación y fosforilación de otras quinasas como las MAPK: JNK, ERK y p38 (Pestka 

2008, 2010; Walle et al., 2010; Payros et al., 2016; Liao et al., 2018). La activación de p38, 

puede fosforilar y activar la p53, y a su vez, la p53 regula la activación de Bax y de la caspasa-

8, ocasionando alteraciones del proteosoma o la apoptosis (Fig. 8-1) (Pestka 2008; Payros et 

al., 2016; Yuang et al., 2018). 

 



21 

 

 

Figura 8. Mecanismo molecular de la toxicidad de DON. Las flechas rojas indican el sitio de acción de 

toxicidad del DON, las líneas continuas indican activación y las flechas discontinuas indican translocación. 

 

Vía Mitocondrial  

Además de los ribosomas, se considera que las mitocondrias son dianas de los tricotecenos 

(Bin et al., 2014; Li et al; 2014b; Liu et al., 2016; Wu et al., 2017). El DON promueve el 

estrés oxidativo aumentando los niveles de ROS intracelular, lo que induce una disfunción 

mitocondrial, peroxidación lipídica y un cambio en el estado antioxidante de las células, 

reduciendo la actividad de enzimas antioxidantes como la glutatión-S-transferasa (GST), 



22 

 

glutatión reducido intracelular (GSH), la superóxido dismutasa (SOD) y la catalasa (CAT) 

(Hou et al. 2013; Wu et al., 2017; Wu et al., 2014b), lo que finalmente conduce a la apoptosis 

celular (Kang et al., 2019; Mishra et al., 2014; Yang et al., 2019).  

Varios eventos clave en la apoptosis se centran en las mitocondrias, como los cambios en 

el transporte de electrones, la pérdida de potencial transmembrana mitocondrial y la 

liberación de proteínas mitocondriales apoptogénicas tras la permeabilización de la 

membrana mitocondrial (MMP) (Bensassi et al., 2012; Kroemer et al., 2007;). La exposición 

a DON provoca la activación de las proteínas proapoptóticas Bax/Bak y Bid en las 

mitocondrias (Liao et al., 2018; Pestka 2010; Wang et al., 2016). Cuando Bid es activada por 

la caspasa-8, interactúa con Bax, causándole a éste último, un cambio conformacional que le 

permite insertarse en la membrana mitocondrial para formar un poro en la membrana 

mitocondrial externa (OMM) (Bensassi et al, 2012; Reed, 2006; Zhang et al., 2015; Wang et 

al., 2016). Además, se demostró que Bax, favorece la apertura de un poro de transición de 

permeabilidad de alta conductancia (PTP) en la membrana mitocondrial interna (IMM), 

genera la disipación del potencial de membrana (ΔΨm) y favorece la MMP (Bensassi et al, 

2012). Esto permite la liberación de numerosas moléculas del espacio intermembrana, como 

el Citocromo C (Cyt-C) y otros promotores de apoptosis como AIF (Huang et al., 2019b; 

Liao et al., 2018; Pestka, 2010; Rasheed et al., 2017; Wang, 2016). 

La salida de Cyt-C hacia el citoplasma es fundamental para la activación de la apoptosis 

y constituye el punto de no retorno de la muerte celular. Una vez en el citoplasma, el Cyt-C 

se une al APAF-1 y a la pro-caspasa-9 para formar el apostosoma y activar la caspasa 9, una 

caspasa iniciadora, lo que lleva a la activación de caspasas ejecutoras como la Caspasa-3 

desencadenando las últimas fases de la apoptosis (Bensassi, et al., 2012; Wang, 2016). La 
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Caspasa-3 entra al núcleo, corta la Lamin-A y rompe la capa de fibra nuclear y concentra la 

cromatina nuclear, lo que finalmente conduce a la apoptosis (Fig.8-2) (Wu et al., 2014b). 

 

Vía del retículo endoplásmico 

El retículo endoplásmico (ER) es crítico para el plegamiento y la secreción de proteínas, 

la homeostasis del calcio y la biosíntesis de lípidos. Bajo diversas condiciones, llamadas 

estrés de ER, el plegamiento de proteínas en el ER se deteriora, lo que lleva a la acumulación 

de proteínas mal plegadas que puede dañar irreparablemente las funciones celulares, y así 

desencadenar las vías de muerte celular (Benbrook y Long, 2012; Chaudari et al., 2014; 

Schönthal, 2012). 

La exposición a DON, puede inducir estrés en el ER, lo que lleva a la activación de un 

mecanismo celular específico llamado respuesta de proteínas no plegadas (UPR) (Benbrook 

y Long, 2012; Katika et al., 2012; Petska, 2010; Schönthal, 2012). La UPR, puede regular la 

expresión de proteínas asociada al ER, como IRE1α, que puede desencadenar la apoptosis 

por la activación de la quinasa JNK y caspasas (Arunachalam y Doohan, 2013; Liao et al., 

2018). Así mismo, DON activa las proteínas de unión al calcio, como la M-calpaína y la 

calcineurina (Katika et al., 2015; Liao et al., 2018). La M-calpaína, participa en la apoptosis 

mediada por RE mediante la activación de la caspasa-12. Se ha propuesto que la caspasa-12 

activada, puede inducir la activación de la caspasa-9, y esta a su vez, activa la caspasa-3 y 

finalmente se produce la apoptosis (Fig. 8-3) (Katika et al., 2012; Liao et al., 2018; Schmeits 

et al., 2014). 
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Apoptosis 

La apoptosis, es la forma más común de muerte celular programada en la que una célula 

sufre la autodestrucción. Es un proceso estrechamente regulado y altamente conservado 

mediante el cual se realiza la eliminación ordenada y eficiente de las células que ya no son 

necesarias o potencialmente perjudiciales, como las que presentan daño en el ADN, 

previniendo así la carcinogénesis (Redza y Averill, 2016; Yang et al., 2019).  

La apoptosis puede ser desencadenada por una variedad de señales extrínsecas e 

intrínsecas, que incluyen diferentes tipos de estrés, como ROS, RNS, agentes que dañan el 

ADN, choque térmico, infección viral e hipoxia. La exposición a xenobióticos como 

plaguicidas, contaminantes ambientales y fármacos quimioterapéuticos también puede 

desencadenar la apoptosis, que a menudo está mediada por ROS. Luego de un ataque tóxico, 

las diferencias entre un tipo de célula u otro, son determinantes importantes del destino 

celular, que definen si las células sobrevivirán o morirán por apoptosis (Flusberg y Sorger, 

2015; Orrenius et al., 2011; Pallepati y Averill, 2012; Redza y Averill, 2016). 

El proceso de apoptosis se desarrolla a través de una compleja cascada que involucra 

características morfológicas y bioquímicas características. Los eventos tempranos de la 

apoptosis incluyen frecuentemente la disminución del volumen celular, la contracción de la 

membrana del citoplasma, la pérdida de contacto con la matriz celular, la condensación de la 

cromatina y la marginación en la membrana nuclear, la condensación nuclear, así mismo, la 

externalización de la fosfatidilserina es uno de los primeros eventos bioquímicos en el 

proceso apoptótico de la mayoría de las células. Por otro lado, los eventos tardíos de la 

apoptosis incluyen, la modificación ultraestructural de los orgánulos citoplasmáticos, la 

reorganización del citoesqueleto, la fragmentación nuclear y de la cromatina, la formación 

de vesículas en la membrana plasmática y la formación de cuerpos apoptóticos que son 
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digeridos mediante fagocitosis por células vecinas o macrófagos. Esto resulta en la 

eliminación de las células moribundas con un daño mínimo a las células y tejidos 

circundantes (Elmore, 2007; Gordeziani et al., 2017; Grilo y Mantalaris, 2019; Kondratskyi 

et al., 2015; Muganda, 2015; Pistritto et al., 2016; Redza y Averill, 2016). Estos cambios 

pueden ser identificados por medio de ensayos para cuantificar las células con apoptosis 

tardía o temprana, como se muestra en la tabla 1.  

Dependiendo del mecanismo de inicio, las vías de señalización que conducen a la 

apoptosis pueden dividirse en dos vías centrales: la vía extrínseca que involucra receptores 

de muerte localizados en la superficie celular y la vía intrínseca que involucra las 

mitocondrias. Sin embargo, a pesar de las diferencias en los mecanismos de iniciación y las 

moléculas involucradas, ambas vías pueden converger para producir las alteraciones 

características de la apoptosis (Kondratskyi et al., 2015; Pistritto et al., 2016). 

Tabla 1.  

Ensayos para la detección de la etapa etapa temprana y tardía de la apoptosis. 

Etapa de la 

apoptosis 

Marcador de apoptosis Medida de detección 

Temprana Externalización de la 

fosfatifil-serina 

Annexina V y análisis FCAS 

Activación de caspasas  Ensayos enzimáticos/ Western 

blot 

Escisión de sustratos de 

caspasa 

Western blot para sustratos 

escindidos: PARP  

Alteraciones mitocondriales  DIOC6 

Tardía Escisión del ADN Inter-

histona 

Escalonamiento del DNA 

Rompimiento de la cadena del 

ADN in situ 

TUNEL 

Disminución del contenido de 

ADN 

Tinción con yoduro de propidio y 

análisis FACS 

Morfología Microscopía Electrónica 

Adaptado de Cook y Poole, (1999). 
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En las vías de muerte celular apoptótica, los dos grupos más importantes de proteínas que 

participan en la apoptosis, son las caspasas y la familia de proteínas Bcl-2 (linfoma de células 

B-2) (McIlwain et al., 2015; Taylor et al., 2008). Las caspasas son endoproteasas 

dependientes de la cisteína que catalizan la ruptura del enlace peptídico. La mayoría de las 

caspasas conocidas tienen un papel en la apoptosis y pueden dividirse en dos grupos: caspasas 

iniciadoras (por ejemplo, caspasa-8, caspasa-9 y caspasa-10) y caspasas efectoras (por 

ejemplo, caspasa-3, caspasa-6 y caspasa-7) (Shalini et al., 2015). Las caspasas iniciadoras 

activan las caspasas efectoras, que a su vez realizan gran parte de la proteólisis y alteraciones 

del ADN observada en la apoptosis (Kondratskyi et al., 2015). 

 Las proteínas de la familia Bcl-2 están muy involucradas en la regulación de la apoptosis 

con actividades pro y anti-apoptóticas. El grupo antiapoptótico comprende Bcl-2, Bcl-xL, 

Bcl-W, Mcl-1, Bcl2A1 y Bcl-B, y están asociados típicamente con membranas celulares, 

nucleares o mitocondriales. El grupo proapoptótico está compuesto por Bax, Bak, Bid, 

PUMA, NOXA y Bmf (Pistritto et al., 2016; Redza y Averill, 2016; Taylor et al., 2008). 

Por lo anterior, varios estudios han evaluado los efectos de la exposición a DON en líneas 

celulares humanas (Dinu et al., 2011). La mayoría de estos estudios evaluaron los 

mecanismos celulares y moleculares de citotoxicidad inducidos por DON en las células del 

sistema inmune, células hepáticas, células renales y células intestinales (Königs et al., 2007, 

2008; Kouadio et al., 2005, 2007; Pestka et al., 2004; Sun et al., 2002).   

 

2.4.Línea Celular HepG2 

Durante las últimas décadas, el desarrollo y uso de cultivos de células de mamíferos han 

permitido la detección y estimación preliminar de la toxicidad de las micotoxinas, así como 

para evaluar las relaciones estructura-actividad y para dilucidar los modos de acción de las 
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toxinas a nivel bioquímico relacionados con los orgánulos celulares (Cetin, 2005; Petska 

2008). Las líneas celulares de leucocitos, macrófagos, monocitos, células B y T, y 

fibroblastos, son los tipos celulares más sensibles a DON (Pinton y Oswald, 2014), así como 

las células de los órganos que participan en la vía de absorción, entre los que se encuentran, 

el intestino y el hígado, como la línea celular HepG2. Por ende, los hepatocitos humanos 

constituyen uno de los modelos estándar más relevantes en estudios in vitro para estudios de 

toxicidad y metabolismo de DON (Smith et al., 2018).  

La línea celular de hepatoblastoma humano (HepG2). Esta línea celular fue derivada de 

biopsias de hígado de un varón caucásico de 15 años con un carcinoma hepatocelular 

diferenciado. Las células HepG2 son células altamente proliferativas que se han desarrollado 

con éxito en sistemas de cultivo a gran escala. Muestran una morfología epitelial en 

condiciones de cultivo. Además, se han descrito como el mejor modelo de hígado celular 

para reflejar el metabolismo de los xenobióticos (Costantini et al., 2013; Donato et al., 2014; 

Sobral, 2018 Zhang et al., 2009). 

 

2.5. Ensayo MTT 

La citotoxicidad se refiere a la capacidad de una sustancia química para dañar las células 

vivas, en particular al comprometer características funcionales y estructurales que son 

esenciales para la supervivencia, proliferación o función celular (Tolosa et al., 2015; Vinken 

y Blaauboer, 2017). Las normas ISO_ 10993-5, exponen los parámetros para la 

determinación de la citotoxicidad mediante ensayos cuantitativos que miden el daño celular, 

la proliferación celular y aspectos específicos del metabolismo celular, mediante técnicas que 

incluyen el rojo neutro, el XTT y el MTT, entre otros (ISO, 2009). 
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El MTT (bromuro de 3- (4,5-dimetil-2-tiazolil) -2, 5-difeniltetrazolio), es un método 

colorimétrico que se basa en la capacidad de las células viables para reducir una sal de 

tetrazolio (amarillo) en un formazán (azul-púrpura) (Fig. 9) (ISO, 2009; Vinken y Blaauboer, 

2017). 

 

 

Figura 9.  Reducción de la sal de tetrazolio MTT a Forman (Adaptado por Garzón, 2019) 

 

Aunque el mecanismo exacto de la reacción de reducción de MTT en formazán no se 

conoce bien (Kupcsik, 2011; Tolosa et, al. 2015), se sabe que, debido a sus grupos laterales 

lipófilos y su carga neta positiva, el MTT puede pasar la membrana celular (Stepanenko y 

Dmitrenko, 2015; Präbst, et al., 2017) y ser reducido por células viables (metabólicamente 

activas) mediante enzimas mitocondriales o plasmáticas celulares como las oxidorreductasas, 

deshidrogenasas, oxidasas y peroxidasas usando NADH, NADPH, succinato o piruvato 

como donadores de electrones o co-sustrato (Berridge, Herst y Tan, 2005; Stepanenko y 

Dmitrenko, 2015; Präbst, et al., 2017), lo que resulta en la formación de cristales de formazán 

que irradian de las células en unas pocas horas (Kupcsik, 2011). El formazán, se acumula 

dentro de las células, ya que no puede pasar a través de las membranas celulares intactas, 

pero al eliminar el medio acuoso y solubilizarlo con DMSO (dimetilsulfóxido) o isopropanol, 

el producto solubilizado se puede medir espectrofotométricamente a una longitud de onda 
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entre 570 y 590 nm (Kupcsik, 2011; McGaw et al., 2014; Hundie et al., 2016; Präbst, et al., 

2017).  

La capacidad de las células para reducir el MTT proporciona una estimación de la 

integridad y actividad mitocondrial, que a su vez puede interpretarse como una medida de la 

viabilidad y/o el número de células (Vinken y Blaauboer, 2017), por lo que la densidad 

celular se puede establecer proporcional a la concentración del producto coloreado resultante 

en un cierto rango (Berridge et al., 2005). 

 

2.6. Antecedentes 

2.6.1. Cuantificación de DON en Colombia  

A nivel nacional son muy pocos los estudios realizados sobre micotoxinas. Dichos 

estudios se basan, en su mayoría, en revisiones bibliográficas de micotoxinas (Chicagui y 

Echeverría, 2015; INS, 2015; Martínez y Londoño, 2017; Prado, 2018; Serrano y Cardona, 

2015) y en la determinación de micotoxinas en alimentos de consumo humano y animal 

(Castilla et al., 2011; Díaz y Sánchez, 2015; Morris, 2011). 

En cuanto a la incidencia de micotoxinas en cereales y sus derivados, se encuentran 

registros de micotoxinas en Antioquia, Cesar, Cundinamarca, Bolívar, Atlántico, Magdalena, 

Norte de Santander, Amazonas, Caldas y La Guajira (Tabla 2). Las micotoxinas que se 

destacan en estos estudios son Aflatoxinas (AFLA), Zearalenona (ZEA), Fumonisinas 

(FUM) y DON. Las aflatoxinas son las micotoxinas más reportadas en Colombia, siendo el 

maíz y sus derivados los productos de mayor estudio y prevalencia, seguidos del arroz (Tabla 

2).  
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Tabla 2. 

Antecedentes nacionales de micotoxinas en cereales. 

Departamento Alimento Micotoxina Referencia  

Antioquia  

Maíz 

Sorgo 

Soya 

AFLAs 
Díaz y Céspedes, 1997. 

Perilla y Díaz, 1998. 

Amazonas 
Maíz  

Arroz 

AFLAs 

ZEA 

DON 

FUM 

Díaz et al., 2015. 

Atlántico 

Maíz 

Arroz  

Sorgo 

Soya 

AFLAs Morris, 2011. 

Bolívar 

Maíz 

Arroz  

Sorgo 

Soya 

AFLAs 

Morris, 2011. 

Díaz y Céspedes, 1997. 

Castilla et al., 2011. 

Caldas 

Arroz 

Pan 

Arepa 

AFLAs 
Martínez, Moreano y Ocampo, 2019. 

Martínez, Taborda y Rosero, 2015. 

Cesar 
Maíz 

Arroz 
AFLAs Morris, 2011. 

Cundinamarca 

Maíz 

Arroz 

Sorgo 

AFLAs 

ZEA 

FUM 

Acuña, Diaz y Espitia, 2005. 

Díaz, Perilla y Rojas, 2001. 

Ramírez y Grose, 1995. 

Díaz y Céspedes, 1997. 

Perilla y Díaz, 1998. 

La Guajira 
Maíz 

Arroz 
AFLAs Morris, 2011. 

Magdalena 
Maíz 

Arroz 
AFLAs Morris, 2011. 

Norte de Santander 
Productos de 

consumo infantil  

AFLAs 

DON 

ZEA 

Rojas y Wilches, 2012 

 

DON, a pesar de ser una de las micotoxinas más relevantes en la actualidad, es una de las 

que menos interés ha despertado entre la comunidad científica nacional, pues son muy pocos 

los reportes de esta micotoxina en cereales (Fig. 10).  Díaz et al., (2015), detectaron esta 

micotoxina en una concentración de 3.6-13.0 µg/kg en muestras de arroz de poblaciones 

indígenas del Amazonas. De igual forma, Rojas y Wilches (2012), reportaron que el 36.67% 
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de las muestras de alimento de consumo infantil fueron positivas para DON en rangos que 

oscilan entre 231.10 y 2273.04 µg/kg, valores que superan el máximo permisible por la Unión 

Europea (200 µg/kg).  

 

Figura 10. Registro de micotoxinas en cereales por departamento y estudios del DON. 

 

2.6.2. Citotoxicidad del DON 

A nivel internacional, diferentes estudios sobre la citotoxicidad in vitro de DON se han 

llevado a cabo en diversas células humanas (Tabla 3). Entre los tipos de células estudiadas, 

se destacan las células de los órganos que participan en la vía de absorción, incluyendo el 

hígado, el intestino y el colon, asi como las células pertenecientes al linaje hematopoyético. 

Dichos estudios se basan en determinar la concentración en la cual el DON puede inhibir el 

50% de la población celular evaluada (CI50). El CI50 se ha presentado en un rango muy amplio 

y dependiente del tipo de célula, la concentración de DON y la finalidad del estudio. Asi 



32 

 

mismo, se han evaluado las alteraciones fisiológicas de las células expuestas al DON, entre 

las que se encuentran el estado oxidativo, síntesis de proteínas, genotoxicidad y muerte 

celular por apoptosis (Tabla 2). 

A nivel nacional, no hay estudios sobre la citotoxicidad del DON en líneas celulares 

humanas que puedan contribuir al conocimiento de los mecanismos de toxicidad de esta 

micotoxina, y a su vez, establecer una posible relación con problemas en la salud de la 

población expuesta.  

 

Tabla 3. 

Estudios citotoxicos de DON. 

País Tipo de célula 
Concentración 

de exposición 
CI 50 Resultado Referencia 

Alemania 

Hepatocitos 

primarios 

humanos 

HepG2 

0.1–100 μM 

6.0±2.2 μM 

 

41.4±3.7 

μM 

Citotoxicidad, 

disminución de LDH y 

activación de 

Caspasas. 

Königs et 

al. (2008) 

Alemania HepG2 1 and 10 μM 1.89 μM 
Alteración de la 

expresión de ATF3 

Nielsen et 

al. (2009) 

Romania HepG2 1-5μM 5 μM 

Incremento de estrés 

oxidativo, generación 

de ROS. 

Bodea et 

al. 

(2009) 

 

Romania HepG2 1-5 μM 5 μM 

Incremento de ROS, 

SOD, GPx, CAT, 

G6PD and GST, 

disminución de GSH 

 

Dragomir 

et al. 

(2009) 

China HepG2 3.75–60 μM N.E. 

Daño del DNA, 

incremento de ROS 

por estrés oxidativo 

Zhang et 

al. 

(2009) 

España HepG2 1.25- 15 μM 
10.15±.0.41 

μM 

Detención del ciclo 

celular en la fase 

G2/M 

Juan-

García et 

al. (2018) 

Francia Caco-2 5–40 μM 25 μM Estrés oxidativo 

Kouadio et 

al. 

(2005) 

Francia 
Caco-2 

 
0.01–0.5 μM >10 μM Genotoxicidad 

Bony et al. 

(2006) 
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España Caco-2 0.25-30 μM 
3.30 - 10 

μM 

Incremento de la 

citotoxicidad 

Cano-

Sancho et 

al. (2015) 

USA CHO-K1 0.04- 20 μg/ml 
1.15 - 0.27 

μg/ml 

Incremento de la 

citotoxicidad 

Cetin y 

Bullerman. 

(2005) 

Túnez 

HT 29 

Carcinoma de 

colon humano 

 

2.5–15 μM 10 μM 

No aumento la 

generación de ROS, 

aumento el daño del 

DNA y la apoptosis 

Bensassi et 

al. 

(2009) 

 

Túnez 

HCT116 

Carcinoma 

colonrectal 

100 μM 150 μM 

Disminución de 

viabilidad, activación 

del proceso apoptotico 

vía mitocondria 

Bensassi et 

al. 

(2014) 

 

Romania Hek-293 2.5-17.5 μM 10 μM 
Alteración del sistema 

antioxidante 

Dinu et al. 

(2011) 

España 
K562 

Eritroleuquemia 
100 -280 μM 84 μM 

Incremento de 

apoptosis y 

citotoxicidad 

Minervini 

et al. 

(2004) 

China 

Linfocitos de 

sangre 

periférica 

humana 

6.25–500 ng/mL 

101.4 - 

103.7 

ng/mL 

Incremento de LPO, 

Cambio de los niveles 

de 8-OHdG 

y ROS 

Yang et al. 

(2014) 

China PC12 
100-2000 

ng/mL 
N.E. 

Apoptosis por vía 

mitocondrial 

Wang et al. 

(2016) 

Italia U937 0–200 μM >100 

Producción de ROS, 

disminución de la 

actividad de GPx, 

GSH. 

Costa et al. 

(2009) 
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3. OBJETIVOS 

 

3.1. Objetivo General 

Evaluar el efecto citotóxico del deoxinivalenol sobre líneas celulares humanas y su 

presencia en el arroz cultivado en Cúcuta y El Zulia. 

 

3.2.Objetivos Específicos 

1. Aislar los hongos micotoxigénicos propios del arroz en cultivo procedente de Cúcuta y El 

Zulia. 

2. Cuantificar el deoxinivalenol presente en el arroz en cultivo procedente de Cúcuta y El Zulia.  

3. Reconocer el efecto citotóxico del deoxinivalenol sobre la morfología y proliferación celular 

en la línea celular HepG2. 

4. Determinar la inducción de la apoptosis del deoxinivalenol en células polimorfonucleares 

humanas por citometría de flujo.  
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4. METODOLOGÍA 

 

4.1. Área de Estudio 

El área de estudio comprendió los municipios de Cúcuta y El Zulia ubicados en la 

subregión oriental del departamento Norte de Santander (Fig. 11). El municipio de Cúcuta, 

se encuentra en una altitud media de 320 m.s.n.m., presenta un clima cálido – muy seco, con 

un promedio de lluvia total anual de 878 mm; la temperatura promedio es de 25.5°C. La 

humedad relativa del aire oscila durante el año entre 62 y 77 %, siendo mayor en los meses 

de noviembre y diciembre y la menor, hacia mitad de año (IDEAM, s.f.). Por su lado, el 

municipio de El Zulia se encuentra a una altitud de 220 m.s.n.m., y presenta una temperatura 

media de 28°C; no hay datos climatológicos oficiales para éste municipio debido a la falta 

de bases meteorológicas (Alcaldía municipal de El Zulia, 2018). 

 

Figura 11.  Área de estudio y puntos de muestreo. 
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4.2.Muestras 

Las muestras fueron procedentes de cultivos de arroz del municipio de Cúcuta y El Zulia. 

Se tomaron 8 muestras de Cúcuta y 7 de El Zulia, para un total de 15 muestras de arroz en 

cultivo (Fig. 11 y Tabla 4). Las muestras fueron llevadas al laboratorio de Biología Molecular 

y Genética (BIOMOGEN) de la Universidad de Pamplona, en donde fueron almacenadas en 

bolsas de papel absorbente hasta su procesamiento y análisis. 

 

Tabla 4. 

Georreferenciación de los puntos de muestreo del arroz cultivado. 

Municipio Puntos de muestreo Latitud Longitud 

Cúcuta 1 8,2129 -72,48769 

Cúcuta 2 8,20357 -72,48704 

Cúcuta 3 8,18232 -72,47289 

Cúcuta 4 8,35033 -72,4536 

Cúcuta 5 8,18358 -72,49181 

Cúcuta 6 8,19698 -72,50144 

Cúcuta 7 8,1848 -72,50006 

Cúcuta 8 8,35502 -72,46046 

El Zulia 9 7,93275 -72,59691 

El Zulia 10 8,12733 -72,56441 

El Zulia 11 8,15176 -72,54404 

El Zulia 12 8,12743 -72,56733 

El Zulia 13 8,13665 -72,56031 

El Zulia 14 7,99953 -72,60328 

El Zulia 15 7,95885 -72,6046 

 

4.3.Aislamiento e Identificación de Hongos 

4.3.1. Aislamiento de hongos de las muestras de arroz  

Para el aislamiento e identificación de hongos se realizaron tres metodologías, como se 

describe a continuación: (a) reconocimiento de hongos control, (b) reconocimiento de hongos 

de superficie del grano y (c) reconocimiento de hongos a profundidad del grano, la aplicación 
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de las tres metodologías permitió descartar los contaminantes fúngicos atmosféricos (A) y 

determinar los propios (B, C) de las 15 muestras de arroz (Fig. 12). 

 

Figura 12. Metodología para el aislamiento de hongos de las muestras de arroz cultivado. A. Reconocimiento 

de hongos control, B. Reconocimiento de hongos de superficie del grano y C. Reconocimiento de hongos a 

profundidad del grano.  
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4.3.1.1.Reconocimiento de Hongos Control 

Se tomaron 10 granos de cada muestra, los cuales fueron colocados en posición 3-4-3 en 

la superficie de agar PDA (Fig. 12-A).  

4.3.1.2.Reconocimiento de Hongos de Superficie del Grano 

Se seleccionaron 5 granos de cada muestra, dichos granos se desinfectaron con hipoclorito 

de sodio al 3%, se lavaron 3 veces con agua destilada estéril, se secaron sobre papel 

absorbente y se ubicaron sobre el medio de cultivo PDA en posición 2-3-2 (Fig. 12-B).  

4.3.1.3.Reconocimiento de Hongos a profundidad del Grano   

Se tomaron 11 gramos de cada muestra, los cuales se desinfectaron en una solución de 

hipoclorito de sodio al 3% durante 1 minuto; luego se lavaron con agua estéril y se licuaron 

con 99 ml de agua peptona estéril, se tomó 1 alícuota de 1 ml del licuado y se adicionó en 1 

tubo de ensayo con 9 ml de agua peptona estéril, a partir del tubo anterior se realizó otra 

dilución. Posteriormente, se sirvió 1 ml de la última dilución en agar PDA junto con el 

antibiótico cloranfenicol (Fig. 12-C). 

En cada una de las metodologías anteriormente descritas, las muestras procesadas se 

incubaron a 25°C durante 5 a 7 días.  

 

4.3.2. Identificación de Hongos  

Para la identificación de los hongos aislados se registraron características macroscópicas 

(Color dorsal y ventral del micelio, forma, superficie, margen y textura) y características 

microscópicas (Forma de conidias, hifas), éstas últimas se registraron por medio de un 

microscopio óptico Nikon, siguiendo las claves de Leslie y Summerell (2006), junto con las 

de Pitt y Hocking, (2000). 
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La frecuencia de aislamiento (Fr) de los hongos fueron calculados según lo planteado por 

González et al., (2008), mediante la fórmula: 

 

𝐹𝑟 (%) =  (
𝑁° 𝑑𝑒 𝑚𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎𝑠 𝑐𝑜𝑛 𝑙𝑎 𝑒𝑠𝑝𝑒𝑐𝑖𝑒 𝑓ú𝑛𝑔𝑖𝑐𝑎 

𝑁° 𝑑𝑒 𝑚𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎𝑠 𝑡𝑜𝑡𝑎𝑙𝑒𝑠 
) 𝑥100 

 

4.4. Detección y Cuantificación del Deoxinivalenol 

Para la extracción de DON, se licuaron 25 gramos de cada muestra de arroz cultivado con 

100 ml de una mezcla de acetonitrilo: agua (84 :16), posteriormente el extracto se purificó 

utilizando una columna de limpieza Micotox® M2005. El extracto purificado se llevó a 

sequedad, disuelto en fase móvil y finalmente se inyectó en el HPLC. El análisis 

cromatográfico se realizó en una columna cromatográfica de fase reversa (RP18) con 

detección espectrofotométrica (detector UV a 220 nm) según el cromatográma estándar de 

DON (Fig. 13) y aplicando la Norma Técnica Colombiana NTC 5961 (2012-12-12). 

 

 

Figura 13. Cromatograma de un estándar de Deoxinivalenol. 
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4.5.  Liofilización de DON 

Se realizó la liofilización del estándar Micotox deoxinivalenol-HPLC en metanol (HPLC-

DON-4). En resumen, se realizó la diálisis en buffer Tris a 25 mM de la micotoxina DON 

durante 24 horas, posteriormente, el contenido se traspasó a un tubo Falcon y se congeló 

durante 4 horas, finalmente se realizó el proceso de liofilización por 24 horas. 

 

4.6. Cultivo Celular 

La línea celular HepG2 se cultivó en medio RPMI-1640 suplementado con suero fetal 

bovino, hasta obtener una confluencia del 80%. Posteriormente, las células HepG2 se 

disociaron con tripsina al 0,25%, se sembraron en placas de 96 pozos, con una densidad de 

20,000 células/100 µl por pozo y se dejaron en reposo durante 24 horas para la adhesión 

celular. Luego se adicionó la micotoxina liofilizada en un rango de concentración de 0, 10, 

25, 50, 75 µM. 

 

4.7. Ensayo de Citotoxicidad  

El efecto de DON sobre la viabilidad celular se determinó usando el ensayo MTT. Después 

de 48 y 72 horas de tratamiento con DON, se evaluó la viabilidad celular adicionando 100 µl 

de MTT (0,5 mg/ml) e incubando por 4 horas a 37°C, 5%CO2 y 95% de humedad, luego las 

placas se lavaron con PBS; posteriormente, se adicionó 100 µl de isopropanol ácido para 

solubilizar los cristales de formazan durante 1 hora en agitación suave. Finalmente, se 

examinó la densidad óptica a 492 nm de la solución solubilizada mediante el 

espectrofotómetro Teca Spectra Classic (Kupcsik, 2011). 
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El efecto de los complejos sobre las células HepG2 se expresó como valores del porcentaje 

de inhibición usando la siguiente fórmula (Jaimes et al., 2016): 

% 𝐼𝑛ℎ𝑖𝑏𝑖𝑐𝑖ó𝑛 =  [1 − (
𝐴𝑏𝑠𝑜𝑟𝑏𝑎𝑛𝑐𝑖𝑎 𝑚𝑒𝑑𝑖𝑎 𝑑𝑒 𝑐é𝑙𝑢𝑙𝑎𝑠 𝑡𝑟𝑎𝑡𝑎𝑑𝑎𝑠

𝐴𝑏𝑠𝑜𝑟𝑏𝑎𝑛𝑐𝑖𝑎 𝑚𝑒𝑑𝑖𝑎 𝑑𝑒𝑙 𝑐𝑜𝑛𝑡𝑟𝑜𝑙
)] 𝑥 100 

 

4.7.1. Cálculo de la concentración inhibitoria CI50 

La concentración inhibitoria, es la concentración de la micotoxina necesaria para inhibir 

el 50% del crecimiento celular (CI50). La CI50 se evaluó mediante el cálculo de las curvas de 

inhibición del porcentaje-concentración. Se seleccionó el modelo no lineal hiperbólico para 

el ajuste de los datos. El análisis de regresión no lineal que se implementó, permitió la 

obtención de los estimadores del modelo mediante mínimos cuadrados, usando como 

variable respuesta a la dosis inhibitoria y como variable regresora la concentración de los 

complejos evaluados. La selección del modelo se basó en la gran utilidad del mismo en este 

tipo de ensayos y por tener el más bajo AIC (Criterio de información de Akaike) (Jaimes et 

al., 2016). 

 

4.8. Microscopía Electrónica de Transmisión  

Se sembraron 3x106 células HepG2 en placas de cultivo durante 24h para permitir la 

adhesión celular, posteriormente, se adicionó 50 µM de DON durante 48 horas; a 

continuación, la monocapa celular se disoció con tripsina al 0,25%, luego se lavó la 

suspensión celular con PBS y se centrifugó a 2000 rpm durante 10 minutos. El pellet celular 

se fijó por un período de 1 a 2 horas en una mezcla 3:3 (glutaraldehido-formaldehido al 3 % 

en tampón cacodilato 0,1 M, pH 6,3) (Palacios y Mendoza, 1972). Después la suspensión 

celular se centrifugó a 2000 rpm durante 10 minutos. El pellet se lavó con tampón cacodilato 
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y se postfijó por 3 a 12 horas en una solución de tetraóxido de osmio al 1% preparado en el 

mismo tampón cacodilato. Concluido este tiempo, el pellet se lavó con solución tampón y se 

deshidrató en concentraciones ascendentes de alcohol etílico seguido de óxido de propileno, 

posteriormente, el pellet celular se infiltró con resina epoxídica a concentraciones 

ascendentes y finalmente, se incluyó en resina epoxídica. Del pellet de células incluidas se 

realizaron secciones de 1 micra de espesor, las cuales fueron coloreadas con p-fenil-

endiamina en solución acuosa al 1% (p/v) y secciones ultra finas de 90 nanómetros de 

espesor, que fueron contrastadas con citrato de plomo y acetato de uranilo para el análisis 

ultraestructural (Watson, 1958; Reynolds, 1965).  Por microscopía electrónica se analizaron 

los cambios morfológicos propios de la apoptosis en las células HepG2. 

 

4.9. Extracción de Células Polimorfonucleares 

Se tomaron por venopunción 20 ml de sangre periférica de 5 personas al azar, la sangre se 

mezcló con 3 ml de dextrán al 6% y se dejó en posición vertical a temperatura ambiento por 

30 minutos. Posteriormente, se extrajo el sobrenadante libre de glóbulos rojos y se adicionó 

sobre ficoll en una proporción 3:1, luego se centrifugó a 1.800 rpm por 30 minutos en un 

rotor basculante sin freno. El pellet de células polimorfonucleares se lavó 3 veces con medio 

RPMI a 2000 rpm por 5 minutos a 4°C, previo a cada lavado se realizó una lisis osmótica 

(H20 estéril) por 30 minutos. 

 

4.10. Apoptosis por Citometría de Flujo  

Las células polimorfonucleares (PMN) (2x106 cel/ml), fueron expuestas a 29,6 µM DON 

durante 2 horas. Después del tratamiento con DON, las células se lavaron con RPMI y 

posteriormente se resuspendieron en 500 µl de buffer de unión con 3 µl de Annexin-V-FITC 
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y 5 µl de PI, y finalmente se incubaron a temperatura ambiente por 30 min, luego de 2 lavados 

con PBS. La suspensión celular fue analizada en un citometro de flujo FACsort mediante el 

programa Cell Quest.  

4.11. Análisis Estadistico 

El análisis de los datos recopilados sobre el efecto antiproliferativo de DON en las células 

HepG2, se llevó a cabo mediante el software estadístico SPSS versión 23.0. Se utilizó como 

herramienta estadística el análisis de varianza (ANOVA) incluido dentro del diseño de 

experimentos, previa verificación del cumplimiento de los supuestos de normalidad, 

homocedasticidad e independencia.  

Las pruebas se realizaron con un nivel de significación del 5% (0,05), teniendo que si el 

p-valor de las pruebas aplicadas es inferior a 0,5 entonces se determina rechazar la hipótesis 

estadística planteada. En este caso en particular se establece si existen o no diferencias 

significativas en los promedios de los experimentos de citotoxicidad a diferentes 

concentraciones y tiempo.  

Por otro lado, para analizar la inducción de la apoptosis en las células PMN se utilizó el 

software estadístico InfoStat versión 2008, mediante un ANOVA. Todos los ensayos 

realizados se hicieron por duplicado.  

 

 

 

 

 

 

 



44 

 

5. RESULTADOS 

A continuación, se presentan los resultados obtenidos del análisis fúngico y de la presencia 

del DON en las muestras de arroz cultivado en Cúcuta y El Zulia. Así mismo, se presentan 

los efectos citotóxicos resultantes de la exposición de las células HepG2 a DON.  

 

5.1. Presencia de Hongos Micotoxigénicos en Arroz 

De las muestras de arroz analizadas, 11 de las 15 muestras (75%) estaban contaminadas 

por al menos un hongo. Se aislaron los hongos pertenecientes al género Fusarium spp., 

Aspergillus spp. y Penicillium spp. (Fig. 14), que han sido ampliamente identificados como 

hongos micotoxigénicos (Zain, 2011; Luo et al., 2018; Manizan et al., 2018).  

 

 

Figura 14. Características macroscópicas (A, C, E) y microscópicas 1000X (B, D, F) de los hongos aislados 

en las muestras de arroz. Fusarium spp. (A-B), Aspergillus spp. (C-D) y Penicillium spp. (E-F). 

A. 

B. 

C. 

D. 

E. 

F. 
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El género Fusarium spp., fue el que mayor frecuencia de aislamiento presentó (91%), 

seguido de Aspergillus spp. (72%), y Penicillium spp. (27%), como se evidencia en la Tabla 

5. 

Tabla 5.  

Hongos toxigénicos asociados al arroz. 

Hongo C. Macroscópicas C. Microscópicas 
Frecuencia de 

aislamiento (%) 

Fusarium spp.  

Haz: Micelio de color 

Rojo en la base y 

Blanco en el centro. 

Textura algodonosa.  

 

 

Revés: Color Rojo 

difuso. 

Macroconidia: corta a 

mediana, recta a ligeramente 

curvada, relativamente 

delgada y de pared delgada, 

generalmente con 3 septos. 

Célula apical: cónica y curva, 

a veces con un ligero gancho. 

Células basales: forma de pie 

a puntiagudo. Microconidia: 

Oval, elíptica o con forma de 

riñón. 

91 

 

(10/11) 

Aspergillus spp. 

Haz: Micelio de color 

verde, granuloso. 

 

 

Revés: Color Verde 

difuso. 

Conidios irrdadiados fialidos 

uniseriados o biseriados. 

Vesículas maduras que 

contienen fialides en toda su 

superficie y conidios 

globulares a subglobosos. 

72 

 

(8/11) 

Penicillium spp. 

Haz: Micelio de color 

gris verdoso, 

granulado. 

 

Revés: Color negro 

Estructura biverticiliada, con 

presencia de métulas, fiálides 

y conidias redondas a 

subredondeadas. 

27% 

 

(3/11) 

 

En las tres metodologías, sólo Aspergillus spp. y Fusarium spp. se hallaron, por lo que se 

pueden reconocer como contaminantes propios del arroz en cultivo. Por su parte, Penicillium 
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spp. sólo se aisló en la metodología 1, por lo que se asume que es un contaminante asociado 

al cultivo de arroz (Fig. 15).  Así mismo, se evidenció que los municipios de Cúcuta y El 

Zulia, presentan condiciones adecuadas para el crecimiento de hongos toxigénicos, 

incluyendo Fusarium spp., que está relacionado con la producción de DON en el arroz 

cultivado; sin embargo, en las muestras del municipio de Cúcuta, se observó una mayor 

incidencia de aislamiento en comparación con el municipio de El Zulia (Fig. 15).   

 

Figura 15. Incidencia de hongos en muestras de arroz cultivado por metodología y municipio. 

 

5.2. Detección de DON en el Arroz Cultivado 

De las 15 muestras de arroz cultivado estudiadas, ninguna presentó valores detectables 

por HPLC (Tabla 6). Estos resultados se deben a que, en teoría, la producción de micotoxinas 

se ve fuertemente influenciada por factores físicos como la humedad relativa, temperatura y 

actividad del agua (Aw) (Bryden, 2012; Ferre, 2016). Así, la producción óptima de DON 
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ocurre a una temperatura de 28-30 °C, Aw de 0.995 y una humedad relativa del 88% (Moss, 

1991; Milani, 2013; Patriarca et al., 2017; Serrano y Cardona, 2015). Aunque la temperatura 

media de las muestras analizadas está dentro del rango de producción del DON, los 

parámetros de Aw (0.555) y humedad relativa (77%), presentaron valores inferiores a los 

óptimos, lo que supondría la falta de producción de esta micotoxina. Lo anterior, permite 

confirmar que la presencia de hongos en plantas o alimentos no es necesariamente un 

indicador de la presencia de micotoxinas, por otro lado, la ausencia de hongos visibles 

tampoco descarta la presencia de micotoxinas (Terzi et al., 2014).  

Tabla 6.  

Detección del DON en las muestras de arroz en cultivo por HPLC. 

CÓDIGO 

MUESTRAS 
ÁREA [µg/Kg] D N.D. 

MC001 0 0.00 - X 

MC002 0 0.00 - X 

MC003 0 0.00 - X 

MC004 0 0.00 - X 

MC005 0 0.00 - X 

MC006 0 0.00 - X 

MC007 0 0.00 - X 

MC008 0 0.00 - X 

MC009 0 0.00 - X 

MC010 0 0.00 - X 

MC011 0 0.00 - X 

MC012 0 0.00 - X 

MC013 0 0.00 - X 

MC014 0 0.00 - X 

MC015 0 0.00 - X 

D: Detectable  

ND: No detectable 
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5.3. Toxicidad del DON Sobre la Línea Celular HepG2 

Los efectos citotóxicos de DON sobre la proliferación de las células HepG2, se evidencian 

por el porcentaje de inhibición. En efecto, el porcentaje de inhibición sobre las células 

HepG2, en rango de concentración de DON de 10µM - 75µM fue de 24,63%± 5,6; 

32,17%±2,7; 52,32%±5,4; 66,61%±0 a las 48h y de 25,99%±0.9; 45,53%±5; 60,795%±;4,7; 

76,27%±4,3 a las 72 horas, respectivamente. Se puedo evidenciar que a mayor concentración 

de DON (75 µM) mayor es el porcentaje de inhibición en las células HepG2 (66,61%±0 y 

76,27%±4,3) a las 48 y 72 h, respectivamente (Fig. 16), lo que indica que la exposición de 

DON genera un efecto antiproliferativo en las células HepG2 y disminuye su actividad 

metabólica para la formación de cristales de formazán. 

 

Figura 16.Citotoxicidad del DON sobre las células HepG2. Todos los valores son expresados con la 

media ± SD. *= P<0.05. 

Así mismo, a mayor tiempo de exposición a la micotoxina DON (72h), mayor es el efecto 

de la concentración (75 µM) en el porcentaje de inhibición de las células HepG2 

(76,21%±4,3), comparado con el porcentaje de inhibición a las 48h (66,61%) (Fig. 17). Los 
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resultados indican que el DON ejerce un efecto citotóxico significativo dependiente de la 

concentración (p<0,05), a partir la concentración mínima ensayada (10 µM). Además, el 

efecto citotóxico significativo dependiente del tiempo (p<0,05) a partir de una concentración 

de 25 µM.  

 

Figura 17. Citotoxicidad del DON dependiente al tiempo y concentración. p<0,005. 

 

 La concentración inhibitoria (CI50) obtenida después de las 48h y 72h del tratamiento 

celular con DON, fue de 42,82 µM±1,2 y 29,6 µM±4,8, evidenciando que la inhibición del 

50% del porcentaje celular, requiere una concentración menor del DON (29,6 µM±4,8) a 
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mayor tiempo de exposición (72h), lo que confirma que el efecto citotóxico del DON sobre 

las células HepG2 es significativamente dependiente del tiempo (p<0.05) (Figura 18). 

 

Figura 18. CI50 del DON en las células HepG2 a 48h (A) y72h (B). 
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5.4. Cambios Morfológicos y Apoptosis de las Células HepG2 por DON   

Los cambios morfológicos de las células HepG2 por el DON, fueron determinados por 

medio de microscopía electrónica de transmisión. El tratamiento con 50µM de DON por 48 

h indujo cambios sobre la morfología de las células HepG2. En el grupo control, el núcleo 

mantuvo su forma redondeada con presencia de un nucléolo definido; la membrana nuclear 

y plasmática permanecieron intactas; se observó un contenido celular y una morfología 

epitelial conservada, así como, alteraciones de la morfología celular y por tanto perdida de 

los contactos célula a célula (Fig. 19: A). Por otro lado, las células con el tratamiento de 

DON, presentaron fragmentación del contenido celular y nuclear, formación de 

protuberancias en la membrana plasmática, cuerpos apoptóticos, así como la pérdida del 

contacto célula a célula (Fig. 19: B-D.), características propias de células en apoptosis. 
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Figura 19. Microscopía electrónica de Transmisión de las células HepG2, expuestas a 50 µM DON. A. 

Control negativo, B.-D. células expuestas a 50µM de DON. Aumento: A:4.000X B-D: 6.500X. Mn= 

Membrana nuclear, Mp= Membrana Plasmática, Cc= Contenido celular, Dc= División celular, N= Núcleo, n= 

Nucléolo, Pb= Protuberancia, Fn= Fragmentación nuclear, Fc= Fragmentación celular, * = Cuerpos 

apoptóticos, →= Invaginaciones de la membrana plasmática, Flecha con doble punta= Contacto célula a 

célula.   
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5.5. Apoptosis inducida por DON en Células Polimorfonuclerares 

Después del tratamiento con 29,6 µM de DON, las células polimorfonucleares presentaron 

características bioquímicas de la apoptosis (Fig. 20). El porcentaje de células en apoptosis 

temprana (2,34%±0,4 a 7,38%±0) fue menor en comparación con las células en apoptosis 

tardía (10,44%±0,5 a 48,32%±2,2).  

 

 

Figura 20. Potencial apoptótico de DON sobre células polimorfonuclreares humanas por medio de los 

marcadores AnexinaV/FiTC y IP. 

 

Además, el porcentaje total de células en apoptosis varió entre las muestras analizadas 

(M1: 19,51%±0; M2: 32,15%±0,6; M3: 12,01%±1,8; M4: 52,74%±1,3; M5: 28,35%±12,8) 

(Fig. 20); lo que permitío agruparlas en 3 subgrupos con diferencias significativas entre sí 
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(P=<0,005) (Fig. 21). Lo anterior supone que, a pesar de tratarse del mismo tipo celular, la 

inducción de la apoptosis del DON varía entre individuos.   

 

 

Figura 21. Agrupación de las muestras según el número de células polimorfonucleares en estado 

apoptótico inducido por DON. 
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6. DISCUSIÓN 

Debido a la naturaleza ubicua de los hongos toxigénicos, los reportes de cereales 

contaminados se han extendido alrededor del mundo (Pereira et al., 2014), resultando en el 

aumento de la exposición humana a micotoxinas. Este estudio proporciona el primer registro 

de hongos toxigénicos en muestras de arroz en cultivo de Norte de Santander. Además, se 

logró evidenciar una alta contaminación por hongos en las muestras de arroz analizadas 

(75%), lo que concuerda con lo obtenido por Huong et al., (2016), quien reporta una 

contaminación del 96.4% de las muestras de arroz analizadas. Los hongos aislados del género 

Fusarium spp., Aspergillus spp., Penicillium spp., coinciden con el único reporte de hongos 

asociados al arroz para Colombia en el departamento del Meta (Castaño, 1998) y con lo de 

otros países (Makun et al., 2007; Lapmak et al., 2009; Makun et al., 2011; Kushiro, 2015). 

 Fusarium spp. fue el hongo micotoxigénico con mayor incidencia (91%), seguido de 

Aspergillus spp. (72%). Ok et al., (2014) y Savi et al., (2018), también reportan a Fusarium 

spp. como el género predominante en muestras de arroz colectadas en el sur de Corea y en 

Brasil, respectivamente. En contraste, Aspergillus spp., y Penicillium spp., fueron los géneros 

predominantes de muestras de arroz colectadas en Nigeria (Abdus et al., 2016; Makun 2011) 

y China (Zhao et al., 2019) y en derivados del arroz (Lv et al., 2012).  Dicha discrepancia, se 

basa en la etapa de arroz colectado, puesto que el género Fusarium spp., ha sido ampliamente 

reconocido como un contaminante de campo, mientras que Aspergillus spp. como 

contaminante de la etapa de almacenamiento (Patriarca y Fernández, 2017). La alta 

incidencia de Aspergillus spp. en muestras de arroz en cultivo, puede ser posiblemente por 

altos niveles de esporas en el suelo, en residuos de plantas o en insectos que entren en 

contacto con éste cereal (Makun et al., 2011).  Las muestras procedentes del municipio de 

Cúcuta, fueron las que mayor contaminación de hongos presentaron, en especial del género 
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Fusarium spp., dado a las condiciones climáticas favorables que presenta, tales como la 

temperatura (27°C) y la humedad (77%) (Serrano y Cardona, 2015; Ferre, 2016).  

A pesar de la alta frecuencia de Fusarium spp., no se presentó una concentración 

detectable del DON en las muestras de arroz analizadas; lo que coincide con lo reportado por 

Kirini et al. (2015), quienes no detectaron DON en las 17 muestras de arroz y sus derivados 

estudiados; y por Savi et al., (2018), quienes no encontraron a DON en 100 muestras de arroz 

del sur de Brasil. Por otro lado, varios autores reportan la presencia de DON en arroz, pero 

con un porcentaje de contaminación inferior al 10% de las muestras analizadas (Almeida et 

al., 2012; Díaz et al., 2015; Ok et al., 2014; Ortiz et al., 2013). Así, en un estudio realizado 

por Almeida et al. (2012) en el arroz recolectado de regiones brasileñas, se observó que, de 

230 muestras, la concentración de DON fue indetectable (<30 μg / kg) en 91% de las muestras 

de arroz, en 96% de salvado de arroz, en 95% de salvado de cáscara de arroz y en el 100% 

de las muestras de arroz quebrado; cabe señalar que, aunque su incidencia es baja, la 

concentración en la que se presenta puede ser considerablemente alta (Ok et al., 2018). 

Las toxinas de Fusarium son extremadamente tóxicas para las células que se dividen 

rápidamente, y causan hepatotoxicidad, nefrotoxicidad, neurotoxicidad, citotoxicidad, 

inmunotoxicidad y toxicidad reproductiva (Zhang et al., 2018).  

Después de la ingestión de alimentos contaminados, el DON se distribuye a través de la 

circulación sanguínea en todo el cuerpo (Deng et al., 2016) y, gracias a sus características 

anfipáticas y lipófilas, se puede absorber fácilmente y atravesar las barreras biológicas, la 

mucosa pulmonar y el intestino, y así llegar a diferentes tejidos del cuerpo afectando las 

funciones y la viabilidad de las células que forman dichos sistemas (Huang, 2019; Maresca, 

2013; Escrivá, 2015). 
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El hígado es el órgano más importante en la ruta metabólica del DON y es responsable de 

su destoxificación. Estudios previos han demostrado que la ingesta de alimentos 

contaminados con DON provoca cambios histopatológicos en el hígado porcino y afecta 

varios parámetros metabólicos básicos en células de hígado de rata y en hepatocitos primarios 

humanos (Nielsen, 2009). Numerosos estudios sobre los daños hepáticos inducidos por el 

DON, en diferentes modelos animales y líneas celulares, demostraron datos contradictorios, 

por lo que, es necesario realizar más investigaciones para tratar de esclarecer estos fenómenos 

biológicos (Wu et al., 2014; Peng et al., 2016). 

Los resultados de citotoxicidad, revelaron una disminución significativa de la viabilidad 

de las células HepG2 expuestas a la concentración más baja de DON (10μM) del 24,63%± 

5,6; no obstante, Nielsen et al. (2009) y Mayer (2017), observaron la disminución del 25% 

de las células HepG2 por 1 μM de DON, lo que sugiere una sensibilidad menor de las células 

ensayadas en este estudio al DON, cuyo resultado se le puede atribuir al proceso de 

liofilización realizado a la micotoxina antes de su exposición a las celulas HepG2, pues no 

se reporta en otros artículos. La concentración inhibitoria (CI50) obtenida de 42,82±1,2 μM, 

coincide con lo reportado por Konigs et al, (2007) en la línea celular HepG2 a 48 h (41,4±3.7 

μM) mediante el ensayo citotóxico de conteo celular por el kit-8 (CCK-8), y difiere de lo 

obtenido por Mikami et al., (2004) y Cetin et al., (2005) de 28 μM a las 48 h de exposición 

mediante el ensayo CCK-8 y MTT, respectivamente. En cuanto al tiempo de exposición de 

72 h, los resultados de CI50 obtenidos de 29,6±4,8 μM, concuerdan con los valores de CI50 de 

25 μM reportados por Kouadio et al., (2005), mediante el ensayo MTT. En contraste, los 

valores de CI50 obtenidos por Fernández et al., (2018) y Juan et al., (2018) a 72 h fueron de 

2,53 ±0.21μM y de 4.30 ± 0.36 μM por medio del ensayo MTT y Rojo Neutro, 
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respectivamente. Sin embargo, aunque las concentraciones del CI50 difieran entre autores, 

debido a las diferentes condiciones evaluadas, como finalidad del estudio, tipo de células, 

tiempo de exposición, rango de concentración y ensayo citotóxico utilizado, varios autores 

reportan un efecto de DON en la línea celular HepG2 dependiente de la concentración y el 

tiempo (Konigs et al., 2008; Nielsen et al., 2009; Sahu 2010; Ran et al., 2013b; Liu et al., 

2016; Juan-garcía, 2017; Fernández et al., 2018). La prueba MTT es una medida del 

metabolismo mitocondrial de las células y éstos resultados sugieren que esta función se ve 

afectada en las celulas HepG2 por la exposición a DON. 

Las mitocondrias son muy sensibles al estrés oxidativo. Las especies de oxigeno (ROS) 

pueden atacar a las mitocondrias e inducir una disfunción mitocondrial, lo que resulta en la 

apoptosis y en la disminución de la viabilidad celular (Guo et al., 2013; Yu et al., 2018). 

Kouadio et al., (2005), reportó que, a una concentración ≥10 μM, DON afecta el metabolismo 

mitocondrial de las células Caco2 a través de la actividad de la succinato deshidrogenasa, a 

la vez que aumentaba la peroxidación lipídica, un marcador de estrés oxidativo.  Zhang et 

al., (2009), demostró que en las células HepG2, a una concentración entre 3.75–15 μM de 

DON incrementan significativamente los niveles intracelulares de ROS y producen daño en 

el DNA. Así mismo, Dinu et al., (2011), mostraron que la exposición de las células Hek-293 

a concentraciones >7.5 μM de DON, reducen significativamente la viabilidad celular, 

disminuyen los niveles de NADH e incrementan los ROS, lo que pudo estar relacionado con 

una disfunción mitocondrial representada por los resultados del ensayo MTT.  

Se han demostrado otros parámetros involucrados en la generación de estrés oxidativo 

inducido por la exposición de DON en la línea celular HepG2, incluyendo el aumento 

significativo del nivel de ROS, cambio del estado oxidativo, aumento de los niveles de 

malondialdehído (MDA) y 8-OHdG (8-hidroxideoxiguanosina), y la acumulación de aniones 
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superóxido, lo que, a su vez, podrían afectar la integridad de la membrana celular y alterar el 

metabolismo celular normal (Braicu et al. 2009; Bodea et al. 2009; Dragomir et al., 2009; 

Zhang et al., 2009; Sugiyama et al. 2012; Mishra et al., 2014; Payros et al.,2016; Juan et al., 

2017; Yu et al., 2018). 

En éste estudio, la hipótesis de que la exposición de las células HepG2 al DON induce 

apoptosis se aceptó por los cambios morfológicos evidenciados mediante microscopía 

electrónica, que incluyeron fragmentación del contenido celular y nuclear, invaginaciones de 

la membrana plasmática y formación de cuerpos apoptóticos, así como alteraciones de la 

morfología celular y por tanto perdida de los contactos célula a célula (Fig. 16: B-D). Dichos 

resultados coinciden con los reportados por Lei et al., (2017), en donde presentan que las 

células epiteliales de tejido hepático humano (L-02) tratadas con DON, mostraron cambios 

morfológicos típicos de las células apoptóticas, con la aparición de núcleos de forma irregular 

y cromatina fragmentada, acompañado del aumento del estrés oxidativo con la generación de 

ROS y la disminución del potencial de membrana mitocondrial. Mikami et al., (2010), 

indujeron lesiones apoptóticas en tejidos hepáticos de cerdos por la exposición a DON, 

revelando una condensación de la cromatina y cuerpos apoptóticos. Por su parte, Ma et al., 

(2012), comprobaron que la exposición a DON sobre las células HT-29 provoca la 

fragmentación nuclear y la presencia de cuerpos apoptóticos. Minervini et al., (2004), 

expusieron las células de eritroleucemia (K562) a una concentración de DON de 80 μM, 

encontrando signos de apoptosis tardía, incluyendo condensación del citoplasma, 

encogimiento celular, cambio de forma celular, la condensación de la cromatina nuclear y la 

fragmentación nuclear. Lo que permite suponer que la citotoxicidad del DON en las células 

HepG2, se caracteriza por la muerte celular apoptótica. 
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Los resultados de la citometría de flujo demostraron que las células polimorfonucleares 

son susceptibles durante 2h de exposición a 29,6 µM de DON, quien induce apoptosis hasta 

en el 52,74%±1,3 de estas células, de las cuales entre un 2,34%±0,4 a 7,38%±0 estaban en 

apoptosis temprana y entre un 10,44%±0,5 a 48,32%±2,2 en apoptosis tardía. Los datos 

reportados por Casteel et al., (2010), fueron similares para la apoptosis temprana del 4.4% al 

9.1%, pero difieren de los de apoptosis tardía al 11% en las células HepG2 expuestas a 5µM 

de DON por 12 horas. En contraste, Wentzel et al., (2016), obtuvieron que después de la 

exposición a 15 µM de DON durante 24h, las células que estaban en apoptosis temprana era 

mayor (39,5%± 3,9) a las que estaban en apoptosis tardía (10,9%±2,7). Por su parte, Deng et 

al., 2016, determinaron que la exposición a 250, 500 y 1000 ng/mL de DON sobre las células 

HUVECs, no inducia una apoptosis significativa (0,1 a 0,9%). Así mismo, Li et al., (2014b), 

sólo encontraron una tasa significativa de apoptosis (13,7%) en células DF-1 en la 

concentración más alta ensayada (2000 ng/ml) durante 24 h. En otro estudio, Yang et al., 

(2014) reportaron que los niveles de Annexina V positiva en linfocitos de sangre periférica 

humana, fueron significativos de una manera dependiente de la dosis de 6.25 a 50 ng / mL 

después de 6, 12 y 24 h de tratamiento con DON. Por lo anterior, se deduce que la inducción 

de la apoptosis de DON se ve afectada por el tipo de célula, la concentración y tiempo de 

exposición.  

Por otro lado, el porcentaje total de células apoptóticas presentó diferencias en las 5 

muestras analizadas, pese a ser el mismo tipo de población celular, lo que concuerda con la 

premisa de que dentro de una especie determinada, el impacto de las micotoxinas en la salud 

está influenciado por la edad, sexo, peso, dieta, exposición a agentes infecciosos y por la 
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presencia de otras micotoxinas (efecto sinérgico) y/o sustancias farmacológicamente activas 

(Zain, 2011). 
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7. CONCLUSIONES  

 

El arroz cultivado en los municipios de Cúcuta y El Zulia presenta condiciones óptimas 

para el crecimiento y contaminación de hongos toxigénicos del género Fusarium spp., 

Aspergillus spp., y Penicillium spp., siendo Fusarium spp. el hongo que mayor frecuencia de 

aislamiento presentó con un 91%, quién puede generar varios metabolitos altamente tóxicos, 

incluyendo el DON.     

La ausencia de concentraciones de DON en el arroz cultivado en Cúcuta y El Zulia, 

permite suponer que éste no presenta las condiciones fisicoquímicas, ni variables 

meteorológicas óptimas para la producción de esta micotoxina. Sin embargo, dado la 

presencia de varios hongos toxigénicos, no se puede descartar la posibilidad de una futura 

producción de DON u otro tipo de micotoxinas como contaminantes del arroz cultivado en 

estos municipios, que supondría graves riesgos en la salud humana.  

El DON, es un agente citotóxico en las células HepG2 que genera una disfunción 

mitocondrial y altera la actividad metabólica celular, con un marcado efecto antiproliferativo 

significativo de manera dependiente a la concentración a partir de la concentración mínima 

ensayada (10 µM) y dependiente al tiempo de exposición desde valores superiores a 25 µM.  

La exposición de DON en las células HepG2, induce cambios morfológicos como la 

fragmentación del contenido celular y nuclear, invaginaciones de la membrana plasmática y 

la formación de cuerpos apoptóticos, así como alteraciones de la morfología celular 

generando la pérdida del contacto célula a célula, características de una muerte celular 

apoptótica. Lo anterior, puede suponer que la alteración metabólica generada por DON, 

activa mecanismos celulares, posiblemente, mediante la vía mitocondrial, que desencadenan 

la apoptosis. 
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Los resultados obtenidos en este trabajo, demuestran que las células polimorfonucleares 

son susceptibles a la inducción de la apoptosis por DON, ya que evidenciaron alteraciones 

bioquímicas propias de la apoptosis temprana, como la externalización de la fosfatidilserina 

y de la apoptosis tardía, como la fragmentación del ADN, en un rango de 2.34%±0,4 a 

7,38%±0 y de 10,44%±0,5 a 48,32% ±2,2 de la población celular, respectivamente. 
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