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RESUMEN: La ingesta de GMS (glutamato 
monosódico) se ha relacionado con 
múltiples acciones post-ingesta por eso 
investigamos los efectos de la ingesta 
crónica. Trabajamos en ratas Wistar macho 
divididas en dos grupos: control y GMS. 
El consumo de GMS aumentó el peso 
corporal, el IMC, la circunferencia abdominal 
y la grasa retroperitoneal. Las ratas 
presentaron alteraciones en la tolerancia a 
la glucosa, hiperinsulinemia con resistencia 
a la insulina y dislipidemia. Los niveles de 
triglicéridos y de glucógeno hepáticos fueron 
significativamente mayores. GMS no afectó 
significativamente la peroxidación lipídica 
hepática. El aumento de las actividades 

de GPx y GR fue acompañado con una 
disminución en la de SOD, sin cambios en 
la de CAT. La valoración histológica mostró 
que el GMS induce diferentes grados de 
degeneración, inflamación e hialinización en 
hepatocitos, con pocos focos de necrosis. 
La ingesta de GMS ejerció efectos sobre el 
metabolismo de los carbohidratos y lípidos, 
sin cambios importantes en el estado 
oxidativo pero con inducción de alteraciones 
de la histología hepática. 

Palabras claves: Glutamato 
monosódico, metabolismo de 
carbohidratos y lípidos, función hepática e 
histología, estado nutricional.
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SUMMARY: Evaluation of nutritional 
status and hepatic metabolism in male 
rats chronically exposed to monosodium 
glutamate intake
As MSG (monosodium glutamate) intake 
has been related to multiples post ingestive 
effects then, we investigate the effects 
of chronic administration. MSG intake 
increased body weight, BMI, abdominal 
circumference and retroperitoneal fat. 
Rats had impaired glucose tolerance, 
hyperinsulinemia with insulin resistance and 
dyslipidemia. Triglycerides and glycogen 
levels in liver were significantly higher in 
MSG rats. MSG did not affect significantly 
the liver lipid peroxidation; the increase 

both GPx and GR was accompanied 
with a decrease in SOD activity, without 
change in catalase activity. The histological 
assessment showed that the MSG induces 
different degrees of hydropic degeneration, 
inflammation and hyalinization in 
hepatocytes, with few foci of necrosis.MSG 
intake exerted effects on carbohydrate 
and lipid metabolism, without important 
changes in status oxidative and as well, 
induced liver histological changes.

Keywords: Monosodium glutamate, 
carbohydrate and lipid metabolism, liver 
function and histology, nutritional status.

INTRODUCCIÓN
El glutamato (GLU) es un componente de 

la proteína dietética y también se ingiere en 
muchos alimentos procesados como un adi-
tivo en la forma de glutamato monosódico. 
GLU también es un precursor importante para 
moléculas bioactivas, incluyendo el glutatión 
y funciona como neurotransmisor clave.

L- glutamato monosódico (GMS), una 
sal sódica de GLU, es conocido por provo-
car una sensación de sabor diferente cono-
cida como “umami”. El sabor umami puede 
ser reconocido en una gran variedad de 
alimentos ricos en glutamato como carne, 
pescado, queso, tomate y algunas verduras 
(1) y es ampliamente utilizado como resal-
tador del sabor en una variedad de comi-
das. Umami, el “quinto sabor”, asociado 
con GMS es una cualidad de sabor primario 
con múltiples sensores tanto en la zona oral 
como post oral (2, 3). 

La presencia de receptores glutamatér-
gicos se ha demostrado fuera del sistema 
nervioso central, en hígado, riñón, bazo, 

pulmón y testículos (4- 6). Los recepto-
res de GLU están presentes en las células 
receptoras del gusto en la cavidad oral (7, 
8), en estómago e intestino, y el glutamato 
oral influye en las funciones secretoras del 
intestino (9, 10). La infusión de glutamato en 
el lumen del estómago o del intestino esti-
mula la actividad de los nervios vagales afe-
rentes y eferentes, la motilidad intestinal y la 
actividad secretora (11-14). 

Cuando el glutamato se consume, puede 
ejercer efectos post-ingestivos que podrían 
estar mediados por diversos mecanismos, 
como la producción de metabolitos, la libe-
ración de hormonas, la estimulación de la 
actividad vagal o los cambios en la secre-
ción gastrointestinal (9, 11, 12). 

La preferencia por GMS sugiere un pro-
ceso de condicionamiento al sabor basado 
en los efectos post-orales de GMS: su 
sabor se vuelve más atractivo debido a su 
asociación con efectos gratificantes detec-
tados en el intestino (15). 
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El consumo de glutamato ha aumentado 
en los últimos años en todo el mundo uti-
lizándose como saborizante en la cocción 
para aumentar la palatabilidad y la selec-
ción de alimentos en una comida (16). La 
ingesta diaria promedio actual (IDA) es de 
aproximadamente 10 g / día y esto fue con-
siderado como el perfil óptimo de segu-
ridad del glutamato (17). Por otra parte se 
ha planteado la posibilidad de que el GLU 
constituya un factor de riesgo en la induc-
ción de la obesidad epidémica, ya que los 
datos obtenidos en modelos animales (18, 
19) como los estudios en humanos (20, 21) 
sugieren una relación entre GMS y sobre-
peso / obesidad.

El objetivo de este estudio fue evaluar los 
efectos de la ingesta crónica de GMS en los 
marcadores de la obesidad, el metabolismo 
de la glucosa y los lípidos, así como la fun-
ción hepática y el estado oxidativo en ratas 
macho. También se investigó la asociación 
de estos cambios con los efectos sobre la 
histología hepática.

 Materiales y métodos
Animales y tratamientos
Se utilizaron veinticuatro ratas Wistar 

macho de 5 semanas de edad. Los anima-
les fueron alojados en condiciones de tem-
peratura (22-24 ºC) y humedad (45-50%) 
constantes, con un ciclo luz-oscuridad de 12 
h. Las ratas recibieron alimento estándar ad 
libitum, que contenía aproximadamente 23% 
de proteína, 5% de grasa, 56% de carbohi-
dratos y 6% de fibra y se distribuyeron alea-
toriamente en dos grupos. Las ratas fueron 
alojadas en jaulas metabólicas para determi-
nar la ingesta de alimentos y soluciones.

Grupo GMS (GMS): GMS, monohidrato 
99% (grado alimentario puro) se diluyó en 
50 μl de agua desionizada (0,3 g / 100 g 

de peso corporal (PC)) y se añadió a 0,1 g 
de queso de bajas calorías justo antes de 
la administración, cinco días a la semana, 
durante 12 semanas, para asegurar la 
ingesta voluntaria y rápida de la cantidad 
total. Las ratas tuvieron acceso libre a una 
solución de GMS al 1% (g/dl) permanente-
mente durante el mismo período. Esta can-
tidad se eligió porque no afecta la acepta-
bilidad de GMS en los roedores (22). Este 
régimen da lugar a una exposición de 0,425 
± 0,010 g / 100 g PC de GMS al día. Los 
alimentos representan la vía más común de 
exposición al GMS razón por la cual se eli-
gió esta forma de administración.

Grupo Control (C): se examinaron los 
efectos de la misma cantidad de sodio que 
contiene el GMS del grupo tratado pero 
bajo la forma de NaCl en un grupo de con-
trol. Este grupo recibió el alimento están-
dar suplementado con NaCl en una dosis 
de 0,1 g / 100 g de PC diaria, que permi-
tía la incorporación de Na, administrada 
con queso de bajas calorías y solución de 
NaCl al 0,35% (g/dl) permanentemente a la 
misma frecuencia y tiempo. La dosis diaria 
de NaCl ingerida es mucho menor que la 
relacionada con la reducción de la ingesta 
de alimentos debido al sabor aversivo de 
NaCl (10%) (23).

El protocolo experimental fue aprobado 
por el Comité de Investigación Humana y 
Animal de la Facultad de Bioquímica de la 
Universidad del Litoral- Santa Fe- Argentina.

Parámetros antropométricos 
y marcadores de obesidad
El PC se midió una vez por semana hasta 

los 4 meses de edad. Se determinó la cir-
cunferencia abdominal (inmediatamente 
anterior a las patas traseras), la circunfe-
rencia torácica (inmediatamente posterior 
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a las patas delanteras) y la longitud corpo-
ral (naso - anal) en todas las ratas a los 30, 
60 y 90 días de tratamiento. El peso corpo-
ral y la longitud corporal se utilizaron para 
determinar los siguientes parámetros antro-
pométricos: índice de masa corporal (IMC): 
peso corporal (g) / longitud2 (cm2) e índice 
de Lee (24) [la raíz cúbica del peso corporal 
(g) dividido por la longitud naso-anal (cm)], 
empleado como predictor de la obesidad.

Prueba de tolerancia a la glucosa 
intravenosa (TTGI)
El TTGI se realizó en los grupos GMS y 

C (n = 6 para cada grupo) al final del tra-
tamiento, bajo anestesia con pentobarbital 
sódico (50 mg / kg de peso corporal, ip). 
Después de un ayuno nocturno de 8 h, se 
infundió en los animales a través de la vena 
femoral, una carga de glucosa al 50% (0,75 
g / kg de peso corporal). Se obtuvieron 
muestras de sangre por corte de cola para 
las determinaciones de glucemia inmediata-
mente antes de la carga de glucosa (tiempo 
cero) y a los 10, 20, 30, 40, 50 y 60 min des-
pués de la sobrecarga. Posteriormente, se 
calculó la constante de velocidad de des-
aparición de la glucosa en plasma (kTTGI) 
a partir de la regresión lineal del logaritmo 
neperiano de las concentraciones de glu-
cosa. Los resultados se expresaron como 
kTTGI (% min -1).

Prueba de tolerancia a la insulina (TTI)
Se realizó una prueba de tolerancia a la 

insulina al finalizar el tratamiento (n = 6 para 
cada grupo). Después de un ayuno nocturno 
de 8 h, se inyectó 0,75 U/kg de peso corporal 
de insulina (NPH -Novo Nordisk Production) 
en los animales a través de la vena femoral, 
y se obtuvieron muestras sangre por corte 
de cola para la determinación de glucemia 

a 0 (basal), 4, 8, 12 y 16 minutos después 
de la inyección. A continuación, se calculó la 
constante de velocidad de desaparición de 
la glucosa en plasma (kTTI) mediante la fór-
mula 0.693 / (t 1/2). El t 1/2 de la glucosa plas-
mática fue obtenido a partir del ajuste de 
la recta de decaimiento por el método de 
los cuadrados mínimos. Los resultados se 
expresaron como kTTI (% min -1) (25).

Obtención de sangre, tejidos 
y procesamiento
Al concluir el tratamiento, ratas pertene-

cientes a ambos grupos (n=6, cada uno) 
en condiciones no ayunadas, se pesaron y 
sacrificaron mediante exsanguinación bajo 
anestesia por inyección de pentobarbital 
sódico (50 mg / kg por vía ip).

El hígado y los depósitos de grasa epi-
didimal y retroperitoneal fueron aislados y 
pesados. Una parte del hígado se procesó 
para histología, otra fue congelada y alma-
cenada en nitrógeno líquido para la estima-
ción de parámetros de estrés oxidativo. En 
la tercera parte se determinó el contenido 
de glucógeno y triglicéridos. 

Al final del período de alimentación, bajo 
condiciones de ayuno durante 10 horas con 
acceso libre al agua destilada, se aneste-
siaron ratas de GMS y Control (n = 6, cada 
una) mediante inyección de pentobarbital 
sódico (50 mg / kg PC, ip ). Se recogió san-
gre por punción cardíaca y se colocaron las 
muestras en tubos sin anticoagulante obte-
niendo suero para la cuantificación de dife-
rentes parámetros.

Análisis en suero
En suero se determinaron glucosa, trigli-

céridos (TG), colesterol total (CT), coleste-
rol HDL (C-HDL), aspartato aminotransfe-
rasa (AST), alanina aminotransferasa (ALT), 
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fosfatasa alcalina (ALP) y urea por méto-
dos enzimáticos y colorimétricos utilizando 
kits comerciales (Wiener SA, Argentina). La 
insulina se determinó mediante un kit de 
inmunoensayo enzimático (SPI-BIO, Fran-
cia) usando un lector de ELISA.

Índices de la homeostasis sérica 
glucosa-insulina 
Se determinó el índice de evaluación 

del modelo de homeostasis (HOMA), que 
caracteriza la sensibilidad a la insulina y la 
capacidad de secreción de insulina, a tra-
vés de la fórmula: resistencia a la insulina 
= (insulina ayunas x glucosa ayunas) / 22,5 
-(26) y el índice de sensibilidad hepática a 
la insulina (ISHI) utilizando la siguiente fór-
mula: k / (insulina ayunas x glucosa en ayu-
nas) donde k = 22,5 x 18 (27). 

Contenido de glucógeno y triglicéridos 
en tejido hepático
El contenido de triglicéridos y glucógeno 

se determinó en un homogenado de mues-
tras correspondientes a tres lóbulos hepáti-
cos diferentes (n = 6 cada grupo). La can-
tidad de triglicéridos en el tejido hepático se 
obtuvo por el método de Laurell (28). El con-
tenido de glucógeno en homogenado hepá-
tico se cuantificó con el método de hidrólisis 
ácida de Passonneau y Landerdale (29).

Determinación de marcadores de 
estrés oxidativo
Porciones de tejido hepático (n=6 cada 

grupo) fueron homogenizados con un 
homogeinizador Polytron en diferentes 
buffers, como se indica: 1) buffer sacarosa 
(sacarosa 0,25 M, Tris-HCl 10 mM, (pH 7,0) 
para medir la actividad de superóxido dis-
mutasa; 2) buffer fosfato 50 mM (pH 7,0) 

con EDTA 1 mM, para medir las activida-
des de la glutatión peroxidasa (GPx), la glu-
tatión reductasa (GR) y la catalasa (CAT); 
3) KCl frío al 1,15% para medir sustancias 
reactivas con ácido tiobarbitúrico (TBARS); 
4) buffer fosfato 0,1 M (pH 7,5) con EDTA 
5 mM para GSH y GSSG; y 5) buffer fos-
fato 10 mM (pH 7,4) con KCl 11,5 g/l para el 
contenido de carbonilo en proteínas modifi-
cadas por la oxidación. 

La actividad de SOD se ensayó de 
acuerdo con el método de Misra y Frido-
vich (30). La actividad de GPx se determinó 
de acuerdo con el método de Lawrence y 
Burk (31). La actividad de GR se ensayó de 
acuerdo con el método descrito por Horn 
y Burns (32) modificado y se determinó la 
actividad de CAT siguiendo el método de 
Aebi (33). TBARS se ensayó de acuerdo 
con el método de Ohkawa (34) y proteína 
carbonilos (PCO) por Levine (35). La deter-
minación de GSH y GSSG se midió por el 
método enzimático de Griffith (36). La con-
centración de proteína en homogenados 
de hígado se determinó por el método de 
Lowry (37) con albúmina sérica bovina 
como estándar.

Examen histopatológico
Tejidos hepáticos (n = 6, cada grupo) 

se fijaron en formalina tamponada al 10% 
(pH 7,2), se deshidrataron a través de una 
serie de soluciones de etanol, se trata-
ron con parafina y se procesaron rutinaria-
mente para análisis histológico. Secciones 
de 5 μm de espesor se cortaron y se tiñe-
ron con hematoxilina-eosina (para examen 
histológico general), ácido peryódico-Schiff 
(PAS) y tinción tricrómica de Masson (para 
demostración de deposición de colágeno) y 
se examinaron por microscopía óptica.
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Los cambios histológicos del hígado se 
evaluaron utilizando un sistema de puntua-
ción semicuantitativa (Tabla 1). La degene-
ración hidrópica, los cuerpos de Mallory y la 
necrosis se evaluaron contando 100 campos 
con un aumento de 600x. Se examinaron 30 

campos (200x) para determinar la infiltración 
inflamatoria. Todas las determinaciones his-
tológicas fueron realizadas por dos obser-
vadores diferentes, ciegos con respecto a la 
identidad del tejido bajo análisis.

Tabla 1. Criterios para la evaluación histológica de los grados de degeneración hidrópica, de hiali-

nización, de inflamación y de necrosis del tejido hepático

Daño en los hepatocitos Características Grado

Degeneración hidrópica 
(Tumefacción) 

Sin vacuolas 0
Micro vacuolas 1

Micro + vacuolas medias 2
Micro + media + 
macrovacuolas (mezcla)

3

Hialinización 
(Cuerpos de Mallory )

Ausentes 0

Presentes

< 3 % 1

4-10 % 2

> 10 % 3

Inflamación 

Ausente 0

Presente

1 x campo 1

2 x campo 2

3 x campo 3

Necrosis < 5% 0

Análisis estadístico
Los resultados se expresaron como pro-

medio ± E.S.M (error estándar de la media). 
La comparación entre el control y los grupos 
de GMS se llevó a cabo utilizando la prueba 
de Student o Mann Whitney U-test. Se aceptó 
un valor de p <0,05 como significativo en 
todos los casos. El análisis estadístico se rea-
lizó con SPSS - PASW Statistics 18.0.

Resultados
Parámetros antropométricos y acumula-
ción de grasa en ratas adultas
El peso corporal inicial fue similar en ambos 

grupos. Sin embargo, el grupo GMS incre-
mentó el peso corporal final, con aumento de 

la ganancia de peso respecto al grupo con-
trol. El peso relativo del hígado fue similar en 
ambos grupos. La ingesta diaria de alimen-
tos (g/día) y de solución (ml/día) no difirió sig-
nificativamente entre los grupos (Tabla 2). A 
las doce semanas de tratamiento, la longi-
tud naso-anal, la circunferencia torácica y el 
índice de Lee fueron comparables en ambos 
grupos. El IMC, la circunferencia abdominal 
y el peso de la grasa retroperitoneal fueron 
más altos en el grupo GMS que en el grupo 
control (Tabla 3).
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Glucosa e insulina plasmática en ayunas.
Índices de la homeostasis sérica glucosa-
insulina 
El TTGI and TTI fueron realizados para 

verificar si las dietas con alto contenido 
en GMS en nuestro protocolo experimen-
tal, eran capaces de inducir resistencia a la 
insulina. Mientras que la glucemia en ayu-

nas no se modificó, las ratas tratadas con 
GMS presentaron niveles significativamente 
elevados de insulina en ayunas. HOMA-IR 
permitió comprobar que altos niveles de 
GMS fueron efectivos para inducir resisten-
cia a la insulina, así como ISHI fue el indica-
dor que mostró una reducción de la sensibi-
lidad del hígado a la insulina (Tabla 4). 

Tabla 2. Peso corporal inicial, peso corporal final, peso hepático relativo e ingesta de alimento y 

solución al finalizar el tratamiento 

Parámetros C (n= 6 ) GMS (n= 6 )

Peso corporal inicial (g) 93 ± 2 87 ± 3
Peso corporal final (g) 328 ± 6 367 ± 10*

Ganancia de peso (g) 239 ± 6 292 ± 14*

Peso relativo del hígado (g/100 g p.c.) 3,44 ± 0,08 3,45 ± 0,04

Consumo de alimento (g d-1 rata-1) 23,9 ± 0,9 24,9 ± 0,5
Ingesta de solución (ml d-1 rata-1) 45,5 ± 1,0 46,4 ± 2,0

Datos expresados como la media ± ESM (6 ratas en cada grupo). Grupos: C: ratas control; GMS: ratas 
tratadas con GMS. * Estadísticamente diferente a los valores del grupo control (p < 0,05)

Tabla 3. Parámetros antropométricos y marcadores de obesidad al finalizar el tratamiento 

Parámetros C (n=6) GMS (n=6)

Longitud naso-anal (cm) 22,5 ± 0,2 23,3 ± 0,3
Circunferencia abdominal (cm) 16,5 ± 0,2 18,6 ± 0,4*

Circunferencia torácica (cm) 14,8 ± 0,3 15,7 ± 0,4

Índice de Lee 0,294 ± 0,002 0,300 ± 0,012

IMC (g/cm2) 0,566 ± 0,011 0,62 ± 0,05*
Peso grasa retroperitoneal (g/100 g p.c.) 0,37 ± 0,02 0,54 ± 0,02*

Datos expresados como la media ± ESM (6 ratas en cada grupo). Grupos: C: ratas control; GMS: ratas 
tratadas con GMS. * Estadísticamente diferente a los valores del grupo control (p < 0,05)

Tabla 4. Concentraciones séricas de glucosa e insulina, kTTGI, kTTI, Resistencia a la insulina 

(HOMA) y sensibilidad hepática a la insulina (ISHI) al finalizar el tratamiento 

Parámetros C (n= 6 ) GMS (n= 6 )

Glucosa (mg/dl) 80,0 ± 0,03 86,0 ± 0,0
Insulina (µUI/ml) 0,52 ± 0,11 1,19 ± 0,10*

kTTGI (% min -1) 1,93 ± 0,20 1,24 ± 0,08*

kTTI (% min -1) 6,46 ± 0,33 4,20 ± 0,69*

HOMA 2,17 ± 0,33 5,77 ± 0,41*
ISHI 9,62 ± 1,72 3,16 ± 0,41*

Datos expresados como la media ± ESM (6 ratas en cada grupo). Grupos: C: ratas control; GMS: ratas
tratadas con GMS. * Estadísticamente diferente a los valores del grupo control (p < 0,05)
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Efectos de GMS sobre el contenido de 
triglicéridos y glucógeno hepático. 
En hígado, el contenido tanto de triglicé-

ridos como de glucógeno fue significativa-
mente superior en el grupo GMS comparado 
con el grupo control. Triglicéridos (µmol/g 
pc): C (n=6) 7,12± 0,5; GMS (n=6) 9,16 ± 
0,07*. Glucógeno (µmol/g pc): C (n=6) 202,7 
±5,6; GMS (n=6) 279,6 ± 2,1* (p<0,05).

Efecto de GMS sobre parámetros 
bioquímicos séricos 
En la Tabla 5 están resumidos los valores 

de las enzimas hepáticas, el perfil lipídico y 
la concentración de urea en suero. GMS no 
afectó los niveles de ALT, AST, ALP y urea 
séricos. TG, colesterol total and C-HDL 
estuvieron significativamente aumentados 
en el grupo GMS. 

Tabla 5. Efecto del suplemento con GMS en los niveles plasmáticos de las enzimas hepáticas, urea 

y perfil lipídico

Parámetros C  (n= 6 ) GMS  (n= 6 )

Alanina aminotransferasa (ALT)U/l 18,18 ± 1,93 18,20 ± 1,43
Aspartato aminotransferasa (AST) U/l 22,50 ± 2,97 19,40 ± 1,50

Fosfatasa Alcalina (ALP) U/l 330,9 ± 51,4 353,3 ± 94,1

Colesterol total (mmol/l) 0,39 ± 0,06 0,55 ± 0,03*

Colesterol HDL (mmol/l) 0,16 ± 0,01 0,35 ± 0,04*

Triglicéridos (mmol/l) 0,86 ± 0,05 1,24 ± 0,04*
Uremia (g/l) 0,35 ± 0,02 0,39 ± 0,04

Datos expresados como la media ± ESM (6 ratas en cada grupo). Grupos: C: ratas control; GMS: ratas 
tratadas con GMS. * Estadísticamente diferente a los valores del grupo control (p < 0,05)

Marcadores de estrés oxidativo 
Antioxidantes no enzimáticos y la activi-

dad de enzimas antioxidantes hepáticas 
así como TBARS y PCO están resumidos 
en Tabla 6. La relación GR/GPx no mostró 

diferencia entre grupos, pero las relacio-
nes CAT/SOD y GPx/SOD aumentaron sig-
nificativamente en el grupo GMS respecto al 
grupo Control. 

Tabla 6. Efectos de GMS sobre los marcadores de estrés oxidativo en hígado

Parámetros C (n= 6 ) GMS (n= 6 )

TBARS nmol MDA/ mg prot 0,30 ± 0,02 0,30 ± 0,03
PCO nmol carbonyl/ mg prot 0,65 ± 0,09 0,69 ± 0,10

GSH nmol/ mg prot 31,9 ± 0,8 30,1 ± 0,5

GSSG nmol/ mg prot 4,2 ± 0,3 4,1 ± 0,4

GPx nmol/ min. mg prot 53,8 ± 2,3 73,8 ± 1,1*

GR nmol/ min.mg prot 38,5 ± 3,1 53,8 ± 2,3*

CAT U/ mg prot 417,2 ± 31,2 487,2 ± 33,8

SOD U/ mg prot 25,45 ± 0,26 18,10 ± 1,40*

GR/GPx 0,72 ± 0,05 0,64 ± 0,02

CAT/SOD 16,3 ± 2,1 27,0 ± 1,2*
GPx/SOD 2,11 ± 0,07 4,14 ± 0,027*

Datos expresados como la media ± ESM (6 ratas en cada grupo). Grupos: C: ratas control; GMS: ratas 
tratadas con GMS. * Estadísticamente diferente a los valores del grupo control (p < 0,05)
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Examen histopatológico del tejido hepático 
El hígado de las ratas control mostró una 

arquitectura histológica normal. En el grupo 
GMS, el análisis histopatológico reveló la pre-
sencia de lesiones hepatocelulares, tal como 
diferentes grados de degeneración hidró-
pica, acúmulos de cuerpos hialinos eosinó-
filos y procesos inflamatorios caracterizados 
por la infiltración de células mononucleares. 

Se encontraron cambios vacuolares, de 
moderados a severos, a través del parén-

quima hepático. En las ratas tratadas con 
GMS se observó una discreta necrosis focal 
de los hepatocitos rodeados por agregados 
mononucleares y cuerpos de Mallory, sin 
presencia de fibrosis. 

Las lesiones afectaron diferentes áreas 
del lóbulo, incluyendo las regiones centro-
lobular, zona media y zona periportal. (Fig 
1, Fig 2: A, B, C, D, E). La Tabla 7 detalla el 
score registrado en los dos grupos de ratas. 

Table 7. Grados de degeneración hidrópica, hialinización, inflamación y necrosis en ratas control y 

tratadas con GMS

Grados C ( n = 6) GMS (n= 9)

Degeneración Hidrópica 
0 - 1
2 - 3

100%
0%

22%
78%

Hialinización 
0 - 1
2 -3 

100%
0%

78%
22%

Inflamación 
0 - 1
2 - 3

100%
0%

44%
56%

Necrosis 
0 - 1
2 - 3 

100%
0%

89%
11%

Score Total 
0 - 2
3 - 4 
5 - 8

100%
0%
0%

0%
11%
89%

Figura 1. Histología de hígado en ratas contro-

les. Aumento 200X. 

n: número de animales en cada grupo; 
% de muestras de tejido examinado

 

Fig. 1. Histología de hígado en ratas controles. Aumento 200X.  
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Figura 2.A. Histología de hígado en ratas 

GMS. Células hialinas y Cuerpos de Mallory 

entre hepatocitos. Aumento 600X.

Figura 2.B. Histología de hígado en ratas GMS. 

Infiltrado de células mononucleares entre célu-

las lobulares. Aumento 600X.

Figura 2.C. Histología de hígado en ratas GMS. 

Diferentes grados de degeneración hidrópica 

en los hepatocitos, microvacuolas (estrellas) y 

vacuolas medias (flechas). Aumento 600x.

Figura 2.D. Histología de hígado en ratas 

GMS. Degeneración hidrópica de los hepatoci-

tos: macrovacuolas, células agrandadas; cito-

plasma espumoso. Aumento 600X.

Figura 2.E. Histología de hígado en ratas 

GMS. Necrosis de hepatocitos. Necrosis focal 

localizada cerca de la vena centrolobulillar. 

Aumento 600X .

 

 

Fig. 2. A. Histología de hígado en ratas GMS. Células hialinas y Cuerpos de Mallory 

entre hepatocitos. Aumento 600X. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Fig 2. B. Histología de hígado en ratas GMS. Infiltrado de células mononucleares  entre 

células lobulares. Aumento  600X. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Fig 2.C. Histología de hígado en ratas GMS.  Diferentes grados de degeneración 

hidrópica en los hepatocitos, microvacuolas (estrellas) y  vacuolas medias (flechas). 

Aumento 600x. 

 

 

Fig 2.D. Histología de hígado en ratas GMS. Degeneración hidrópica de los hepatocitos: 

macrovacuolas, células agrandadas; citoplasma espumoso. Aumento 600X. 

 

 

 

 

 

Fig 2.C. Histología de hígado en ratas GMS.  Diferentes grados de degeneración 

hidrópica en los hepatocitos, microvacuolas (estrellas) y  vacuolas medias (flechas). 

Aumento 600x. 

 

 

Fig 2.D. Histología de hígado en ratas GMS. Degeneración hidrópica de los hepatocitos: 

macrovacuolas, células agrandadas; citoplasma espumoso. Aumento 600X. 

 

 

 

 

 

 

 

Fig. 2 E. Histología de hígado en ratas GMS. Necrosis de hepatocitos. Necrosis focal 

localizada cerca de la vena centrolobulillar. Aumento 600X .  
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Discusión
La proteína de la dieta es capaz de pro-

porcionar hasta un 20% de glutamato, pero 
éste se metaboliza en la mucosa intesti-
nal durante la absorción, y el glutamato es 
escaso o está ausente en circulación portal 
en condiciones normales (38).

Los resultados de este estudio muestran 
que el grupo GMS presentó un aumento 
significativo en el peso corporal final, mayor 
que el del grupo control, sin diferencias ni 
en la ingesta voluntaria de alimentos ni de la 
solución de GMS. Este resultado concuerda 
con lo encontrado por Ashry y col. (18). En 
contraste con este efecto, Diniz y col. (39) 
no encontraron cambios en el peso corpo-
ral, a pesar de que las ratas GMS consu-
mieron mayores cantidades de alimento, y 
los resultados de Kondho y Torii (40) sugie-
ren que la ingesta de GMS reduce la ganan-
cia de peso y la masa grasa corporal. Por 
otra parte, ratas tratadas con glutamato 
monosódico en etapa neonatal, desarro-
llan obesidad hipotalámica con hiperfagia y 
reducción de la talla (41, 42); sin embargo, 
los efectos de la administración oral de 
GMS sobre talla y peso son contradicto-
rios de acuerdo a lo observado utilizando 
diferentes modelos experimentales y dosis 
variadas (18, 39, 40, 43, 44, 45). Aunque en 
nuestro estudio, el índice de Lee fue similar 
en ambos grupos, las ratas GMS mostra-
ron un mayor índice de masa corporal y de 
circunferencia abdominal, ambos indicado-
res de adiposidad visceral, sin cambios en 
la circunferencia torácica, que está influen-
ciada por las masas muscular y ósea. El 
aumento de la circunferencia abdominal 
podría estar relacionado con el incremento 
de la grasa retroperitoneal observado.

El glutamato es un amino ácido gluco-
neogénico que se puede convertir en glu-

cosa en el hígado. Esta glucosa se libera a 
circulación general (y estimula la secreción 
de insulina) o se almacena en el hígado bajo 
la forma de glucógeno. Alternativamente, el 
esqueleto de carbono del glutamato puede 
ser oxidado a través del ciclo del ácido tricar-
boxílico para generar energía, y su nitrógeno 
se puede convertir en urea (46).

En nuestro estudio, la ingesta de GMS 
durante 12 semanas indujo cambios signifi-
cativos en indicadores metabólicos y endo-
crinos, tales como hiperinsulinemia con nor-
moglucemia y aumento del índice HOMA-IR, 
con reducción de kTTI. A pesar de que la 
glucemia en ayunas se mantuvo dentro de 
rangos normales, el agregado de glutamato 
monosódico a la dieta alteró el metabolismo 
de los hidratos de carbono, como lo refleja 
la reducción de kTTGI. La hiperinsulinemia 
sería suficiente para cubrir la demanda exce-
siva de insulina condicionada por la resisten-
cia a la insulina generalizada, y del hígado, 
en particular, (disminución ISHI) demostrada 
por la intolerancia a la glucosa. Otros auto-
res, utilizando dosis más altas de glutamato 
monosódico, observaron hiperglucemia e 
hiperinsulinemia con desarrollo de resisten-
cia a la insulina (39, 47).

El aumento de la resistencia a la insulina 
con la reducción de la sensibilidad hepá-
tica, determinaría un aumento de la gluco-
neogénesis, pero como en las etapas estu-
diadas existe normoglucemia, parte de la 
glucosa formada se depositaría como glu-
cógeno, tal como lo refleja el aumento de 
los niveles del mismo en hígado. Los gru-
pos de GMS y Control no mostraron dife-
rencias significativas en la concentración de 
urea sérica.

Por otra parte, el aumento de la grasa 
retroperitoneal y del IMC fue acompañado 
por un incremento en el contenido hepático 
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de triglicéridos, y de niveles séricos eleva-
dos de TG, colesterol total y C-HDL. Estos 
datos son consistentes con los resultados 
de Collison y col. (48), que demostraron que 
la presencia de GMS en las dietas aumenta 
la concentración sérica de TG, de C-HDL 
y de los ácidos grasos libres y activan los 
genes implicados en el almacenamiento, la 
oxidación y el aclaramiento de lípidos exó-
genos a través de la activación de la vía de 
los ácidos biliares. Además, otro estudio 
encontró que cantidades elevadas de GMS 
en la dieta aumentan los niveles de triglicé-
ridos y leptina séricos en ratas macho (39). 
Otros autores no observaron cambios en el 
perfil de lípidos por efecto de GMS (40, 45).

La disfunción endocrina-metabólica, con 
alteraciones en el metabolismo de carbo-
hidratos y lípidos, se acompaña a menudo 
con cambios en los marcadores de estrés 
oxidativo. En el hígado, la defensa antioxi-
dante está constituida por el ciclo redox de 
GSH en la que están implicadas las enzi-
mas GPx y GR. GSH tiene un papel central 
en la biotransformación y la eliminación de 
xenobióticos, y protege a las células contra 
el estrés oxidativo (49). Otras enzimas anti-
oxidantes entre las que se destacan la SOD, 
CAT y GPx degradan especies reactivas del 
oxígeno (ROS). Por lo tanto, el estrés oxi-
dativo estará presente si el equilibrio entre 
la producción de ROS y la acción de las 
defensas antioxidantes desaparece.

En nuestro modelo experimental, la adi-
ción de GMS a la dieta no afectó significa-
tivamente la peroxidación de los lípidos del 
hígado, ya que no se observaron cambios 
en los TBARS y ni en el contenido de PCO. 
Por otra parte, las cantidades de GSH y 
GSSG, así como la relación entre el GSH / 
GSSG no difirieron entre los dos grupos en 
estudio. A pesar de que el GMS no modi-

fica la homeostasis del GSH, el aumento 
de la actividad tanto de GPx y GR, sin cam-
bios en la relación GPx / GR podría estar 
indicando un aumento del turnover de GSH 
en presencia de una disfunción endocrina 
metabólica.

Con respecto a la actividad enzimática, 
el aumento de GPx y de GR fue acompa-
ñado por una disminución de la actividad 
de SOD, sin cambios en la actividad de la 
catalasa. Se sabe que la actividad de GPx 
es importante para predecir el estado redox 
de un tejido (50), por lo tanto el aumento de 
la relación de GPx / SOD sugeriría resisten-
cia al estrés oxidativo, estimulando la for-
mación de O

2
-. (descompuesto por SOD), 

más que H2O2 (formado por SOD y des-
compuesto por GPx o CAT). Se ha sugerido 
que estas variaciones en las enzimas anti-
oxidantes podrían limitar el daño oxidativo, 
ya que O2

-. tiene una vida media más corta, 
es menos permeable en la membrana y por 
lo tanto menos nocivo que el H2O2 (51). Si 
bien no hay cambios en la actividad CAT, 
una mejor relación CAT / SOD indicaría un 
aumento de la resistencia al daño oxida-
tivo. Estos datos coinciden en parte con 
los obtenidos por Maluly y col (45) que no 
observaron cambios en los sistemas impli-
cados en la protección del estrés oxidativo.

En oposición a los datos anteriores, ratas 
tratadas con grandes cantidades de GMS 
(39, 41) muestran en plasma, un incremento 
de hidroperóxidos lípidicos con disminu-
ción de las sustancias antioxidantes tota-
les lo que estaría indicando un desequili-
brio del sistema antioxidante / oxidante y un 
aumento del estrés oxidativo. También se 
observó un aumento TBARS, asociado con 
una disminución de la actividad de cata-
lasa (52) y con la reducción de los nive-
les de GSH hepático en ratas tratadas con 
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GMS (18). El aumento del estrés oxidativo 
se ha observado tanto en ratas con admi-
nistración de GMS por un corto período de 
tiempo (18, 53), así como en respuesta a un 
tratamiento agudo con GMS por vía intrape-
ritoneal (54).

En nuestro caso, se podría suponer que 
el “aparente” bajo impacto al GMS en el sis-
tema antioxidante hepático, se debería a su 
mayor contenido de enzimas antioxidantes 
respecto a otros órganos y a su capacidad 
de iniciar cambios metabólicos capaces de 
neutralizar la producción excesiva de ROS 
(55). La exposición a GMS en las prime-
ras etapas de desarrollo y durante 3 meses 
podría haber generado adaptaciones en el 
funcionamiento hepático.

En este estudio, los niveles séricos de ALT, 
AST y ALP observados en ratas GMS no indi-
can alteración hepática. Sin embargo, niveles 
séricos de indicadores bioquímicos hepáti-
cos sin cambios, no excluyen la posibilidad 
de aparición de lesiones hepáticas cuando 
el organismo está expuesto a agentes poten-
cialmente hepatotóxicos. Un hallazgo nota-
ble de este estudio fue que la administración 
GMS indujo diferentes grados de degenera-
ción hidrópica, inflamación e hialinización en 
los hepatocitos, con escasos focos de necro-
sis. La degeneración hidrópica está vincu-
lada con la aparición de edema intracelular 
reversible, como consecuencia de agresio-
nes tóxicas, infecciosas o inmunes. La dege-
neración celular hidrópica constituye la pri-
mera demostración en casi todas las formas 
de agresión a las células. El aumento en el 
volumen celular y su aclaramiento se asocia 
con la formación de micro-vacuolas citoplás-
micas o espacios claros, como resultado de 
la acción de agentes perjudiciales que cau-
san la acumulación intracelular de sodio y 
aumento en el contenido de agua (56). Ade-

más, la degeneración hidrópica puede estar 
relacionada con el mayor contenido de glu-
cógeno que se encuentra en el hígado. 
Hemos verificado en el hígado de los anima-
les tratados con GMS, la presencia de dege-
neración hidrópica micro, medio y macro 
vacuolar e hialinización discreta. Por otra 
parte, se detectó la aparición de reacciones 
inflamatorias significativas con la presencia 
de células mononucleares. Las células infla-
matorias estuvieron distribuidas sobre todo 
en zonas del parénquima, y áreas intermedia 
y periportal, lo que indicaría un posible efecto 
hepatotóxico de GMS en el hígado de las 
ratas tratadas. Este hallazgo está de acuerdo 
con el trabajo de Nakanishi y col. (57), que 
proporciona evidencia de que el tratamiento 
con GMS en ratones es un promotor de la 
inflamación y la displasia hepática. Por otra 
parte, en un estudio de tratamiento agudo 
con GMS, se observó edema, degeneración 
y necrosis en hígado con aumento de las 
enzimas hepáticas y de productos de peroxi-
dación de lípidos (54). Por el contrario, Maluly 
y col (45), no observaron alteraciones en los 
parámetros hepáticos histológicos de ratas 
expuestas a GMS.

En conclusión, nuestros resultados 
demuestran que la adición de GMS en la 
dieta de las ratas durante un periodo pro-
longado puede inducir efectos adversos 
como obesidad, alteración de la tolerancia a 
la glucosa, hiperinsulinemia con resistencia 
a la insulina, dislipidemia con un aumento 
en el contenido de triglicéridos hepáticos, 
así como alteraciones histológicas, princi-
palmente degeneración hidrópica e inflama-
ción. No se observó aumento de los mar-
cadores de estrés oxidativo excepto por el 
aumento de las actividades de GR y GPx, 
con reducción de la actividad SOD. Esto 
podría explicarse por la capacidad de los 
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hepatocitos para iniciar cambios metabó-
licos capaces de neutralizar la producción 
excesiva de ROS durante un tratamiento 
prolongado con GMS.

GMS se utiliza por todo el mundo sin nin-
gún tipo de restricción, con el fin de mejo-
rar el sabor e inducir preferencias en ciertos 
alimentos. La seguridad y la toxicidad del 
GMS se han convertido en polémica en los 
últimos años. Nuestros resultados contribu-
yen al interés por los efectos de este aditivo 
alimentario que, evidentemente, produce 
cambios en los parámetros de la fisiología 
e histología hepática. La evidencia obte-
nida en este estudio sugiere la necesidad 
de establecer la ingesta diaria o un requi-
sito de límite superior en el uso de GMS, en 
particular en personas condicionadas para 
desencadenar ciertas patologías vinculadas 
a desórdenes metabólicos tales como dia-
betes, obesidad, dislipidemia. Esta pobla-
ción debería ser cuidadosa con la adición 
de GMS a diferentes clases de alimentos. 
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