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The levels of quinolinic acid in liver and kidney and the gluconeogenic capacity
in these tissues were determined in rats treated with -tryptophan. The administration
of this aminoacid produced a high increase in the hepatic quinolinic acid concentrations
in fed and 48 h. starved rats. On the contrary, only slight variations in the concentra­
tions of renal quinolinic acid were observed. The highest valué raised in these condi-
tions was three times lower than Ki of the quinolinic acid for the phosphoenolpyruvate
carboxykinase. These results suggest that tryptophan administration originales a
selective inhibition of hepatic gluconeogenesis.

La administración de triptófano pro­
duce en ratas un efecto hipoglucemiante
(7, 22). La disminución de los niveles de
glucosa en sangre se debe fundamental­
mente £ la inhibición de la gluconeogé-
nesis hepática, a nivel de la reacción ca­
talizada por la fosfoenolpiruvato carboxi-
cinasa (E.C. 4.1.1.32) (23). Los estudios
realizados con hígado perfundido de rata
demuestran que no sólo el triptófano, sino
también los productos metabólicos deri­
vados de su degradación, L-cinurenina,
L-3 hidroxicinurenina, ácido 3-hidroxian-
tranílico y ácido quinolínico, son capaces
de inhibir la gluconeogenesis (28). Puesto
que el ácido quinolínico es el más efecti­
vo de ellos y es el único capaz de inhibir 

la actividad de la fosfoenolpiruvato car-
boxicinasa, se puede considerar como el
verdadero inhibidor, mientras que los
otros metabolitos serían activos por su
capacidad de conversión en ácido quino­
línico (28).

El proceso gluconeogénico no es priva­
tivo del hígado, sino que también tiene
lugar en la corteza renal (15). La gluco-
neogénesis renal está recibiendo última­
mente la atención de numerosos investi­
gadores desde que se ha establecido que
puede contribuir al mantenimiento de la
glucemia cuando la función hepática se
encuentra disminuida (5, 6, 11, 14, 16,
24, 29). Actualmente tiende a considerar­
se como probable que el hígado protago­



216 A. SÁNCHEZ-POZO, J. A. LUPIÁÑEZ, A. CORNO, A. GIL Y F. SÁNCHEZ-MEDINA

nice la función gluconeogénica en condi­
ciones fisiológicas normales. Sólo cuando
la capacidad funcional del hígado se en­
contrara marcadamente disminuida, la
síntesis de glucosa tendría lugar a gran
escala en la corteza renal tras los corres­
pondientes mecanismos de adaptación (5,
11,14,17,25).

Por lo que respecta al triptófano, el hí­
gado y la corteza renal presentan yn com­
portamiento bien diferenciado. Las célu­
las del parénquima hepático son capaces
de metabolizar este aminoácido hasta áci­
do quinolínico, cuya acumulación produ­
ciría la inhibición específica de la gluco-
neogénesis en este tejido (28). Sin embar­
go, esta inhibición no ocurre probable­
mente en la corteza renal al no existir
triptófano pirrolasa (E.C. 1.13.1.12) (3),
primer enzima de la ruta metabólica que
transforma el triptófano en ácido quino­
línico.

De acuerdo con estas consideraciones,
la administración de triptófano debería
producir una inhibición específica de la
gluconeogénesis hepática, sin afectar a
dicho proceso en la corteza renal. Siendo
esto así, se dispondría de un buen mo­
delo experimental para estudiar el com­
portamiento de la gluconeogénesis renal
tras la inhibición de la hepática. Para
comprobar la validez de esta hipótesis se
han determinado los niveles celulares de
ácido quinolínico en hígado y corteza re­
nal de animales tratados con triptófano.

Material y métodos

Se han utilizado ratas Wistar, machos,
de peso comprendido entre 180-200 g, ali­
mentados con dieta estándar. Los anima­
les sometidos al ayuno se separaban en
jaulas, privándoles del alimento pero con
libre acceso al agua.

La administración de triptófano se rea­
lizó por inyección intraperitoneal de una
solución débilmente alcalina del amino­
ácido, permaneciendo los animales en 

ayuno desde la inyección hasta su sacri­
ficio.

Los niveles de ácido quinolínico se han
determinado siguiendo el método descri­
to por McDaniel et al. (20) con algunas
modificaciones que mejoraron sensible­
mente el rendimiento. El método consiste
en la adsorción y elución selectiva del
ácido quinolínico sobre carbón activado
y descarboxilación hasta ácido nicotínico
y medida colorimétrica de éste.

La capacidad gluconeogénica del híga­
do se determinó siguiendo la técnica des­
crita por Hems et al. (10), perfundiendo
el hígado con una solución Krebs-Hen-
seleit y albúmina, utilizando como subs­
trato lactato 10 mM. A distintos tiempos
se midió la glucosa producida en el me­
dio de perfusión.

La determinación de la capacidad glu­
coneogénica de la corteza renal se ha rea­
lizado por el método descrito por Krebs
et al. (15), incubando cortes de tejido en
solución salina Krebs-Henseleit, utili­
zando lactato 10 mM como substrato. Des­
pués de la incubación los cortes se dese­
caron y se determinó la glucosa en el
medio de incubación.

La determinación de glucosa se realizó
enzimáticamente por la técnica de Berg-
meyer y Bernt (2), utilizando glucosa
oxidasa-peroxidasa y o-dianisidina como
cromógeno.

Resultados

Los efectos in vitro del triptófano y
ácido quinolínico sobre las capacidades
gluconeogénicas en hígado y corteza re­
nal están resumidos en las tablas I y II.
El triptófano produjo una gran inhibición
de la gluconeogénesis hepática incluso a
la dosis de 0,05 mM (tabla I), inhibición
dependiente de la dosis. Por el contrario,
no se encontraron cambios en la capaci­
dad gluconeogénica renal incluso a una
concentración diez veces mayor de la que
produjo casi el 100 % de inhibición en
hígado (tabla II). El ácido quinolínico
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Tabla I. Efectos in vitro del triptófano y áci­
do quinolinico sobre la capacidad gluconeo-

génica de hígado de rata.
Las perfusiones para determinar la capacidad
gluconeogénica hepática se realizaron en ani­
males sometidos a ayuno durante 48 horas an­
tes de iniciarse el experimento. Los resultados
se expresan como medias ± el error estándar.
Cada valor es media de al menos 6 observa­
ciones. Los valores estadísticamente significati­
vos según el test de Student se expresan como:

* p<0,01 y •• p< 0,001.
Glucosa producida
(¿¡moles x h-'x g-' Inhibición
de tejido fresco) %

Controles 44.6 ±4,9

Triptófano (mM)
0,05 16,7 ±6.2 * 63 ±14
0,1 11,4±4,9 * 75± 11
0.5 8.3±2,6 “ 82±6

Ac. quinolinico (mM)
0,5 40,7± 13,6 9±31
1.0 30,8 ±4,4 31 ±10
5,0 8,5±0,8 ** 81 ±2

Tabla III. Capacidad gluconeogénica de híga­
do y corteza renal de rata, tras la inyección

de triptófano.
Los animales fueron inyectados con una dosis
de triptófano de 0,5 g/kg de peso del animal,
sacrificándose a las 2 horas 30 minutos de ini­
ciado el experimento. Los resultados se expre­
san como medias ± el error estándar, con el
número de observaciones entre paréntesis. Los
valores estadísticamente significativos según el
test de Student se expresan: ♦ p < 0,01 y

♦♦p< 0,001.
Glucosa producida

(¿¡moles x hora-1 x g-' de tejido)

Alimentadas
Ayunadas
48 horas

Hígado
Control - - 45± 5 (11)
Triptófano — 1± 0 (4)**

Corteza renal
Control 114±5 (5) 166±11 (5)
Triptófano 152±4 (7)** 212± 5 (7)*

Tabla II. Efectos in vitro del triptófano y áci­
do quinolinico sobre la capacidad gluconeo­

génica de la corteza renal de rata.
Los resultados se expresan como medias ± el
error estándar. Cada valor es media de al me­
nos 4 observaciones. Los valorees estadística­
mente significativos según el test de Student se

expresan * p < 0,001.
Glucosa producida

(¿emoles x hora-' x g-'
de tejido seco)

Alimentadas
Ayunadas
48 horas

Controles 79,3 ±2.5 167,8 ±7.0

Triptófano (mM)
1,0
5.0

71,4 ±7,9
61.8 ±7,7

171,1 ±13,4
125,8±21,8

Ac. quinolinico (mM)
0,5
1.0
5,0

30,9 ±2,7 *
32,5±3,1 *
14,0 ±1,5*

115,8±5,1 *
91,0±4,1 *
71,2 ±3,5 *

inhibió las capacidades gluconeogénicas
en hígado y corteza renal en valores que
oscilaron entre el 31% y el 82%, de­
pendiendo de los diferentes órganos y es­
tados nutricionales.

Las figuras 1 y 2 muestran la evolu­
ción de los niveles de ácido quinolinico
en hígado y corteza renal de ratas alimen­
tadas y sometidas a ayuno, en las horas
siguientes al tratamiento con triptófano
(0,5 g X kg-1 de peso del animal). En
ambos estados nutricionales los niveles de
ácido quinolinico hepático se incremen­
taron considerablemente, obteniendo a las
2 horas y media el máximo aumento, 30
veces superior a los valores controles. En
riñón estos valores sufrieron ligeras va­
riaciones.

Los efectos in vivo del triptófano sobre
la capacidad gluconeogénica en hígado y
en corteza renal se resumen en la tabla III.
La administración de triptófano incre­
mentó significativamente la producción de
glucosa por la corteza renal. El incremen-
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Fig. 1. Evolución a lo largo del tiempo de
las concentraciones de ácido quinolínico tras
la administración de triptófano (0,5 g/kg de
peso del animal) en hígado (¿J y riñón (*)

de ratas alimentadas.
Los valores controles fueron: hígado 1,9 y
riñón 1,7 /ig/g de tejido fresco y los correspon­
dientes al tratamiento con triptófano se expre­
san como múltiplo de los controles, tomando
a éstos como la unidad. Cada valor se obtuvo
reuniendo los órganos correspondientes a 4 ani­

males.

to fue del 34% en ratas alimentadas y
28 % en ratas ayunadas 48 horas. En
estas condiciones el triptófano produjo
una inhibición casi completa de la capa­
cidad gluconeogénica hepática en ratas
sometidas a ayuno 48 horas.

Discusión

De acuerdo con los datos aparecidos en
la literatura, la adición de triptófano y
ácido quinolínico produjo una profunda
inlúbición de la capacidad gluconeogéni-

Fig. 2. Evolución a lo largo del tiempo de
las concentraciones de ácido quinolínico tras
la administración de triptófano (0,5 g/kg de
peso de! animal) en hígado (±) y riñón (*)
de ratas ayunadas durante las 48 horas ante­

riores al tratamiento.
La expresión de los resultados se presenta en
la figura 1, siendo los valores controles: híga­

do 2,6 y riñón 1,9 yug/g de tejido fresco.

ca hepática. Conviene destacar que para
producir semejantes porcentajes de inhi­
bición se necesitan concentraciones me­
nores de L-triptófano que de ácido qui­
nolínico. Para producir una inhibición
del 81 % es necesaria una concentración
del aminoácido de 0,5 mM, mientras que
para causar el mismo porcentaje de inhi­
bición se necesita una concentración de
ácido quinolínico diez veces mayor (5 mM)
(tablas I y II)- Esta diferencia en el com­
portamiento de los dos compuestos es de­
bida a la diferente permeabilidad celular
existente entre ambas sustancias. Hagino
et al. demuestran que el ácido quinolínico
difícilmente atraviesa la membrana celular 
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e indican que existe un gradiente de este
compuesto entre el medio de perfusión y
el hígado, del orden de 10 a 1 (8).

Confirmando los datos de Endou et al.
(4), la adición de L-triptófano a la corteza
renal, en nuestras condiciones experimen­
tales, no produjo inhibición del proceso
gluconeogénico en este tejido (tabla II),
presumiblemente por la incapacidad renal
para transformar este aminoácido en ácido
quinolínico (3). En cambio, la adición de
ácido quinolínico es capaz de inhibir la
capacidad gluconeogénica de la corteza re­
nal, tanto en ratas alimentadas como en
ayunadas 48 horas (tabla II), debido a su
probada capacidad de inhibición sobre la
actividad fosfoenolpiruvato carboxicinasa
presente tanto en hígado como en riñón
(19, 23, 28).

La inyección de triptófano provocó un
fuerte incremento en las concentraciones
hepáticas de ácido quinolínico (cerca de
treinta veces los valores controles a las dos
horas y media de la inyección). En ratas
sometidas a ayuno los valores descendie­
ron muy rápidamente tras este máximo,
mientras que el descenso fue mucho me­
nos intenso en las ratas alimentadas. Ello
podría estar ligado a una mayor actividad
durante el ayuno de las enzimas implica­
das en la metabolización de ácido quino­
línico (figs. 1 y 2). Al contrario que en
el hígado, las concentraciones de ácido
quinolínico en la corteza renal se incre­
mentaron muy ligeramente tras la admi­
nistración de triptófano (figs. 1 y 2). Como
no existe triptófano pirrolasa en el riñón
(3), la producción de esta pequeña can­
tidad de ácido quinolínico debe estar le­
gada al metabolismo de la cinurenina
procedente del hígado. Es interesante des­
tacar que ninguno de los valores encon­
trados en riñón es suficientemente alto
para producir inhibición de la fosfoenol­
piruvato carboxicinasa, ya que el más alto
(1,6 X 10“4) no alcanza la tercera parte
de la Kt (5,0 X 10-4) determinada por
McDaniel et al. para dicha enzima (21).
Por tanto, se puede concluir que la admi­

nistración de triptófano no inhibe a la
fosfoenolpiruvato carboxicinasa renal ni
directamente ni a través de su conversión
en ácido quinolínico y que se trata, por
consiguiente, de un tratamiento que inhi­
be selectivamente la gluconeogénesis he­
pática sin afectar a la renal, de acuerdo
con nuestra hipótesis de trabajo.

El aumento de la capacidad gluconeo-
génico renal que se observó tras la admi­
nistración de triptófano (tabla III) puede
interpretarse como el resultado de la in­
ducción de la gluconeogénesis en este ór­
gano a consecuencia del fallo en la gluco­
neogénesis hepática, tal como ocurre en
otras situaciones semejantes (5, 6, 17). En
este caso, la inhibición tiene la ventaja
de ser más específica del proceso gluco­
neogénico, sin que se afecten.presumible­
mente otros procesos metabólicos hepáti­
cos, como ocurre tras el empleo de galac-
tosamina (12, 13), ácido 5 metoxi-2-indol
carboxílico (1, 9) o tetracloruro de car­
bono (18, 26, 27). Parece, por tanto, que
la administración de triptófano es un me­
dio específico y selectivo de inhibir la
gluconeogénesis hepática y que puede ser
utilizado en el estudio, de la adaptación
metabólica de la corteza renal a esta in­
hibición.

Resumen

Se han determinado las concentraciones de
ácido quinolínico y la capacidad gluconeogé­
nica de hígado y corteza renal de ratas trata­
das con triptófano. La administración de trip­
tófano provoca un fuerte incremento en las
concentraciones hepáticas de ácido quinolínico
tanto en ratas alimentadas como en las some­
tidas a un ayuno de 48 horas. Contrariamente,
las concentraciones de ácido quinolínico en la
corteza renal sufren sólo ligeras variaciones,
siendo el valor más alto alcanzado tres veces
menor que el de la Ki del ácido quinolínico,
para la fosfoenolpiruvato carboxicinasa. Estos
resultados sugieren la existencia de una inhibi­
ción selectiva de la gluconeognesis hepática
tras la administración de triptófano.
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