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RESUMEN 

 

 

 

A medida que las temperaturas medias y la fluctuación térmica aumenten en una 

escala global, es probable que las poblaciones de plagas crezcan y expandan 

sus áreas de distribución, incrementando la necesidad del uso de agroquímicos 

como los pesticidas. Los anfibios son un grupo muy sensibles a estas 

perturbaciones ambientales, lo que ha contribuido a la creciente disminución de 

sus poblaciones naturales. Sin embargo, el efecto combinado de estos estresores 

y de su variabilidad, sobre la fisiología energética, capacidad detoxificadora e 

inmunológica ha sido poco explorada. Este estudio evaluó la respuesta de la rana 

de uñas africana (Xenopus laevis) expuesta a un régimen de variación térmica 

combinado con clorpirifós, un insecticida organofosforado ampliamente utilizado 

en Chile. Individuos adultos (n = 20) se expusieron a dos concentraciones de 

clorpirifós (0 y 1 µg/L) y a dos tratamientos térmicos (constante [23 ± 0,5°C] y 

variable [23 ± 7°C]). Junto con esto, se estimó la tasa metabólica, la respuesta 

locomotora, la actividad enzimática de la acetilcolinesterasa, la capacidad 

detoxificadora a partir de la sensibilidad al CPF-oxon de las esterasas 

butirilcolinesterasa y carboxilesterasa, la capacidad antioxidante total, la 

peroxidación lipídica y el perfil leucocitario de los individuos. Encontramos que el 

pesticida fue el factor que más afectó a los biomarcadores, mostrando una 

disminución en la locomoción, metabolismo, defensas antioxidantes y la enzima 
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butirilcolinesterasa. Además, se encontró que el índice de estrés inmunológico y 

el índice de equilibrio oxidativo fueron mayores en los grupos expuestos a ambos 

estresores. En conclusión, estos resultados enfatizan la importancia de 

considerar ambos factores ambientales al evaluar los efectos de los pesticidas 

en organismos ectotermos ya que tanto el aumento de las temperaturas medias 

como la variabilidad térmica pueden intensificar los efectos adversos de los 

pesticidas en los anuros de vida libre. 
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ABSTRACT 

 

 

 

As average temperatures and thermal fluctuations increase on a global scale, 

pest populations are likely to grow and expand their distribution areas, increasing 

the need for agrochemicals such as pesticides. Amphibians are a group highly 

sensitive to these environmental disturbances, which has contributed to the 

ongoing decline of their natural populations. However, the combined effect of 

these stressors and their variability on energy physiology, detoxification capacity, 

and immune function has been little explored. This study evaluated the response 

of the African clawed frog (Xenopus laevis) exposed to a thermal variation regime 

combined with chlorpyrifos, a widely used organophosphate insecticide in Chile. 

Adult individuals (n = 20) were exposed to two concentrations of chlorpyrifos (0 

and 1 µg/L) and two thermal treatments (constant [23 ± 0.5°C] and variable [23 ± 

7°C]). In addition, metabolic rate, locomotor response, acetylcholinesterase 

enzymatic activity, detoxification capacity based on sensitivity to CPF-oxon of 

butyrylcholinesterase and carboxylesterase, total antioxidant capacity, lipid 

peroxidation, and leukocyte profile of the individuals were estimated. We found 

that the pesticide was the factor that most affected the biomarkers, showing a 

decrease in locomotion, metabolism, antioxidant defenses, and 

butyrylcholinesterase enzyme activity. Furthermore, the immunological stress 

index and oxidative balance index were higher in the groups exposed to both 
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stressors. In conclusion, these results emphasize the importance of considering 

both environmental factors when assessing the effects of pesticides on 

ectothermic organisms, as both the increase in average temperatures and thermal 

variability can intensify the adverse effects of pesticides on free-living anurans. 
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1. INTRODUCCION 

 

 

 

Entender la naturaleza de los efectos diferenciales del –y respuestas al– cambio 

climático en especies es una tarea esencial para la ciencia contemporánea. Las 

múltiples perturbaciones antrópicas que impulsan el denominado cambio global 

amenazan gravemente la biodiversidad (Bozinovic y Cavieres, 2019), a través de 

cambios en las interacciones entre especies y del funcionamiento de los 

ecosistemas (Polazzo et al., 2021). En particular, se ha informado que Amphibia 

es la clase más afectada entre los vertebrados, con el 41% de las especies 

declaradas en peligro de extinción (IUCN, 2022). De esta manera, se ha 

documentado que las poblaciones naturales de anfibios se han visto disminuidas 

debido al cambio climático desde hace décadas (Hoffmann et al., 2010; Lobos et 

al., 2013; Boualit et al., 2022). Una de las principales causas de esta disminución, 

es la fragmentación del hábitat, el cambio de uso de suelos para fines agrícolas 

y la aplicación de plaguicidas (Mestre et al., 2019; Bovo et al., 2018; Boccioni et 

al., 2022). La exposición a estos contaminantes provoca efectos adversos 

significativos en los anfibios, que incluyen la disminución de la tasa de 

crecimiento, desarrollo y supervivencia, así como aumento en la incidencia de 

malformaciones. Además, se observa un deterioro del potencial reproductivo, de 

la función inmunológica y de los sistemas nervioso y locomotor (Sparling y 

Fellers, 2009; Gavel et al., 2021; Boualit et al., 2023). 
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En condiciones naturales, los organismos a menudo se ven enfrentados al 

efecto combinado de los factores climáticos y la exposición a contaminantes (Sih 

et al., 2004; Janssens y Stoks, 2017). Debido a que la temperatura ambiental 

influye de manera significativa en la mayoría de las respuestas fisiológicas, 

bioquímicas y ecológicas de los ectotermos (Calosi et al., 2008; Kazmi et al., 

2022), es comprensible que la toxicidad de los pesticidas aumente con la 

temperatura (Gordon y Leon, 2005; Noyes et al., 2009; Hooper et al., 2013). Este 

incremento de la toxicidad impacta negativamente en la tolerancia térmica, la 

conducta de forrajeo, el potencial reproductivo, el desempeño inmunológico y 

locomotor (Noyes et al., 2009; Arambourou y Stoks, 2015; Quiroga et al., 2019; 

Philippe et al., 2022). Sin embargo, los efectos de la variabilidad térmica sobre la 

fisiología de los organismos han sido explorados en menor medida (Barbosa et 

al., 2017). 

Diversas investigaciones han demostrado que la variabilidad térmica 

puede tener impactos variados y, en ocasiones, contradictorios en la fisiología de 

los organismos. Estos efectos se observan especialmente en las tasas 

metabólicas, la fecundidad, el crecimiento y desarrollo, así como en el 

rendimiento inmunológico y la resistencia al estrés (Bozinovic et al., 2013; 

Paaijmans et al., 2013; Vasseur et al., 2014). Por ejemplo, se ha encontrado que 

el aumento en la variabilidad térmica puede incrementar la toxicidad de los 

pesticidas, lo que resulta en una disminución del funcionamiento de los 

invertebrados acuáticos (Barbosa et al., 2017; Willming et al., 2013; Willming y 

Maul, 2016; Verheyen y Stoks, 2019). Sin embargo, otros estudios sugieren que 
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la variación térmica puede atenuar el efecto tóxico del pesticida organofosforado 

clorpirifós, observando una mayor supervivencia en invertebrados expuestos a 

fluctuaciones de temperatura en comparación con aquellos sometidos a 

condiciones térmicas constantes (Delnat et al., 2021). A pesar de estos hallazgos, 

los efectos interactivos entre los pesticidas y la variación de temperatura sobre la 

bioenergética, la capacidad detoxificadora, la función inmune y el desempeño 

locomotor siguen siendo poco comprendidos. Además, se conoce aún menos 

acerca de las consecuencias de estas interacciones en la fisiología de los 

anfibios, lo que subraya la necesidad de realizar más investigaciones en este 

campo. 

Uno de los pesticidas más utilizados para el control de plagas en 

plantaciones agrícolas en Chile es el clorpirifós (O, O-dietil O-3,5,6-

trichloropyridin-2-il fosforotioato, CPF; Servicio Agrícola y Ganadero, 2019). Este 

agroquímico se caracteriza por ser altamente tóxico para los organismos no-

objetivos como invertebrados, peces y anfibios, ya que inhibe la actividad de la 

acetilcolinesterasa (AChE) alterando, por ejemplo, la contracción muscular 

(Sandoval-Herrera et al., 2019). Por su parte, la respuesta detoxificadora 

inmediata ante la presencia de CPF es la desulfuración oxidativa por parte de 

isoenzimas del citocromo P450 que catalizan la formación de un metabolito 

biológicamente activo llamado clorpirifós-oxon (CPF-O), el cual es el responsable 

del daño neurotóxico por su gran afinidad con el sitio activo de AChE (Chambers 

et al., 2010; Dzul-Caamal et al., 2012; Narváez et al., 2016). Debido a que la 

AChE es una enzima sensible al CPF, la determinación de sus niveles en los 
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tejidos (p. ej. plasma) se utiliza ampliamente como biomarcador para evaluar el 

efecto de pesticidas organofosforados (OP), tanto en animales terrestres como 

acuáticos (Lionetto et al., 2013). Además de la actividad AChE, existen otros 

biomarcadores para detectar la presencia y el daño de pesticidas en los 

organismos, como son la carboxilesterasa (CbE) y la butirilcolinesterasa (BChE) 

(Sanchez-Hernandez et al., 2009; Stefanidou et al., 2009). Sin embargo, es 

fundamental complementar las respuestas bioquímicas con respuestas 

conductuales fuertemente asociadas al rendimiento locomotor (p. ej. el reflejo de 

enderezamiento), para comprender como la disrupción celular podría afectar el 

desempeño del organismo (Sandoval-Herrera et al., 2019). En este contexto, 

medir reflejos asociados al rendimiento locomotor es un biomarcador adecuado 

para evaluar tanto los efectos de la temperatura (Cortes et al., 2016), como la 

exposición a pesticidas (Quiroga et al., 2019). 

Por su parte, los pesticidas pueden alterar el equilibrio oxidativo y 

respuestas metabólicas de los organismos. Efectivamente, el desequilibrio redox 

en los organismos se ve exacerbado por la presencia de pesticidas (Silvestre, 

2020). En ese contexto, la formación de especies reactivas de oxígeno (ROS), 

generadas a partir del metabolismo de oxígeno es la responsable del daño 

oxidativo (Betteridge, 2000). Entre estos daños, los más comunes son la 

oxidación de proteínas, daños al ADN y la unión de las ROS a los fosfolípidos 

poliinsaturados de la membrana plasmática lo que provoca peroxidación lipídica 

(Livingstone et al., 1993; Banerjee et al., 2001). Aunque las ROS se producen de 

forma natural, las células cuentan con mecanismos para minimizar la toxicidad 
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de los radicales libres. Por ejemplo, se ha observado que la exposición a 

pesticidas en algunos anuros aumenta los niveles de peroxidación lipídica, así 

como la actividad de enzimas antioxidantes, lo que indica una respuesta 

compensatoria al daño oxidativo (Costa et al., 2008; David et al., 2012). Además 

del desequilibrio redox, se han identificado cambios en las tasas metabólicas 

(Narváez et al., 2016; Álvarez-Vergara et al., 2022). En particular, la tasa 

metabólica estándar en ectotermos es utilizada como un indicador 

complementario del fitness del organismo (Bech et al., 2020), permitiendo evaluar 

hasta qué punto los organismos expuestos a xenobióticos reasignan energía a 

mecanismos de desintoxicación y/o mantienen procesos fisiológicos normales 

(Blevin et al., 2017; Narváez et al., 2022). 

Por otro lado, se desconoce en gran medida los mecanismos subyacentes 

a la inmunotoxicidad de CPF en vertebrados acuáticos, incluidas las especies de 

anfibios. Un mecanismo de acción potencial sugiere que la inmunotoxicidad está 

relacionada con la producción de ROS inducida por CPF, que luego puede 

desencadenar la apoptosis de células efectoras de la inmunidad innata, como los 

leucocitos (Marchand et al., 2017). De hecho, estudios han reportado cambios en 

los recuentos de leucocitos por efectos compensatorios ante el daño citotóxico 

(Ural, 2013; Mestre et al., 2019). En este contexto, los perfiles leucocitarios y el 

índice neutrófilos/linfocitos (N/L) pueden ser útiles para evaluar el sistema 

inmunológico y las respuestas al estrés (Davis et al. 2018; Mestre et al., 2019). 

Paralelamente, el uso combinado de múltiples herramientas o biomarcadores, 

que son medidas objetivas de los cambios bioquímicos, fisiológicos o celulares 
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que ocurren en respuesta a la exposición a contaminantes, permite una 

evaluación más completa y confiable de los efectos de la exposición a pesticidas 

(Sanchez-Hernandez et al., 2023). 

Para llenar el vacío de conocimiento sobre los efectos de los estresores 

ambientales en los anfibios, se utilizó a la rana de uñas africana Xenopus laevis. 

El uso de este anuro como modelo para estudiar los efectos de la variabilidad 

térmica y la exposición a pesticidas en Chile y el mundo se justifica por su amplia 

distribución como especie invasora (Measey et al., 2012; Mora et al., 2019), lo 

que le permite habitar una variedad de ambientes con diferentes condiciones 

térmicas (Cortes et al., 2016) y niveles de contaminación química (Shapira et al., 

1998). Su notable flexibilidad fisiológica, que le permite ajustarse a cambios 

ambientales extremos (Sabat et al., 2005), la convierte en un modelo ideal para 

realizar estudios sobre los efectos combinados de estos factores en la fisiología 

de los organismos. Además, Xenopus es resistente al cautiverio y al manejo 

experimental (Reed, 2005; McNamara et al., 2018), lo que facilita su uso en 

investigaciones controladas sin comprometer la calidad de los resultados. Estos 

atributos, junto con su relevancia ecológica como especie invasora en diversas 

regiones (Lobos y Jaksic, 2005; Measey et al., 2012), permitirían extrapolar los 

hallazgos a otros anfibios, ofreciendo valiosas perspectivas sobre cómo las 

presiones ambientales actuales afectan la fauna silvestre. 
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Por lo tanto, en esta investigación surge la necesidad de responder a la 

siguiente pregunta: 

¿Cómo influye la exposición a pesticida en la respuesta locomotora, la 

actividad enzimática de detoxificación, las funciones fisiológicas, el estrés 

oxidativo y la inmunidad de los anuros en condiciones contrastantes de 

variabilidad térmica? 
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1.1. HIPOTESIS 

 

 

 

La variación de temperatura y la contaminación por pesticidas generan mayores 

costos fisiológicos para mantener la homeostasis en diferentes niveles de 

organización (p. ej. celular y organísmico). En este sentido, la exposición a un 

ambiente con fluctuaciones térmicas puede resultar en una reasignación de 

energía que disminuya la capacidad de respuesta del organismo para detoxificar 

pesticidas. 

 

De la hipótesis se desprenden las siguientes predicciones: 

(i) Las ranas aclimatadas a un ambiente térmicamente variable 

contaminado con CPF disminuirán su capacidad de desintoxicación, 

aumentando así su sensibilidad a este xenobiótico. 

 

(ii) Los animales expuestos a variabilidad térmica y CPF también podrían 

experimentar una disminución en su capacidad metabólica y 

locomotora, presentar alteraciones en los perfiles leucocitarios y exhibir 

un mayor potencial de estrés oxidativo. 
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1.2. OBJETIVOS 

 

 

 

1.2.1. Objetivo general 

Evaluar la interacción entre la variabilidad térmica y la exposición a un pesticida, 

sobre los rasgos de locomoción, energéticos, celulares y bioquímicos en una 

especie de anuro invasor. 

 

1.2.2. Objetivos específicos 

Determinar la tasa metabólica estándar (SMR) y la respuesta de enderezamiento 

en ranas aclimatadas a tratamientos agudos con variaciones contrastantes de 

temperatura y pesticida. 

Determinar los marcadores de estrés oxidativo e inmunológico en ranas 

aclimatadas a tratamientos agudos con variaciones contrastantes de temperatura 

y pesticida. 

Determinar la respuesta de las enzimas asociadas a la sensibilidad 

(acetilcolinesterasa) y detoxificación (butirilcolinesterasa y carboxilesterasa) de 

xenobióticos en ranas aclimatadas a tratamientos agudos con variaciones 

contrastantes de temperatura y pesticida. 
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2. MATERIALES Y METODOS 

 

 

 

2.1. Diseño experimental y aclimatación 

Los animales (n = 20) fueron obtenidos de capturas previas en dos 

localidades de la Región Metropolitana, La Manreza, Talagante (33°43’ S, 71°1’ 

W) y San José, Melipilla (33°37’ S, 71°14’ W), en pozas y canales de regadío 

aledañas a zonas agrícolas. Las ranas se mantuvieron en las dependencias del 

laboratorio de ecofisiología animal siguiendo las recomendaciones de manejo y 

cuidado descritas por Reed (2005) y McNamara et al. (2018). Específicamente, 

se utilizaron cajas de plástico (61 L) con un volumen de agua de 20 L y 

fotoperiodo luz:oscuridad de 12h:12h. Además, se alimentaron con carne molida 

de vacuno dos veces por semana previamente a la limpieza de los contendores 

y recambio de agua. 

Luego de una semana de habituación a las condiciones de laboratorio, los 

animales fueron separados aleatoriamente en cuatro grupos experimentales y se 

aclimataron a un tratamiento contrastante de temperatura (constante [23°C] y 

variable [23 ± 7°C]) y pesticida (no expuesto a CPF [0 µg/L] y expuesto a CPF [1 

µg/L]) durante dos semanas (véase Tabla 1). La concentración seleccionada de 

CPF en disolución (1 µg/L) se encontró dentro del rango de concentraciones 

ambientalmente relevantes (Giddings et al., 2014; Álvarez-Vergara et al., 2022). 
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Todos los protocolos fueron aprobados por el Comité Institucional de 

Cuidado y Uso de Animales (CICUA) de la Universidad de Chile (23681-FCS-

UCH), en donde se llevaron a cabo los experimentos. 

 

Tabla 1. Resumen de las condiciones de aclimatación. Cuatro tratamientos 

experimentales considerando un periodo de 14 días de exposición. Los tratamientos 

incluyeron temperatura constante y clorpirifós (TC/P), temperatura variable y clorpirifós 

(TV/P), temperatura constante sin clorpirifós (TC/NP) y temperatura variable sin 

clorpirifós (TV/NP). 

 

 Exposición a clorpirifós 

Tratamiento térmico 
TC (23 ± 0,5°C) / NP TC (23 ± 0,5°C) / P 

TV (23 ± 7°C) / NP TV (23 ± 7°C) / P 

 

2.2. Tasa metabólica estándar 

La tasa metabólica estándar (SMR) se estimó como el volumen consumido 

de oxígeno (VO2) utilizando el método de respirometría de flujo abierto siguiendo 

el protocolo de Kiss et al. (2009) con modificaciones de Peña-Villalobos et al. 

(2016). Brevemente, los individuos se secaron suavemente con una toalla de 

papel, se pesaron usando una balanza electrónica (± 0,1 g) y se colocaron en 

cámaras acrílicas transparentes de 1,5 L. Dentro de cada cámara se colocó una 

toalla de papel húmeda y luego se ubicó en un gabinete iluminado con 

temperatura controlada (Sable Systems, Henderson, Nevada) a temperatura 

constante (16 o 30 ± 0,5 °C). 



 

12 

 

La cámara metabólica recibió aire a 400 mL/min de un controlador de flujo 

másico y a través de tubos BevA-Line (Thermoplastic Processes Inc., 

Georgetown, Delaware). El aire que sale de la cámara pasó primero por una 

columna de diedrita para secarlo, luego el aire seco entró al analizador de CO2 y 

finalmente a través de un analizador de O2 FoxBox equipado con un medidor de 

flujo (Sable Systems, Henderson, Nevada) calibrado con una mezcla conocida 

de oxígeno (20%) y nitrógeno (80%) que se certificó por cromatografía (INDURA, 

Chile). Debido a que el CO2 se extrajo antes de entrar en el analizador de O2, el 

consumo de oxígeno se calculó como (Withers, 1977): VO2 = (FR × 60 × (Fi O2–

Fe O2) / (1–Fi O2)), donde FR es la tasa de flujo en mL/min, Fi y Fe son las 

concentraciones fraccionarias de O2 entrando y saliendo de la cámara 

metabólica, respectivamente. Debido a que esta especie es principalmente activa 

durante la noche, todas las mediciones metabólicas se realizaron en el periodo 

de menor actividad, durante el día (entre las 10:00 y las 14:00 h; Abel et al., 1992). 

Antes y después de cada registro, se realizó una línea base de al menos 

10 min, considerando un intervalo de muestreo cada 5 s. Los animales 

permanecieron en la cámara durante 3 h, tiempo suficiente para alcanzar 

condiciones de estado estable, lo que normalmente ocurrió después de 1 a 2 h. 

Por último, en cada medición se utilizó un periodo de 20 min más estables y de 

menor consumo de oxígeno en el registro. 

El análisis y procesamiento de datos se realizó a través del software 

EXPEDATA (Sable System, international, NV, Estados Unidos). 
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2.3. Respuesta de enderezamiento 

Tres días antes y tres días después de la aclimatación a las condiciones 

experimentales, se midió la respuesta de enderezamiento, entendida como el 

tiempo que demora un individuo en volver a una posición boca abajo después de 

haber sido colocado boca arriba, en los cuatro grupos experimentales a tres 

temperaturas diferentes. La estimación del rendimiento locomotor se basó en el 

protocolo de Cortes et al. (2016). En resumen, los animales fueron expuestos a 

la temperatura experimental de medición a las 10:00 h, y a las 18:00 h se 

realizaron las pruebas de rendimiento. El procedimiento se repitió durante seis 

días consecutivos: en los primeros tres días se midieron animales no expuestos 

al xenobiótico y en los últimos tres días a los animales expuestos al pesticida. La 

secuencia para las temperaturas experimentales fue la siguiente: día 1, 23 ± 

0,5°C; día 2, 16 ± 0,5°C; día 3, 30 ± 0,5°C; día 4, 23 ± 0,5°C; día 5, 16 ± 0,5°C; 

día 6, 30 ± 0,5°C. La masa corporal se midió antes de todos los procedimientos 

experimentales con una balanza electrónica (± 0,1 g). Finalmente, las curvas se 

expresaron en términos de frecuencia (reciproco del tiempo; 1/s), lo que indica 

que valores más altos sugieren un mayor rendimiento locomotor. 

 

2.4. Obtención de sangre y relación neutrófilos:linfocitos (N/L) 

Al finalizar las mediciones de la tasa metabólica, los animales se sedaron 

sumergiéndolos en una solución del anestésico MS222 (300 mg/L, pH = 7.0) para 

obtener una muestra de sangre desde el corazón (Reed, 2005; Green, 2009; 

McNamara et al., 2018). Una vez verificada la pérdida del reflejo ante el pellizco 
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de las patas traseras, y utilizando una jeringa esterilizada de 27G con EDTA como 

anticoagulante (Ruiz et al., 1989; Green, 2009; Lorrain-Soligon et al., 2022) se 

extrajo cerca del 1% de la masa corporal en sangre (10 µL/g). 

Con 10 µL de sangre se generaron frotis sanguíneos (extensiones sobre 

portaobjetos) para determinar el perfil leucocitario y calcular la relación N/L, una 

medida indirecta del estrés ambiental (Davis et al., 2008; Johnstone et al., 2012). 

Para ello, los frotis se secaron al aire (a 25°C) por 3 minutos y luego se aplicó la 

tinción May-Grünwald-Giemsa (5 min con solución May-Grünwald; se lavó con 

agua de grifo y 10 min con solución Giemsa 10%). Los porcentajes de eosinófilos, 

basófilos, monocitos, neutrófilos y linfocitos se obtuvieron al contar un total de 

100 glóbulos blancos bajo aumento mayor (100X) con ayuda de un microscopio 

óptico (Microscopio trinocular LED Bioptek) y un software analizador de imágenes 

(S-Viewer) con aumento digital. 

Finalmente, las muestras sanguíneas restantes se centrifugaron a 10.000 

rpm durante 10 minutos a 4 °C (Boeco M240R, Alemania) para separar los 

elementos figurados del plasma. Se recuperó el sobrenadante (plasma) de cada 

muestra en un criotubo de 2 mL nuevo que fue almacenado a -80 °C (Thermo 

Scientific Forma 89000 series) para análisis posteriores.  

 

2.5. Biomarcadores de estrés oxidativo 

Para evaluar los parámetros de estrés oxidativo, se determinó la capacidad 

antioxidante total (TAC) y se realizó el ensayo de peroxidación lipídica, midiendo 

los niveles de TBARS, ambos en plasma. Para el primer caso, se realizó el 
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ensayo de TAC midiendo la intensidad colorimétrica del complejo cobre-

neocuproína que se redujo desde iones cúpricos (Cu+2) a iones Cu+ por acción 

de las moléculas antioxidantes en la muestra de plasma generando una 

coloración azulada, y midiendo la absorbancia a 450 nm (Apak et al., 2008). Se 

preparó un medio de reacción en volumen en proporción para microplaca basado 

en Apak et al. (2004), el que contenía 10 mM de Cloruro de Cobre (II), 1 M de 

Acetato de Amonio (pH = 7,0) como buffer y 7,5 mM de neocuproína. El medio 

de reacción se terminó de preparar al añadir el volumen de muestra o estándar y 

se dejó incubar por una hora a 25°C. El volumen final de reacción es de 0,205 

mL, el volumen de cada reactante se ajustó para un ensayo de microplaca 

respecto a las proporciones señaladas por Apak et al. (2004). Se midió la 

absorbancia en un espectrofotómetro Thermo Scientific Multiskan Sky High 

UV/VIS a 450 nm a 25°C. El buffer de dilución de las muestras fue PBS. Debido 

a que se utilizó trolox como estándar, la capacidad antioxidante se presenta como 

la capacidad antioxidante en equivalentes de trolox. 

El ensayo TBARS midió la intensidad de formación de aductores de ácido 

2-tiobarbiturico (TBA). El protocolo se basó en Ohkawa et al. (1979) pero con 

modificaciones. En frío, se añadió a la muestra una solución (fría en hielo) de 

antioxidante 5% Butil-hidroxitolueno (BHT) para evitar la formación y el efecto de 

moléculas prooxidantes durante el procesamiento de la muestra de plasma, en 

una proporción volumen/volumen 1:100 (BHT:muestra). La dilución de la muestra 

se realizó en KCl al 1,15%. Se preparó por separado varias soluciones acuosas 

de 8% SDS (p/v), 55 mM TBA en ácido acético al 20% (v/v). Se preparó el medio 
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de reacción primero añadiendo relación 3:2 de muestra y SDS, incubando por 5 

minutos en hielo. Luego se mezcló un medio de reacción de proporción 

volumen/volumen 4:3:1 de agua, TBA y muestra. Este medio se incubó por una 

hora a 95°C en un baño seco. Luego de este periodo rápidamente se extrajo la 

muestra y se enfrío hasta temperatura ambiente en menos de 4 minutos en hielo. 

Se utilizó un tubo control con agua y se analizó la disminución de la temperatura 

de este tubo con un termómetro de mercurio. Las muestras a temperatura 

ambiente (25 °C) se centrifugaron a 4000 rpm por 10 minutos a 4°C. El 

sobrenadante se recogió y se colocó un volumen de 200 µL en una microplaca. 

Se cuantificó la absorbancia en un espectrofotómetro Thermo Scientific Multiskan 

Sky High UV/VIS a 532 nm a 25°C. El nivel de malondialdehído (MDA) en las 

muestras se cuantificó mediante una curva de calibración con el protocolo antes 

mencionado reemplazando por soluciones de 1,1,3,3-tetrametoxipropano (TMP) 

un análogo al MDA también llamado Malondialdeido bis (dimetil acetal), en un 

rango de concentraciones de 0 a 125 µM. Finalmente, se calculó un índice de 

equilibrio oxidativo como la relación TBARS/TAC (x1000) para generar un valor 

único que integró variaciones potenciales en el equilibrio oxidativo entre 

individuos (Gutiérrez et al., 2019) aplicado en organismos ectotermos (Narváez 

et al., 2022). Los valores de índice altos significan niveles altos de estrés oxidativo 

(Costantini et al., 2007). 
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2.6. Ensayo de enzimas esterasas 

La actividad de tres enzimas esterasas implicadas en la toxicidad aguda del CPF 

(aceltilcolinesterasa [AChE]) y su detoxificación (butirilcolinesterasa [BChE], EC 

3.1.1.8 y carboxilesterasa [CbE] EC 3.1.1.1) fueron determinadas en muestras de 

plasma. La inhibición de BChE y CbE se considera un mecanismo no catalítico 

de desintoxicación de pesticidas, en el cual la molécula de organofosforado se 

inactiva mediante la unión irreversible al sitio activo de estas esterasas (Lockidge 

y Masson, 2000; Liu et al., 2011; Cui et al., 2015). Las actividades de AChE y de 

BChE se determinaron según el método de Ellman et al. (1961), adaptado al 

formato de microplaca de 96 pocillos por Wheelock et al. (2005). El medio de 

reacción (200 μL) estaba compuesto por tampón fosfato de Na 0,1 M (pH = 8,0), 

ácido 5,5′-ditiobis-2-nitrobenzoico (DTNB) 320 μM, yoduro de acetiltiocolina 

(AcSCh) 60 mM o yoduro de butiriltiocolina (BuSCh), y la muestra. La formación 

del producto fue monitoreada durante 8 minutos a 412 nm. La actividad específica 

fue calculada usando el coeficiente de absorción molar de 8,6 mM-1 cm-1. 

La actividad CbE fue determinada utilizando los sustratos éster 1-

naftilacetato (1-NA) y 4-nitrofenil acetato (4-NPA) siguiendo el ensayo discontinuo 

de Thompson (1999). Usando 1-NA el medio de reacción (250 µL, volumen final) 

contenía Tris-HCl 0,1 M (pH = 7,4), 1-NA 20 mM y la muestra, y se incubó durante 

10 minutos a 25 °C. La hidrólisis de 1-NA se detuvo añadiendo 50 µL de una 

solución preparada disolviendo 0,1 % de Fast Red ITR en una mezcla de 2,5 % 

(p/v) de SDS y 2,5 % de Tritón X-100. Las microplacas se dejaron en oscuridad 

durante 30 minutos para que se desarrollara el complejo Naftol-Fast Red ITR que 
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fue leído a 530 nm. La actividad específica calculada utilizando un coeficiente de 

extinción molar de 14 mM-1 cm-1. Usando 4-NPA el medio de reacción (250 µL, 

volumen final) estaba compuesto de Tris-HCl 0,1 M (pH 7,4) con la muestra. La 

reacción se inició con 10 µL de 4-NPA 20 mM y se incubó en agitación continua 

durante 10 minutos a 25°C. Luego la reacción se detuvo agregando 50 µL de 

SDS 2% en Tris 2% y se monitorizó la formación de 4-nitrofenol a 405 nm. La 

actividad específica se calculó utilizando un coeficiente de extinción molar de 8 

mM-1 cm-1. 

Los ensayos cinéticos se realizaron por triplicado y se leyeron utilizando 

un espectrofotómetro Thermo Scientific Multiskan GO UV/VIS a 25°C. Se 

incluyeron espacios en blanco (i.e., medios de reacción sin muestras) en los 

ensayos para descartar la generación no enzimática de los productos de 

reacción. La concentración de proteínas total fue cuantificada siguiendo el 

método de Bradford (1976) usando albúmina de suero bovino como estándar, por 

lo que todas las actividades enzimáticas se expresaron como actividad específica 

por miligramo de proteína (μmoL/min mg proteína). 

 

2.7. Análisis estadístico 

Antes de realizar los análisis entre tratamientos, se comprobó la distribución 

normal de los datos mediante una prueba de Shapiro-Wilk, y una prueba de 

Levene para comprobar su homocedasticidad. Luego, se utilizó un ANOVA 

factorial de dos vías para determinar diferencias significativas entre los grupos 

promedios de cada variable entre los grupos experimentales. De igual manera se 
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utilizó un análisis de covarianza (ANCOVA) para descartar el efecto de la masa 

corporal. Además, se empleó un análisis de comparaciones múltiples, el análisis 

a posteriori de Fisher LSD, para identificar cuáles tratamientos presentaron 

diferencias significativas entre sí. 

Debido a que las variables analizadas presentaron una alta colinealidad; y 

para reducir el número de variables, se utilizó un análisis de componentes 

principales (PCA), incluyendo las principales variables bioquímicas y energéticas 

en el modelo. Posteriormente, los dos ejes principales del modelo fueron 

analizados mediante un ANOVA por separado usando como factores el 

tratamiento térmico y la exposición al pesticida. Por último, se combinó la 

nomenclatura dicotómica de significancia de un valor p menor a 0,05 con la 

propuesta por Muff et al. (2022) para la interpretación del valor p como evidencia 

de resultados. Todos los análisis se realizaron en el software estadístico 

STATISTICA 7.0 (StatSoft 2004) y los gráficos en el software Prism (GraphPad 

2020). 
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3. RESULTADOS 

 

 

 

3.1. Tamaño corporal y rendimiento locomotor 

Luego de la aclimatación a dos semanas a las condiciones experimentales, la 

masa corporal y la longitud hocico-cloaca (SVL) no presentaron diferencias 

significativas entre los tratamientos (véase Tabla 2; Tabla S1 para los resultados 

estadísticos). 

 

Tabla 2. Medidas de resumen (promedio ± DE) del tamaño corporal y la respuesta 

locomotora de X. laevis expuestos a tratamientos agudos con variaciones contrastantes 

de temperatura y clorpirifós. TC: temperatura constante, TV: temperatura variable, NP: 

no expuesto al pesticida y P: expuesto al pesticida. Superíndices muestran diferencias 

entre grupos mediante la prueba a posteriori de Fisher. 

Tratamientos TC/NP TC/P TV/NP TV/P 

n 5 5 5 5 

Mb 

(g) 
125,2 ± 51,9 115,2 ± 43,4 113,3 ± 37,2 139,6 ± 24,6 

SVL 

(mm) 
103,6 ± 17,7 100,9 ± 13,8 101,2 ± 13,8 111,6 ± 8,8 

RE a 16° 

(s-1) 
1,64 ± 0,17a 1,38 ± 0,16b 1,44 ± 0,11b 1,41 ± 0,03b 

RE a 23° 

(s-1) 
2,47 ± 0,26a 1,55 ± 0,28b 2,08 ± 0,05c 1,52 ± 0,09b 

RE a 30° 

(s-1) 
1,60 ± 0,27 1,48 ± 0,19 1,56 ± 0,31 1,40 ± 0,09 
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El rendimiento locomotor fue afectado significativamente por el tratamiento 

térmico y el pesticida, siendo mayor para los grupos no expuestos al pesticida 

(Fig. 1A), como también para los grupos mantenidos a una temperatura constante 

(Fig. 1B; Tabla S1). 
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Figura 1. Curvas de rendimiento locomotor en función de la temperatura de medición 

para los individuos de X. laevis expuestos a tratamientos agudos con variaciones 

contrastantes de temperatura y clorpirifós, categorizadas por la exposición a pesticida 

(A) y por el tratamiento térmico (B). Los tratamientos incluyeron temperatura constante 

(TC), temperatura variable (TV), no expuestos al pesticida (NP) y expuestos al pesticida 

(P). Los valores se muestran en valores promedio (± EE) del reciproco del tiempo de 

enderezamiento (1/s), y los asteriscos reflejan diferencias significativas entre los grupos. 

 

3.2. Tasa metabólica (SMR) y coeficiente térmico (Q10) 

Los resultados del ANCOVA factorial revelaron que la tasa metabólica covarió 

con la masa corporal después de la aclimatación (ANCOVA SMR a 16°: F(1, 15) = 

7,446, p = 0,016; SMR a 30°: F(1, 15) = 11,48, p = 0,004). Sin embargo, sólo la 

exposición al pesticida afectó el metabolismo medido a 30°C, siendo este 
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significativamente menor en los grupos expuestos al xenobiótico (Fig. 2A). No se 

encontró evidencia de un efecto del tratamiento térmico ni de la interacción entre 

esos factores sobre SMR (Tabla S1). 
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Figura 2. Valores (promedio ± EE) de la tasa metabólica y el coeficiente térmico de X. 

laevis expuestos a tratamientos agudos con variaciones contrastantes de temperatura y 

clorpirifós. SMR medida a 16 y a 30°C categorizado por la exposición al pesticida (A). 

Q10 categorizado por la exposición a pesticida (B) y por ambos factores (C). Los 

tratamientos incluyeron temperatura constante (TC), temperatura variable (TV), no 

expuestos al pesticida (NP), y expuestos al pesticida (P). Superíndices muestran 

diferencias entre grupos mediante la prueba a posteriori de Fisher. 

 

El análisis factorial reveló que el coeficiente térmico (Q10), fue afectado 

significativamente por la exposición al pesticida (Tabla S1), siendo menor en el 
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grupo expuesto al xenobiótico (Fig. 2B). Además, se evidenció un efecto 

significativo de la interacción entre los factores (Fig. 2C), mas no por el 

tratamiento térmico (Tabla S1). 

 

3.3. Perfil leucocitario y relación N/L 

El ANOVA factorial mostró que, tras la aclimatación de los organismos, el perfil 

leucocitario presentó diferencias en los recuentos diferenciales de basófilos, 

neutrófilos y linfocitos (Fig. S1; Tabla S2). Específicamente, en los grupos 

expuestos a CPF se encontró un aumento en el recuento de neutrófilos y una 

reducción en el número de basófilos y linfocitos (Tabla S3). En contraste, los 

grupos expuestos a temperatura variable presentaron un menor número de 

linfocitos y un aumento en el recuento de neutrófilos en comparación con los 

grupos mantenidos a temperatura constante (Tabla S3). 

Además, se evidenció una relación N/L significativamente mayor en las 

ranas expuestas al pesticida (Fig. 3A), así como en individuos sometidos al 

tratamiento térmicamente variable (Fig. 3B). Sin embargo, no se encontró 

evidencia de un efecto de la interacción de los factores sobre este índice (Fig. 

3C; Tabla S2). 
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Figura 3. Resultados del índice N/L en X. laevis expuestos a tratamientos agudos con 

variaciones contrastantes de temperatura y clorpirifós, categorizado por el factor 

pesticida (A), por el factor tratamiento térmico (B) y por ambos factores (C). Los 

tratamientos incluyeron temperatura constante (TC), temperatura variable (TV), no 

expuestos al pesticida (NP), y expuestos al pesticida (P). Superíndices muestran 

diferencias entre grupos mediante la prueba a posteriori de Fisher. 

 

3.4. Estado oxidativo 

Una vez finalizada la aclimatación, el ANOVA factorial mostró que la TAC fue 

afectada marginalmente por el tratamiento térmico y por la exposición a pesticida, 

pero sin ser significativos estos efectos. En cambio, se identificó un efecto 

significativo de la interacción entre los factores (Tabla S1). La prueba a posteriori 

mostró que el grupo aclimatado al régimen térmico constante sin pesticida (TC-0 

µg/L) presentó mayores de TAC que en los grupos restantes (p < 0.05) (Fig. 4A). 

Por su parte, los niveles de TBARS, no fueron afectados por la exposición al 

pesticida, pero si se encontró un efecto marginal del tratamiento térmico sobre 

TBARS. Además, se encontró un efecto significativo de la interacción entre los 

factores (Tabla S1). La prueba a posteriori mostró que los grupos TC-0 µg/L y TV-
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1 µg/L fueron aquellos que tuvieron valores más altos de TBARS, pero no 

presentaron diferencias significativas entre ellos (Fig. 4B). 
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Figura 4. Biomarcadores de estrés oxidativo en individuos de X. laevis expuestos a 

tratamientos agudos con variaciones contrastantes de temperatura y clorpirifós. Se 

observaron diferencias significativas entre los tratamientos para la capacidad 

antioxidante total en plasma (A), peroxidación lipídica en plasma (B), y estado oxidativo 

(C). Los tratamientos incluyeron temperatura constante (TC), temperatura variable (TV), 

no expuestos al pesticida (NP), y expuestos al pesticida (P). Superíndices muestran 

diferencias entre grupos mediante la prueba a posteriori de Fisher. 

 

Por otro lado, al finalizar la aclimatación, el índice de equilibrio oxidativo 

(TBARS/TAC), fue afectado solo por la interacción entre los factores (Tabla S1), 

revelando que el grupo TV-1 µg/L tuvo los mayores niveles en comparación con 
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los grupos restantes, aun cuando este aumento no fue estadísticamente diferente 

del grupo TC-0 µg/L (Fig. 4C). 

 

3.5. Esterasas plasmáticas 

La actividad de AChE no fue afectada por ninguno de los factores ni por su 

interacción después de la aclimatación (Tabla S1; Fig. 5A). No obstante, se 

identificó que la exposición a pesticida tuvo un efecto significativo en la actividad 

de BChE, presentando una disminución en los grupos expuestos a clorpirifós 

(Fig. 5B). También se evidenció un efecto marginalmente significativo del 

pesticida sobre la actividad de la CbE 1-NA, con una tendencia a disminuir en 

presencia de CPF (Fig. 5C). Por último, la actividad de CbE 4-NPA solo se vio 

afectada marginalmente por la interacción entre el tratamiento térmico y la 

exposición al xenobiótico (Fig. 5D; Tabla S1). 
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Figura 5. Actividad enzimática de las esterasas en plasma de X. laevis expuestos a 

tratamientos agudos con variaciones contrastantes de temperatura y clorpirifós. 

Diferencias significativas entre tratamientos para la acetilcolinesterasa (A), 

butirilcolinesterasa (B), carboxilesterasa 1-naftil acetato (C) y carboxilesterasa 4-

nitrofenil acetato (D). Los tratamientos incluyeron temperatura constante (TC), 

temperatura variable (TV), no expuestos al pesticida (NP), y expuestos al pesticida (P). 

Superíndices muestran diferencias entre grupos mediante la prueba a posteriori de 

Fisher. 

 

3.6. Análisis multivariado (PCA) 

Debido a la alta colinealidad entre las variables predictoras, realizamos un PCA 

que incluyó todas variables energéticas y bioquímicas. Los resultados de este 

análisis revelaron que las ocho variables del modelo se redujeron a dos ejes PCA. 

En conjunto, los dos ejes explican el 65,7% de la varianza total, lo que indica que 
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capturan una proporción considerable de la variabilidad en las variables 

analizadas (Tabla 3). El primer componente (PC 1) estuvo correlacionado con la 

TAC, TBARS, la actividad de CbE 4-NPA, CbE 1-NA y AChE. El segundo 

componente (PC 2) estuvo significativamente correlacionado con el coeficiente 

térmico (Q10) y la tasa metabólica (SMR) (Tabla 3). 

 

Tabla 3. Ejes del PCA derivados del análisis de rasgos bioquímicos y energéticos en X. 

laevis expuestos a tratamientos agudos con variaciones contrastantes de temperatura y 

clorpirifós. En negrita las variables que presentan una carga > 0,7. 

 

Variables PCA eje 1 PCA eje 2 

TAC 0,913 0,094 

TBARS 0,765 -0,068 

CbE 4-NPA 0,746 -0,360 

CbE 1-NA 0,744 0,326 

AChE 0,693 -0,156 

BChE 0,605 0,493 

Q10 -0,050 0,880 

SMR -0,048 0,765 

Valor propio 3,38 1,88 

Varianza explicada (%) 42,3 23,4 

Varianza explicada acumulada (%) 42,3 65,7 

 

El eje 1 puede ser interpretado como la capacidad bioquímica de 

responder al xenobiótico, debido a una alta asociación con las variables TAC, 

TBARS, CbE 4-NPA, CbE 1-NA y AChE. Por su parte, el eje 2, interpretado como 

la variable relacionada con el gasto energético, está significativamente asociado 
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con Q10 y SMR. El análisis de ANOVA factorial posterior sobre los valores de las 

puntuaciones factoriales reveló que para el eje 1 hubo un efecto de la interacción 

entre la temperatura y el pesticida (F(1, 16) = 7,85, p = 0,013), pero no de la 

temperatura (F(1, 16) = 2,99, p = 0,103) ni de la exposición al pesticida (F(1, 16) = 

2,30, p = 0,148). Para el eje 2, se encontró un efecto significativo de la exposición 

al pesticida (F(1, 16) = 10,32, p = 0,005), pero no de la temperatura (F(1, 16) = 0,062, 

p = 0,807) ni de la interacción entre los factores (F(1, 16) = 2,19, p = 0,158). 

La prueba a posteriori de Fisher reveló que el valor del eje 1 fue 

significativamente mayor en los animales aclimatados al tratamiento térmico 

constante sin pesticidas con respecto a los demás grupos, mientras que para el 

eje 2, los animales aclimatados al tratamiento térmico variable con pesticida 

tuvieron significativamente menores valores que los animales aclimatados a los 

tratamientos térmicos variable y constante libre de pesticida (Fig. 6; Tabla S4). 
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Figura 6. Resultados del análisis de componentes principales (PCA) incluyendo los 

biomarcadores plasmáticos y las variables energéticas en X. laevis expuestos a 

tratamientos agudos con variaciones contrastantes de temperatura y clorpirifós. El PC 1 

estuvo fuertemente correlacionado con TAC, TBARS, CbE 4-NPA, CbE 1-NA y AChE; y 

el PC 2 estuvo significativamente correlacionado con Q10 y SMR. Los tratamientos 

incluyeron temperatura constante (TC), temperatura variable (TV), no expuestos al 

pesticida (NP), y expuestos al pesticida (P). 
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4. DISCUSION 

 

 

 

4.1. Efecto de la variabilidad térmica y exposición a CPF sobre el rendimiento 

locomotor 

Las diferencias observadas en las respuestas de enderezamiento (Fig. 1A) 

sugieren que la exposición a CPF afecta negativamente las capacidades físicas, 

perjudicando la función neuromuscular probablemente al inhibir las enzimas 

acetilcolinesterasa y butirilcolinesterasa (Colombo et al., 2005; Bonifacio et al., 

2017), tal como se ha reportado en otros anuros (Attademo et al., 2015; Liendro 

et al., 2015; Rutkoski et al., 2020). Esto se debe a que el exceso de acetilcolina 

sobre estimula los receptores colinérgicos, provocando impulsos nerviosos 

continuos que pueden provocar fatiga muscular y parálisis, lo que lleva a una 

reducción del rendimiento locomotor (Quiroga et al., 2019). Sin embargo, aunque 

no encontramos diferencias en la actividad de la acetilcolinesterasa en el plasma 

entre animales expuestos y no expuestos a pesticidas, los efectos en tejidos 

periféricos o en el plasma pueden ser menos evidentes (Sanchez-Hernandez y 

Wheelock, 2009; Boualit et al., 2022). En estos tejidos, la inhibición de la 

acetilcolinesterasa no siempre se manifiesta de manera tan pronunciada como 

en el sistema nervioso central o en la sinapsis neuromuscular, aunque puede 

contribuir a la toxicidad general y a la acumulación de acetilcolina. Por lo tanto, 

la ausencia de diferencias en la actividad de la acetilcolinesterasa en el plasma 



 

32 

 

podría deberse a una menor sensibilidad en estos tejidos o a mecanismos 

compensatorios que no logramos detectar en este estudio, lo cual difiere de lo 

esperado dado el impacto neuromuscular observado. 

Por su parte, los resultados revelan que la respuesta de enderezamiento 

presentó una dependencia térmica significativa (Elnitsky y Claussen, 2006; 

Cortes et al., 2016). Además, la variación del régimen de temperatura afectó 

negativamente el desempeño del organismo (Slein et al., 2023), especialmente 

en rangos de temperatura cercana a los 23°C (Fig. 1B). Este efecto puede ser 

particularmente relevante para las poblaciones de X. laevis que habitan 

ambientes con fluctuación térmica contrastante (Wagener et al., 2021; Araspin et 

al., 2023). 

Al considerar tanto la exposición al pesticida como la variabilidad térmica, 

los efectos perjudiciales sobre el rendimiento locomotor pueden ser explicados 

por dos factores. Primero, una mayor toxicidad del CPF provocada por el 

aumento de la temperatura ambiental (Patra et al., 2015; Verheyen y Stoks, 

2019), o bien, una menor eficiencia en la detoxificación del CPF debido a la 

disminución de la temperatura (Quiroga et al., 2019). De esta manera, la 

neurotoxicidad inducida por el CPF, combinada con un amplio rango de 

temperaturas (16-30 °C), podría afectar significativamente la coordinación y la 

fuerza muscular (Quiroga et al., 2024), lo que llevaría a reducciones drásticas en 

el rendimiento locomotor (Fig. 1A y 1B). 
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4.2. Ajustes de la eficiencia energética 

La correlación positiva encontrada entre SMR y tamaño corporal es un resultado 

esperado, reportado tanto en X. laevis (Louppe et al., 2018) como en otros anuros 

(Steyermark et al., 2005). Sin embargo, no se observó una aclimatación 

significativa (es decir, plasticidad fenotípica) de SMR por efecto del tratamiento 

térmico, a pesar de que la presencia de aclimatación en esta variable es común 

en otros anuros (Marcheti et al., 2023) y ectotermos acuáticos (Carter et al., 

2023). Por el contrario, nuestros resultados respaldan dos ideas propuestas: (i) 

la existencia de una capacidad limitada para aclimatarse a entornos variables 

(Niehaus et al., 2011; Young y Gifford, 2013), ya que las respuestas pasivas a la 

temperatura pueden ser suficientes para mantener el equilibrio energético (Havird 

et al., 2020), y (ii) una baja sensibilidad térmica de los procesos metabólicos (Kern 

et al., 2015) en respuesta a la variación térmica continua, especialmente durante 

las temperaturas ambientales máximas (Kern et al., 2014). 

Curiosamente, la marcada disminución en la tasa metabólica estándar 

(SMR) observada (Fig. 2A) tras la exposición experimental a OP sugiere un 

posible efecto de supresión metabólica, un fenómeno previamente reportado en 

el pez Fundulus heteroclitus y el anuro X. laevis, debido principalmente a la fatiga 

muscular y al compromiso de las capacidades locomotoras y cardiorrespiratorias 

(Weis y Candelmo, 2012; Watson et al., 2014; Álvarez-Vergara et al., 2022).  

Además, se ha informado que los pesticidas OP generan compuestos que causan 

daño mitocondrial (Thosapornvichai et al., 2022), incluso a concentraciones que 

no son suficientes para inhibir la actividad de AChE (Terry, 2012; Costa, 2018). 
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Por lo tanto, una disminución en la producción energética podría contribuir aún 

más a la toxicidad del pesticida, principalmente al disminuir la energía disponible 

para invertir en mecanismos de desintoxicación y reparación (Verheyen et al., 

2022). Además, la disminución en la sensibilidad térmica (Q10) de SMR por efecto 

del pesticida (Fig. 2B y 2C) parece ser una consecuencia en los anuros expuestos 

a CPF (Quiroga et al., 2024), lo que sugiere que los pesticidas OP pueden 

interferir en la capacidad de las ranas para ajustar su metabolismo mediante 

aclimatización a diferentes condiciones de temperatura. 

 

4.3. Respuesta leucocitaria ante la fluctuación térmica y exposición a pesticida 

Los recuentos diferenciales de leucocitos en vertebrados están fuertemente 

relacionados con la función inmunológica, y consisten en linfocitos, monocitos y 

granulocitos (Mestre et al., 2019). Por un lado, los monocitos y granulocitos 

juegan una función en la remoción de restos celulares lesionados, mientras que 

los linfocitos están relacionados con la producción de anticuerpos (Mestre et al., 

2019). La fluctuación de la temperatura impactó significativamente los recuentos 

de neutrófilos y linfocitos, por lo que la función inmune se ve comprometida en 

los anfibios (Terrell et al., 2013) debido a que (i) se puede desencadenar una 

respuesta de estrés térmico y (ii) puede afectar la actividad de las células o 

proteínas asociadas a la función inmune (Raffel et al., 2006). En ese sentido, es 

probable que los aumentos en el índice N/L (Fig. 3A) reflejen un efecto indirecto 

de la respuesta al estrés (Terrell et al., 2013; Greenspan et al., 2017), tal y como 

lo muestran las poblaciones de la salamandra gigante (Cryptobranchus 
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alleganiensis) a lo largo de un gradiente de calidad del hábitat (Litmer et al., 

2020). 

Los resultados evidenciaron diferencias significativas en el índice N/L entre 

los grupos experimentales (Fig. 3B y 3C), lo que podría ser consecuencia de una 

mayor sensibilidad en X. laevis a agentes tóxicos. Esto es consistente con la 

predicción de que la exposición a pesticidas involucra un aumento de la relación 

N/L debido a la neutrofilia y/o linfopenia (da Silva et al., 2020; Zhevel et al., 2024) 

acompañada de la disminución significativa del número de basófilos encontrados 

en los grupos expuestos a CPF, lo que podría indicar una reducción general de 

la capacidad defensiva del organismo (Zhevel et al., 2024). Considerando que los 

neutrófilos forman la primera línea de defensa del sistema inmune innato de los 

vertebrados, su aumento indicaría una movilización de las fuerzas protectoras del 

organismo en respuesta al estrés (Romanova y Romanova, 2003), mientras que 

una disminución de los linfocitos podría deberse al efecto en el aumento de los 

glucocorticoides plasmáticos (Bahl et al., 2024). Sin embargo, estas respuestas 

no son universales, como lo revelan algunos estudios en donde no se modifica el 

índice N/L en ectotermos expuestos a pesticidas (Mestre et al., 2019; Salinas et 

al., 2024). 

 

4.4. Biomarcadores bioquímicos y energéticos 

Los efectos de la interacción entre la variabilidad térmica y la exposición a CPF 

indican una relación compleja que impacta sobre los niveles de TAC, TBARS y el 

índice de estrés oxidativo. Así, los mayores niveles de TAC encontrados en el 
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grupo mantenido a temperatura constante y libre de CPF (Fig. 4A) sugiere que 

las ranas podrían sintetizar activamente compuestos antioxidantes endógenos 

(Álvarez-Vergara et al., 2022). Además, la disminución de los niveles de TAC en 

los animales expuestos al pesticida reflejaría una posible inhibición en las 

enzimas y otras proteínas antioxidantes (Roche et al., 2008), como ocurre en 

insectos y ranas (Álvarez-Vergara et al., 2022; Verheyen et al., 2023). Es posible 

entonces que la interacción entre CPF y variabilidad térmica produjeran un efecto 

antagónico sobre la capacidad antioxidante en aquellos grupos expuestos a 

pesticida (Fig. 4A), agotando los compuestos utilizados como defensas 

antioxidantes (Verheyen et al., 2023). 

Si bien los niveles de TBARS y el índice de estrés oxidativo entre el grupo 

control y el expuesto a CPF no difieren entre sí (Fig. 4B y 4C), la potencial relación 

positiva y funcional entre el daño oxidativo y la tasa metabólica (Buttermer et al., 

2010; Bury et al., 2020) sugiere que una menor SMR en los anuros traerá 

consecuencias en la producción de ROS (Roussel et al., 2015). Por lo tanto, es 

posible que una disminución en los presupuestos energéticos explique la 

variación observada en los niveles de daño oxidativo en las ranas. 

La disminución significativa de la actividad plasmática de BChE en los 

grupos expuestos al pesticida (Fig. 5B) junto con la disminución marginalmente 

significativa de CbE 1-NA (Fig. 5C), refleja que la exposición a plaguicidas OP en 

los anuros provoca inhibiciones de las enzimas colinesteraras y carboxilesterasas 

(Lajmanovic et al., 2018). Se ha propuesto que la inhibición de la actividad de 

BChE y CbE 1-NA funcionaría como un mecanismo de protección enzimática (ver 
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Narváez et al., 2016), y esto podría explicar la constancia observada en la 

actividad plasmática de AChE en los anuros (Liendro et al., 2015) incluido X. 

laevis (Álvarez-Vergara et al., 2022). 

Por otro lado, la variación térmica por sí sola no alteró significativamente 

las actividades de las colinesterasas y carboxilesterasas, lo que sugiere que 

estas enzimas tienen amplios rangos de funcionamiento térmico, o bien, que X. 

laevis posee mecanismos que le permiten compensar los niveles alterados de 

estas enzimas debido al cambio térmico, como lo indican estudios en el pez 

Sander vitreus (Phillips et al., 2002) y en el caballito de mar Hippocampus erectus 

(Del Vecchio et al., 2024). 

Finalmente, la identificación de dos componentes principales relacionados 

con la respuesta bioquímica a los xenobióticos y el gasto energético proporciona 

una comprensión integral de los impactos del CPF y la variabilidad térmica. Este 

análisis de componentes principales reveló dos patrones destacables: por un 

lado, la capacidad bioquímica para responder a la toxicidad asociada a la 

detoxificación del pesticida disminuye por efecto de la interacción entre la 

exposición a CPF y la variabilidad térmica (Slein et al., 2023; Verheyen et al., 

2023). Por otro lado, los grupos expuestos a los pesticidas mostraron una 

reducción en el gasto energético, lo que indicaría que estos factores estresantes 

podrían afectar de manera diferencial las vías bioquímicas y energéticas 

(Lajmanovic et al., 2018; Álvarez-Vergara et al., 2022). 
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4.5. Limitaciones del estudio 

Finalmente, este estudio tiene algunas limitaciones que merecen atención. Esta 

investigación se centró en la medición de las respuestas bioquímicas a nivel 

plasmático, que pueden no reflejar con precisión los cambios fisiológicos que se 

producen a nivel de otros tejidos. Por lo tanto, sin evaluaciones a nivel de órganos 

internos y aquellos asociados a la locomoción, nuestros hallazgos pueden no 

reflejar completamente los procesos biológicos sistémicos y localizados que 

subyacen a los cambios observados en las respuestas bioquímicas. 

Además, aunque las ranas provenían de zonas agrícolas, desconocemos 

si estuvieron en contacto con estos xenobióticos. Sin embargo, si los organismos 

hubieran estado expuestos a pesticidas organofosforados, la actividad de las 

enzimas esterasas no habría mostrado inhibición. Por ello, asumimos que los 

anuros no estuvieron expuestos a dosis capaces de generar efectos significativos 

en sus respuestas fisiológicas durante el periodo de aclimatación. 
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5. CONCLUSIONES 

 

 

 

Los resultados de este estudio muestran que la exposición simultánea al 

pesticida clorpirifós y a la variabilidad térmica produce efectos sinérgicos y 

complejos sobre múltiples aspectos del rendimiento fisiológico, incluyendo la 

locomoción, el metabolismo energético, la actividad de enzimas detoxificadoras 

y las defensas antioxidantes. Además, se observó un incremento en los índices 

de estrés fisiológico asociado a estos dos factores, afectando directamente la 

capacidad de aclimatación y el equilibrio energético en la rana Xenopus laevis. 

Sin embargo, nuestros hallazgos indican que este anuro invasor puede tolerar 

niveles moderados de CPF y resistir los diversos ajustes fisiológicos y 

bioquímicos, incluyendo cambios en el balance energético. En términos 

generales, el aumento de las temperaturas medias y la variabilidad térmica 

pueden intensificar los efectos negativos de los pesticidas. Por lo tanto, el análisis 

detallado de cómo estos factores impactan la salud y la capacidad de respuesta 

a los xenobióticos en esta especie modelo resulta fundamental para comprender 

mejor la adaptabilidad y supervivencia de los anuros en entornos sujetos a 

rápidos cambios ambientales. 
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ANEXOS 

Tabla S1. Resultados del ANOVA (g.l. = 1, 16) factorial para los parámetros corporales, 

metabólicos, respuesta locomotora, estado oxidativo y actividad enzimática de las 

esterasas en X. laevis expuestos a tratamientos agudos con variaciones contrastantes 

de temperatura y clorpirifós. Los valores de SMR (16 y 30°) son resultados de un 

ANCOVA (g.l. = 1, 15) con la masa como covariable. T: tratamiento térmico y P: 

exposición al pesticida. 

Variables 

Factores 

Variabilidad térmica Pesticida T x P 

F p F p F p 

Mb 

(g) 
0,119 0,548 0,204 0,099 1,001 0,674 

SVL 

(mm) 
0,448 0,513 0,385 0,543 1,115 0,307 

RE a 16° 

(s-1) 
1,938 0,183 6,444 0,022 3,971 0,064 

RE a 23° 

(s-1) 
5,669 0,030 70,83 <0,001 4,170 0,058 

RE a 30° 

(s-1) 
0,357 0,558 1,836 0,194 0,046 0,832 

SMR a 16° 

(mL O2/h) 
0,116 0,739 0,325 0,577 3,657 0,075 

SMR a 30° 

(mL O2/h) 
0,01 0,939 6,85 0,019 0,08 0,775 

Q10 0,27 0,611 6,97 0,018 10,48 0,005 

TAC 

(mM UE Trolox) 
4,26 0,056 3,43 0,083 4,58 0,048 

TBARS 

(MDA mM) 
3,42 0,083 0,16 0,693 32,26 <0,001 

TBARS/TAC 0,32 0,577 2,91 0,108 19,54 <0,001 

AChE 

(µmol/min mg proteína) 
2,846 0,111 0,506 0,487 0,807 0,382 

BChE 

(µmol/min mg proteína) 
0,77 0,394 15,48 0,001 0,44 0,515 

CbE 1NA 

(µmol/min mg proteína) 
0,902 0,356 3,298 0,088 1,384 0,257 

CbE 4-NPA 

(µmol/min mg proteína) 
0,042 0,839 0,397 0,537 4,049 0,061 
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Tabla S2. Resultados del ANOVA (g.l. = 1, 16) factorial para el perfil leucocitario en X. 

laevis expuestos a tratamientos agudos con variaciones contrastantes de temperatura y 

clorpirifós. T: tratamiento térmico y P: exposición al pesticida. 

Perfil Leucocitario 

Factores 

Variabilidad térmica Pesticida T x P 

F p F p F p 

Eosinófilos 

(%) 
0,316 0,582 0,161 0,693 2,329 0,147 

Basófilos 

(%) 
0,004 0,951 4,861 0,042 0,321 0,579 

Monocitos 

(%) 
0,969 0,339 0,061 0,809 0,242 0,629 

Neutrófilos 

(%) 
14,67 0,001 37,94 < 0,001 1,27 0,276 

Linfocitos 

(%) 
9,894 0,006 11,67 0,001 0,003 0,957 

N/L 10,32 0,005 19,37 <0,001 0,213 0,651 

 

Tabla S3. Medidas de resumen (media ± DE) del perfil leucocitario de X. laevis expuestos 

a tratamientos agudos con variaciones contrastantes de temperatura y clorpirifós. TC: 

temperatura constante, TV: temperatura variable, NP: no expuesto al pesticida y P: 

expuesto al pesticida. Superíndices muestran diferencias entre grupos mediante la 

prueba de Fisher a posteriori. 

Tratamientos TC/NP TC/P TV/NP TV/P 

n 5 5 5 5 

Eosinófilos 

(%) 
3,6 ± 3,36 1,2 ± 1,64 2,4 ± 1,82 3,8 ± 3,7 

Basófilos 

(%) 
5,8 ± 4,44 1,4 ± 0,89 4,8 ± 5,26 2,2 ± 1,48 

Monocitos 

(%) 
1,2 ± 1,64 1,0 ± 1,22 1,6 ± 1,34 2,2 ± 2,68 

Neutrófilos 

(%) 
19 ± 5,83a 38,4 ± 0,59b 32,2 ± 3,19c 45,6 ± 8,14b 

Linfocitos 

(%) 
70,4 ± 9,69a 58 ± 5,7b 59 ± 8,49b 46,2 ± 8,58 b 
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Tabla S4. Prueba de comparaciones múltiples a posteriori de Fisher entre cada grupo 

experimental para las puntuaciones de los componentes principales en X. laevis 

expuestos a tratamientos agudos con variaciones contrastantes de temperatura y 

clorpirifós. T: tratamiento térmico y P: exposición al pesticida. 

Comparación Componentes principales 

Variabilidad 

térmica 
Pesticida  

Variabilidad 

térmica 
Pesticida PC 1 PC 2 

TC NP - TC P 0,008 0,238 

  - TV NP 0,006 0,397 

  - TV P 0,035 0,026 

 P - TV NP 0,883 0,052 

  - TV P 0,460 0,239 

TV NP - TC P 0,378 0,004 

 

 

Figura S1. Leucocitos identificados bajo microscopía óptica mediante tinción May-

Grunwald Giemsa en frotis sanguíneos de X. laevis expuestos a tratamientos agudos 

con variaciones contrastantes de temperatura y clorpirifós. Eosinófilo (A), Basófilo (B), 

Monocito (C), Neutrófilo (D) y Linfocito (E). 

 


