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1. RESUMEN 
 

Introducción. La periodontitis es una enfermedad crónica no transmisible causada 

por la disbiosis de la microbiota subgingival. Porphyromonas gingivalis es 

considerada una bacteria clave para el inicio y progresión de la periodontitis, la 

disbiosis intestinal y la enfermedad de Alzheimer. En este contexto, existen estudios 

experimentales de periodontitis inducidos por oral gavage de P. gingivalis que 

demuestran la existencia de un eje llamado oral intestino u oral-gut. Además, la 

evidencia sugiere que la microbiota disbiótica oral puede producir disbiosis 

intestinal, y a la vez, desencadenar neuroinflamación. Sin embargo, no está claro si 

el oral gavage de P. gingivalis es capaz de inducir neuroinflamación de una manera 

independiente de la disbiosis intestinal.  

Material y métodos. En 12 ratas Sprague-Dawley de 6 semanas de edad, se 

inoculó 1 x 109 UFC/mL de la cepa W83 de P. gingivalis 3 veces por semana durante 

4 semanas. El grupo control estuvo compuesto por 12 ratas a las cuales se les 

administró PBS. 4 ratas de cada grupo fueron eutanasiadas, se obtuvieron los 

huesos maxilares para determinar la resorción ósea y muestras de intestino delgado 

para cuantificar los mediadores proinflamatorios mediante ELISA. Además, en 4 

ratas de cada grupo se extrajo muestras de duodeno, yeyuno e íleon para 

determinar la cantidad de proteínas de uniones estrechas mediante 

inmunofluorescencia. Por último, a 4 ratas por grupo se aplicó mediante oral gavage 

una solución con FITC-dextrano de 4 kDa y luego de 4 h se obtuvo muestras de 

suero, orina, riñones, intestino y tejidos cerebrales para evaluar la alteración 

funcional de la barrera intestinal. 

Resultados. Las ratas experimentales luego de 30 días presentaron un aumento 

de mediadores proinflamatorios, disminución en la cantidad de proteínas de uniones 

estrechas, un aumento en la permeabilidad intestinal y ausencia de aumento de 

permeabilidad en tejidos cerebrales, en comparación con el grupo control. Todo esto 

en ausencia de periodontitis.  

Conclusión. Oral gavage de P. gingivalis produce inflamación, disrupción de la 

barrera intestinal y alteración de la funcionalidad, sin la presencia de periodontitis.  
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2. MARCO TEÓRICO 

2.1 Periodontitis 

La periodontitis es una enfermedad crónica no transmisible causada por la 

disbiosis de la microbiota subgingival, que es capaz de inducir una inflamación 

crónica de bajo grado (Hajisgengallis, G., 2014; Hajisgengallis, G., 2015; Kantarci, 

K. y cols., 2020). Se caracteriza por la destrucción de los tejidos de inserción del 

diente que comprenden el ligamento periodontal, hueso alveolar y cemento radicular 

y que, sin tratamiento, lleva a la pérdida de los dientes (Hajisgengallis, G., 2014; 

Choi, J. y Seymour, G., 2010). Es considerada una de las patologías 

osteodestructivas más prevalentes a nivel mundial (Gamonal, J. y cols., 2010). Entre 

las bacterias que provocan la disbiosis de la microbiota se describen los anaerobios 

Gram-negativo Tannerella forsythia, Prevotella intermedia, Filifactor alocis, 

Aggregatibacter actinomycetemcomitans y Porphyromonas gingivalis 

(Hajisgengallis, G., 2012; Hajisgengallis, G., 2014; Hajisgengallis, G., 2015). De 

ellas, P. gingivalis es considerada una bacteria clave en el inicio y progresión tanto 

de la periodontitis como otras condiciones, tales como aterogénesis, parto 

prematuro con bajo peso al nacer (Offenbacher, S. y cols., 2001; Meurman, J. y 

cols., 2004) y, recientemente, con la enfermedad de Alzheimer y la disbiosis 

intestinal (Díaz-Zúñiga, J. y cols., 2020; Ishida, N. y cols., 2017; Hayashi, K. y cols., 

2019). En este contexto, existen diversos estudios en modelos experimentales de 

periodontitis inducidos por oral gavage de P. gingivalis que demuestran la presencia 

de eventos caracterizados por cambios en la composición de la microbiota intestinal, 

la permeabilidad de la barrera intestinal y la modulación de la respuesta inmune 

intestinal (Arimatsu, K. y cols., 2014; Nakajima, M. y cols., 2015; Sato, K. y cols., 

2017; Sato, K. y cols., 2018). Esto se debe a la presencia de un eje vinculado de 

manera bi-direccional, conocido como el eje oral-intestinal u oral-gut. 

2.2 Disbiosis intestinal 

 La disbiosis de la microbiota intestinal es un fenómeno que se asocia ya sea a 

un incremento o a una disminución de ciertas especies microbianas residentes o 

ajenas al intestino que altera una serie de procesos biológicos, tales como, la 
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producción de ácidos grasos de cadena corta, la obtención de aminoácidos 

esenciales, entre otros. La colonización del intestino por bacterias anaerobias 

induce un desequilibrio en la microbiota intestinal (Arimatsu, K. y cols., 2014; 

Nakajima, M. y cols., 2015; Sato, K. y cols., 2018; Komazaki, R. y cols., 2017; Jia, 

X. y cols., 2018; Lourenço, T. y cols., 2018; Ohtsu, A. y cols., 2019; Feng, Y. y cols., 

2020; Hamamoto, Y. y cols., 2020; Kobayashi, R. y cols., 2020). Uno de los 

principales efectos del oral gavage de P. gingivalis o A. actinomycetemcomitans es 

provocar un desequilibrio en la relación de Firmicutes y Bacteroidetes (Arimatsu, K. 

y cols., 2014; Nakajima, M. y cols., 2015; Sato, K. y cols., 2017; Sato, K. y cols., 

2018; Komazaki, R. y cols., 2017; Jia, X. y cols., 2018; Ohtsu, A. y cols., 2019; 

Hamamoto, Y. y cols., 2020; Kobayashi, R. y cols., 2020; Kato, T. y cols., 2018; 

Huang, Y. y cols., 2020). Las especies de Firmicutes y Bacteroidetes son los 

principales componentes de la microbiota intestinal humana, como lo revela la 

secuenciación de genes de muestras fecales humanas (Mariat, D. y cols., 2009). 

Los Firmicutes son un filo compuesto principalmente por bacterias Gram-negativa 

en las que Clostridium y Lactobacillus son las más prevalentes (Cassir, N. y cols., 

2015). Clostridium butyricum puede mantener el equilibrio de la microbiota intestinal 

mediante la producción de butirato, que inhibe el crecimiento de Escherichia coli 

patógena evitando su unión a otras bacterias intestinales (Wang, Y. y cols., 2018; 

Hagihara, M. y cols., 2020). Además, el nivel de butirato en el intestino es necesario 

para mantener una respuesta homeostática de linfocitos T reguladores (Treg) 

(Kurita-Ochiai, T. y cols., 1995; Atarashi, K. y cols., 2013). 

 Por otro lado, los Bacteroidetes son bacterias Gram negativa, de las cuales 

Bacteroides y Porphyromonas son las más prevalentes en la microbiota intestinal 

(Ley, R. y cols., 2005). En conjunto con los Firmicutes, representan el 90% de las 

bacterias que componen la microbiota intestinal (Qin, J. y cols., 2010). Además, los 

Bacteroidetes y Firmicutes generan ácidos grasos de cadena corta, en particular 

acetato y propionato, que son productos de la fermentación anaerobia (van de 

Wouw, M. y cols., 2017). El acetato, propionato y butirato modulan la acetilación y 

metilación de las histonas, que regulan la expresión génica en las células 

intestinales del hospedero (Wang, T. y cols., 2018). Por lo tanto, el aumento en la 

producción de ácidos grasos de cadena corta como el acetato por parte de las 

bacterias intestinales podría modificar la expresión génica del hospedero, 
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provocando un aumento en la expresión génica de moléculas asociadas con una 

respuesta pro-inflamatoria (Rousseaux, S. y Khochbin, S., 2015). Por el contrario, 

el aumento de butirato cumple un rol protector en el mantenimiento de la 

permeabilidad de la barrera intestinal al prevenir la secreción de interleuquina (IL)-

17 y desencadenar la diferenciación de los linfocitos Treg (Jia, X. y cols., 2018; 

Kurita-Ochiai, T. y cols., 1995; Wuang, F. y cols., 2015; Szentirmai, E. y cols., 2019).  

 En estudios recientes donde se administró P. gingivalis mediante oral gavage 

se detectó una disminución de Clostridium y Lactobacillus cuando P. gingivalis 

colonizó el intestino y un aumento en los niveles de ácido láctico y n-butírico 

(Nakajima, M. y cols., 2015; Kobayashi, R. y cols., 2020; Alonso, C. y cols., 2008; 

Rhee, S., 2009). El ácido n-butírico induce la secreción de α-defensina en las células 

enterocromafin, que desempeñan un rol central en la secreción de péptidos 

antimicrobianos (Kaelberer, M. y cols., 2018). Así, la presencia de bacterias orales 

disbióticas en el intestino puede generar un desbalance en la microbiota intestinal 

y, posiblemente, inducir una respuesta en las células enterocromafin. 

2.3 Permeabilidad intestinal 

 Una consecuencia importante de mencionar de la disbiosis intestinal son los 

cambios en la permeabilidad intestinal. En la periodontitis experimental inducida por 

oral gavage con P. gingivalis, no se detectan incrementos en la concentración de P. 

gingivalis en las heces, lo que puede indicar que esta bacteria persiste en la 

microbiota intestinal o se disemina al tejido conectivo intestinal (Arimatsu, K. y cols., 

2014; Nakajima, M. y cols., 2015; Hamamoto, Y. y cols., 2020). En efecto, la 

periodontitis experimental indujo la permeabilización de la barrera intestinal, lo que 

genera un aumento de endotoxinas a nivel sérico (Nakajima, M. y cols., 2015; Sato, 

K. y cols., 2018; Xue, L. y cols., 2020). En primera instancia, en el intestino P. 

gingivalis se relaciona con una disminución significativa en la expresión de proteínas 

de las uniones estrechas: zonula-ocludens 1 (zo-1), claudina-1 y ocludina 

(Nakajima, M. y cols., 2015; Xue, L. y cols., 2020). Estas uniones estrechas también 

polarizan el enterocito al establecer una zona apical donde se ubica el complejo 

claudina-ocludina-zo-1, diferenciándolo del área basal adherida a la lámina basal 

(Massey-Harroche, D., 2000). Cuando la zonulina, una molécula reguladora de la 

permeabilidad intestinal, también llamada pre-haptoglobina 2, es secretada a la luz 
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intestinal por los enterocitos en respuesta a cambios en la microbiota, desencadena 

la polimerización de la actina y la disgregación de las uniones estrechas por la 

acción de la proteína quinasa C (Asmar, R. y cols., 2002; Fasano, A., 2011). 

Además, el aumento de los niveles séricos de zonulina se acompaña de una barrera 

intestinal altamente permeable, disbiosis intestinal e inflamación (Tajik, N. y cols., 

2020). 

 Curiosamente, algunas bacterias, como E. coli y Prevotella spp, una vez 

reconocidas por los enterocitos inducen la liberación de zonulina (Sturgeon, C. y 

cols., 2016; Ciccia, F. y cols., 2017). Bajo disbiosis intestinal, los niveles de zonulina 

aumentan en la luz intestinal, induciendo la modificación y redistribución de uniones 

estrechas, lo que permite el aumento de la permeabilidad paracelular (Asmar, R. y 

cols., 2002; Sturgeon, C. y cols., 2016; Gottardi, C. y cols., 1996). Si la disbiosis 

intestinal es persistente, los mecanismos de patogenicidad o bacterias que 

invadieron el tejido conectivo desencadenarán la respuesta inmune del hospedero, 

lo que aumentará la presencia de mediadores pro-inflamatorios, con el consiguiente 

aumento de la permeabilidad intestinal (Cani, P. y cols., 2007). 

2.4 Inflamación 

 Otro efecto de la disbiosis intestinal es la respuesta inflamatoria intestinal. 

Cuando la disbiosis intestinal y la alteración de las uniones inter-celulares ocurren 

debido al aumento de patógenos periodontales, las bacterias o sus mecanismos de 

patogenicidad difunden mediante la vía paracelular hacia el tejido conectivo 

subyacente (Asmar, R. y cols., 2002; Sturgeon, C. y cols., 2016; Gottardi, C. y cols., 

1996). Allí, son reconocidos rápidamente por neutrófilos o macrófagos mediante 

varios receptores, tales como CD14, TLR2 y TLR4 (West, A. y cols., 2011; Park, B. 

y Lee, J., 2013; Fournier, B. y Parkos, C., 2012; Futosi, K. y Mócsai, A., 2013). La 

activación de estos receptores se asocia intra-celularmente con la activación del 

factor de transcripción nuclear kappa B (NF-kB), que desencadena la secreción de 

citoquinas y quimioquinas pro-inflamatorias (West, A. y cols., 2011; Zheng, H. y 

cols., 2010; Müller, P. y cols., 2014; Moreira-Lopes, T. y cols., 2020). Si la bacteria 

es de alta virulencia, puede inducir la activación de un fenotipo pro-inflamatorio de 

neutrófilos. Este fenotipo pro-inflamatorio se caracteriza por la secreción de IL-1β, 

IL-6 y factor de necrosis tumoral (TNF)-α, el aumento de los niveles de 
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mieloperoxidasa, la liberación de especies reactivas de oxígeno (ROS), un aumento 

de la capacidad de fagocitosis y la liberación de la trampa extracelular de neutrófilos 

(NET) asociada a la muerte celular o NETosis (Moreira-Lopes, T. y cols., 2020; 

Sperandio, V. y cols., 2003; Jang, H. y cols., 2018; Neufeld, K. y cols., 2019). La 

NETosis favorecerá la retención de bacterias invasoras, facilitando su fagocitosis 

por neutrófilos o macrófagos (Hahn, J. y cols., 2016). Las citoquinas secretadas por 

los neutrófilos y la virulencia individual de cada bacteria pueden inducir la 

diferenciación de los macrófagos hacia un fenotipo pro-inflamatorio o M1 (Mills, C. 

y cols., 2016). Además, en presencia de disbiosis intestinal, se evidencia un 

aumento en la infiltración de los linfocitos T colaboradores (Th)-1, Th17 y Th22 

(Spiller, R., 2008; Ivanov, I. y cols., 2009; Hill, D. y Artis, D., 2010). El lipopolisacárido 

(LPS) de Bacteroides fragilis y Clostridium spp puede estimular la producción de IL-

10 y regular la respuesta Treg, favoreciendo la recomposición de la microbiota 

intestinal por la inmuno-regulación local (Atarashi, K. y cols., 2013; Ramakrishna, C. 

y cols., 2019). Sin embargo, en modelos experimentales de periodontitis, se observó 

un aumento de linfocitos infiltrantes Th1 y Th17 y una disminución de Treg (Sato, K. 

y cols., 2017; Sato, K. y cols., 2018; Atarashi, K. y cols., 2017). Estos cambios en la 

respuesta inmune pueden deberse tanto al aumento de bacterias patógenas como 

a una disminución de bacterias comensales (Nakajima, M. y cols., 2015). 

 En términos generales, cuando las bacterias orales aumentan en enfermedades 

disbióticas como la periodontitis, su detección en la circulación sanguínea puede 

deberse a la diseminación directa desde el tejido conectivo periodontal ulcerado o 

a la permeabilización de la barrera intestinal (Cani, P. y cols., 2007; Poveda-Roda, 

R. y cols., 2008).  

2.5 Comunicación oral-intestinal 

 Los pacientes afectados por periodontitis pueden tener un área de ulceración 

de 20 cm2 dentro de su periodonto (Hujoel, P. y cols., 2001). Tanto en la salud 

periodontal como durante la periodontitis se producen bacteremias transitorias sin 

generar sepsis (Sansores-España, L. y cols., 2021). En efecto, los leucocitos no 

pueden reconocer, fijar ni fagocitar bacterias en fluidos de alta velocidad como la 

sangre (Minasyan, H., 2014). Sin embargo, las bacterias pueden ser atraídas por 

cargas eléctricas a la superficie de los eritrocitos y pueden morir por contacto 
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mediante la liberación de oxígeno desde la oxihemoglobina (Minasyan, H., 2017). 

Las bacterias ingresan a los eritrocitos creando poros en la membrana y, una vez 

dentro de estas células, pueden morir por oxidación o ser resistentes (Minasyan, H., 

2014; Minasyan, H., 2016). Si las bacterias sobreviven a este ataque oxidativo, se 

filtran consecutivamente en el hígado y el bazo. En algunos casos, las bacterias 

pueden sobreactivar a los macrófagos del hígado o el bazo e inducir hepato o 

esplenomegalia (Minasyan, H., 2017). Solo las bacterias capaces de resistir este 

proceso generarían sepsis (Minasyan, H., 2016). 

 Estudios recientes demuestran que la cantidad de bacterias que una persona 

deglute al día es de aproximadamente 106 UFC/mL, lo que significa que una persona 

con alguna enfermedad oral puede llegar a deglutir alrededor de 1012-1013 UFC/mL 

al día (Arimatsu, K. y cols., 2014; von Troil-Lindén, B. y cols., 1995; Boutaga, K. y 

cols., 2007; Saygun, I. y cols., 2011). En efecto, luego de inocular 109 UFC de P. 

gingivalis mediante oral gavage, a las 3 horas se detecta esta bacteria en el íleon y 

a las 16 horas en el colon, induciendo disbiosis intestinal poco después de ser 

ingerida. Así, la presencia de periodontitis y la consiguiente ingestión de altas cargas 

de bacterias anaeróbicas podrían generar desequilibrios en la microbiota intestinal 

(Arimatsu, K. y cols., 2014). En este contexto, un tipo de célula particular en el 

intestino, las células enterocromafin, detectan permanentemente las bacterias 

patógenas invasoras (Bellono, N. y cols., 2017). Las bacterias asociadas a la 

disbiosis pueden ser reconocidas por las células enterocromafin, que liberan 

citoquinas y neurotransmisores a las fibras aferentes del nervio vago e inducen una 

respuesta simpática intestinal (Raybould, H. y cols., 2004). Esto, con el objetivo de 

acelerar la motilidad intestinal y la liberación de mucus para eliminar a las bacterias 

patógenas (Rhee, S., 2009). 

2.6 Planteamiento del problema 

 Actualmente, no existen estudios que revelen una asociación entre la cavidad 

oral, el intestino y el cerebro. Las aproximaciones al posible vínculo entre estos 

puede estar dado por los antecedentes descritos anteriormente, además de existir 

evidencia que sugiere que la microbiota disbiótica oral puede producir disbiosis 

intestinal, y a la vez, desencadenar neuroinflamación (Sansores-España, L. y cols., 

2021). En cuanto a los estudios de periodontitis experimental inducida por ligadura, 
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hay diferencias en los días de exposición a esta (5, 10, 28 días), pero la evidencia 

indica que la ligadura induce la liberación de mediadores pro-inflamatorios y una 

resorción ósea medible desde el día diez en adelante, junto con una disbiosis de la 

microbiota intestinal (Matsuda, Y. y cols., 2015; Palioto, D. y cols., 2019; Garlet, G., 

2010). 

 Al evaluar todos los estudios donde inducen periodontitis mediante oral 

gavage o ligadura oral se observa que todos demuestran alteración de la microbiota 

intestinal, pérdida de la integridad intestinal o respuesta inmune pro-inflamatoria, 

siendo de estos sólo seis estudios los que confirman la presencia de periodontitis 

en tiempos de experimentación diferentes (Arimatsu, K. y cols., 2014; Matsuda, Y. 

y cols., 2015; Jia, X. y cols., 2018; Sato, K. y cols., 2018; Palioto, D. y cols., 2019; 

Huang, Y. y cols., 2020). Los dos estudios independientes que instalaron la ligadura 

durante 28 días evaluaron además una asociación entre la periodontitis 

experimental con enfermedad de Alzheimer (EA) o patologías similares a Parkinson, 

induciendo resorción ósea y respuesta inflamatoria suficiente para desencadenar 

neurodegeneración (Xue, L. y cols., 2020; Kantarci, K. y cols., 2020). En estos 

experimentos fue posible detectar alteraciones en Firmicutes y Bacteroidetes, lo 

cual es fundamental para determinar inflamación intestinal (Nakajima, M. y cols., 

2015; Ley, R. y cols., 2005; Koren, O. y cols., 2011), por lo que la neuroinflamación 

se podría atribuir a los efectos de la periodontitis y la disbiosis intestinal, pero aún 

no está claro si es por causa de la disbiosis oral, por la disbiosis intestinal o ambas. 

 Dado que todos los estudios utilizan diferentes métodos para inocular la bacteria 

o inducir periodontitis, es difícil la comparación entre estos, por lo que a pesar de 

que todos demuestran un deterioro cognitivo en mayor o menor medida, es 

discutible la vía por la que este se genera, por lo tanto, se necesitan más estudios 

para comprender el eje Oral-Intestinal-Cerebro. La evidencia indica que el eje Oral-

Cerebro puede estar dada por la interacción entre bacterias y el nervio trigémino 

mediante la vía TLR4/CD14-MyD88-NF-kB (Wadachi, R. y Hargreaves, K., 2005; 

Diógenes, A. y cols., 2011; Go, M. y cols., 2016). Sin embargo, queda por demostrar 

si la neuroinflamación se debe efectivamente a la periodontitis experimental o si es 

causada por la disbiosis intestinal. Es importante mencionar respecto a los dos 

estudios que indujeron periodontitis, que en uno de ellos se detectó activación 

microglial en el hipocampo y patología similar a EA, y en el otro se detectó activación 
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microglial en la sustancia nigra pars compacta y patología similar a la enfermedad 

de Parkinson (Xue, L. y cols., 2020; Kantarci, K. y cols., 2020), lo que nos permite 

especular una relación entre periodontitis y proteinopatías (Kwon, S. y cols., 2020).  
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3. HIPÓTESIS Y OBJETIVOS. 

3.1 Hipótesis 

 El modelo de periodontitis experimental inducida por oral gavage de P. gingivalis 

en ratas es capaz de inducir alteraciones intestinales sin inducir periodontitis.  

3.2 Objetivo General 

 Determinar en el modelo de periodontitis experimental inducida por oral gavage 

de P. gingivalis la presencia de alteraciones en la integridad de la barrera intestinal, 

en la permeabilidad intestinal y la presencia o ausencia de inflamación en el 

intestino.  

3.3 Objetivos Específicos 

1. Cuantificar los niveles de secreción de los mediadores pro-inflamatorios IL-1β, IL-

4, IL-6, IL-10, IL-17A y TNF-α en el intestino delgado de ratas afectadas o no de 

periodontitis experimental. 

2. Determinar la integridad estructural y funcional de la barrera intestinal en ratas 

Sprague-Dawley macho afectadas o no de periodontitis experimental.  

3. Correlacionar la presencia o ausencia de periodontitis con la presencia o ausencia 

de inflamación o alteraciones en la permeabilidad intestinal. 
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4. MATERIALES Y MÉTODOS 

4.1 Animales e inducción de periodontitis 

 Los grupos experimentales y controles fueron compuestos por 24 Ratas 

Sprague-Dawley de 6 semanas de edad (jóvenes), obtenidas del Bioterio Central de 

la Facultad de Ciencias de la Pontificia Universidad Católica de Chile, y mantenidas 

en la Unidad de Mantención Animal del Pabellón G de la Facultad de Medicina de 

la Universidad de Chile. Las ratas se ubicaron en un ambiente controlado con un 

ciclo de luz/oscuridad de 12 horas a 22 ± 0.5°C, 40-70% de humedad relativa, con 

comida y agua ad libitum. Todos los animales fueron manejados diariamente 

durante 2 semanas antes del oral gavage. Para la inducción de la periodontitis 

experimental, bajo anestesia general con isoflurano 2%, el día 1 se inoculó 1 x 109 

UFC/mL de la cepa W83 de P. gingivalis resuspendidas en 100 μL de PBS mediante 

sonda gástrica. Este procedimiento se realizó 3 veces por semana hasta que se 

completaron los 30 días. Además, 12 ratas a las cuales se les administró 100 μL de 

PBS por sonda gástrica se consideraron como grupo control.  

4.2 Cultivo de crecimiento de bacterias 

 La cepa W83 de P. gingivalis (serotipo K1) se cultivó de acuerdo a las 

condiciones especificadas en nuestros estudios previos (Vernal, R. y cols., 2008, 

Vernal, R. y cols., 2009).  

4.3 Obtención de muestras biológicas 

 El día 30, 4 ratas de cada grupo fueron eutanasiadas por dislocación cervical y 

se obtuvieron muestras de intestino delgado. La mucosa palatina fue decolada del 

hueso maxilar, el cual fue conservado en Etanol 100% hasta su análisis (en detalle 

más adelante). Las muestras de intestino fueron procesadas para la purificación de 

las proteínas totales según el protocolo descrito previamente (Díaz-Zúñiga, J. y 

cols., 2020) y almacenadas a -80ºC hasta su análisis. Además, 4 ratas de cada 

grupo fueron perfundidas transcardialmente con 300 mL de solución salina y 300 

mL de paraformaldehído (PFA) al 4% en PBS 0,1 M pH 7,4 para permitir la fijación. 

A continuación, se extrajo los intestinos, se fijó posteriormente en PFA al 4% durante 

2 horas a temperatura ambiente y, posteriormente, fueron incubados durante 72 
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horas a 4°C en una solución que contiene 30% de sacarosa y 0,002% de azida 

sódica para criopreservación. 

4.4 Resorción ósea y cuantificación de moléculas 

 Cada maxilar fue escaneado mediante micro tomografía computarizada (μCT) 

para cuantificar el nivel óseo y determinar la resorción ósea, siguiendo el análisis 

morfométrico descrito anteriormente (Díaz-Zúñiga, J. y cols., 2020) Además, en el 

intestino obtenido como se describió en el ítem 4.3, los niveles de los mediadores 

IL-1β, IL-4, IL-6, IL-10, IL-17A y TNF-α fueron cuantificados mediante ELISA (R&D 

Systems, Minneapolis, EE. UU.; Invitrogen, Thermo Fisher Scientific, Viena, 

Austria), como se describió anteriormente (Díaz-Zúñiga, J. y cols., 2020). 

4.5 Análisis mediante inmunofluorescencia 

 Para el análisis de inmunofluorescencia, una vez obtenidas las muestras 

biológicas de acuerdo al ítem 4.3, fueron cortados los intestinos separados en 

duodeno, yeyuno e íleon, en el plano coronal con un crióstato a -30°C. Las 

secciones de 40 µm de grosor fueron suspendidas en una solución de bloqueo (PBS 

con Triton X-100 al 0,25% y 3% de suero de burro) durante 2 h a temperatura 

ambiente. Las secciones fueron incubadas con una solución de bloqueo que 

contiene los anticuerpos primarios monoclonales anti-zo1 (R26.4C, eBioscienceTM), 

anti-ocludina (OC-3F10, InvitrogenTM) y anti-claudina (2H10D10, InvitrogenTM) 

durante toda la noche a 4°C. Las secciones fueron lavadas tres veces durante 5 min 

con PBS e incubadas durante 2 h con anticuerpos anti-ratón, de cabra o de conejo 

fluorescentes secundarios (Alexa Fluor® 488, AlexaFluor® 594 o Alexa Fluor® 647, 

Abcam US). Los núcleos fueron visualizados con Hoechst (1: 10.000, Sigma, St 

Louis, MI, EE. UU.). Mediante un microscopio confocal (Nikon C2 +, Melville, NY) 

se obtuvo entre 30-35 imágenes por cada corte. El análisis y reconstrucción de cada 

corte histológico se realizó mediante el software gratuito ImageJ (National Institutes 

of Health, MD, EUA; https://imagej.nih.gov/ij/).  

 

 

 

https://imagej.nih.gov/ij/
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4.6 Ensayo de permeabilidad in vivo  

El día 30 y previo a la eutanasia, en 4 ratas por grupo, se aplicó mediante oral 

gavage 500 μL/gr de peso una solución que contiene FITC-dextrano de 4 kDa. 

Luego de 4 h se recolectó la sangre periférica total mediante punción cardíaca y 

obtuvo el suero de manera inmediata, además se recolectó la orina de las ratas 

mediante la punción de la vejiga con una jeringa hipodérmica de 5 mL. 

Posteriormente, se eliminó por perfusión todo resto de sangre mediante 300 mL de 

solución salina. Luego, se extrajo el duodeno, yeyuno, íleon, riñón y cerebro, y se 

fijaron por inmersión en PFA 4% y, mediante microscopía confocal se observó la 

presencia de FITC-Dextrano. El valor obtenido del suero se ajustó al peso para 

obtener el índice de permeabilidad. 

4.7 Análisis de los datos 

 Los datos de los mediadores pro-inflamatorios se representarán con los valores 

promedios ± la desviación estándar en concentraciones (pg/mL). La pérdida del 

nivel óseo se representará con los valores promedios ± la desviación estándar en 

distancias (nm) o áreas (nm2). Finalmente, los datos de las inmunofluorescencias 

se representarán como valores promedios ± la desviación estándar de la intensidad 

relativa de cada marcador. Todos los datos se analizarán con la prueba de 

Kolgomorov-Smirnov y, dependiendo si su distribución es paramétrica o no 

paramétrica, se analizarán con la prueba de t-test o Mann-Whitney. El análisis 

estadístico se realizará con el software SPSS v20.0 y un valor de p<0,05 se 

considerará como estadísticamente significativo. 
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5. RESULTADOS 

5.1 Cuantificación de resorción ósea 

 A partir de los maxilares se realizó la cuantificación del nivel de resorción ósea 

para determinar si el oral gavage produjo o no periodontitis (Figura N°1). Los 

resultados muestran que no existe diferencia significativa en la resorción ósea de 

los maxilares entre el grupo control y el grupo oral gavage indicando que con el 

modelo de oral gavage de P. gingivalis no se produce periodontitis. 

 

 

 

 

 

 

 

Figura N°1. Resorción ósea. A) Grupo control, B) grupo oral gavage. Las imágenes corresponden 

a la reconstrucción 3D obtenidas mediante microCT. La línea azul representa la cresta ósea alveolar 

y la línea roja el límite amelo-cementario. Los gráficos representan la distancia entre LAC y COA de 

las raíces del primer molar superior derecho de las ratas. C) Raíz mesial, D) raíz palatina, E) raíz 

distal. Los datos se presentan media ± desviación estándar de 4 experimentos independientes por 

cada grupo. LAC: límite amelo-cementario, COA: cresta ósea alveolar. nm: nanómetros. *p<0,05. 

5.2 Cuantificación mediadores pro-inflamatorios 

 A partir de muestras de íleon se cuantificaron los mediadores pro-inflamatorios 

IL-1β, IL-4, IL-6, IL-10, IL-17A y TNF-α con el objetivo de determinar si el oral gavage 

es capaz de generar inflamación intestinal (Figura N°2). En las ratas afectadas por 

A B 
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oral gavage se detecta un incremento en los niveles de producción de IL-1β y TNF-

α en comparación con las ratas controles. Además, se observa una disminución 

significativa en los niveles de IL-10 en las ratas experimentales en comparación a 

las controles.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura N°2. Cuantificación de los niveles de secreción de mediadores pro-inflamatorios. 

Niveles de secreción de IL-1β, IL-4, IL-6, IL-10, IL-17A y TNF-α obtenidos en muestra de intestino 

delgado mediante ELISA, en ratas control y ratas oral gavage de cepa W83 de P. gingivalis (n=4). 

Los datos se presentan como concentración de citoquinas (pg/ml). * p<0.05, **p < 0.01, ***p < 0.001. 

5.3 Inmunofluorescencia 

 Luego, para determinar cómo el oral gavage de P. gingivalis puede afectar la 

estructura de la barrera intestinal, en las muestras de duodeno, yeyuno e íleon se 

visualizaron las uniones estrechas mediante inmunofluorescencia (Figura N°3 y 

N°4). En el duodeno, se observa una disminución significativa en la densidad de 

claudina y ocludina en el grupo oral gavage en comparación con el grupo control. 

En el yeyuno, se aprecia una disminución significativa en la densidad de ocludina 

en el grupo oral gavage. En lo que respecta al íleon, se evidencia la mayor reducción 

en la densidad de las proteínas claudina y ocludina en las uniones intercelulares en 

el grupo oral gavage en comparación al grupo control. Estas alteraciones se 

cuantificaron como unidades arbitrarias de intensidad, donde se pueden detectar 
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diferencias significativas en cada una de las condiciones mencionadas 

anteriormente (Figura N°4). 

 

  

 

 

Figura N°3. Inmunofluorescencia de zonula ocludens, ocludina, claudina. Se observan 

imágenes representativas de microscopía confocal de una reconstrucción 3D de entre 30-35 

imágenes por cada corte de muestras obtenidas a partir de los intestinos. En azul se puede ver DAPI, 

correspondiente al núcleo de las células del intestino; en verde zonula ocludens, en rojo claudina, en 

amarillo ocludina, y por último merge, una imagen fusionada con las cuatro tinciones. A) duodeno, 

B) yeyuno y C) íleon. 

A 

B 

C 
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Figura N°4. Cuantificación de unidades arbitrarias de fluorescencia de ZO-1, claudina y 

ocludina. La gráfica representa el valor promedio +/- desviación estándar de unidades arbitrarias de 

fluorescencia (AU) (n=4). ZO-1:  *p<0,05; ***p<0,001. A) duodeno, B) yeyuno y C) íleon. 

5.4 Ensayo de permeabilidad intestinal in vivo 

 Para determinar si la inflamación y la alteración de la barrera intestinal se asocia 

con una alteración funcional del intestino, se realizó el ensayo de permeabilidad in 

vivo. A nivel sérico se detectó un incremento significativo de FITC-dextrano (Figura 

N°5A). Para determinar si este incremento no se debe a una mayor ingesta de 

marcador debido a un mayor peso, se evaluaron ambas variables identificando que 

no existen diferencias entre ambos grupos (Figura N°5B y 5C). Luego, se observa 

una correlación positiva entre la concentración de FITC-dextrano, el volumen 

administrado y la condición experimental o control, donde observamos que 

independiente del volumen administrado el grupo experimental presenta mayores 

concentraciones de FITC-dextrano en el suero en comparación al grupo control 

(Figura N°5D). Además, en las figuras N°5E, 5F y 5G se logra visualizar la ubicación 

del FITC en las imágenes de inmunofluorescencia. En particular, en el íleon del 

grupo experimental se observa una mayor concentración del marcador en la mucosa 

intestinal en comparación al control. 
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Figura N°5. Cuantificación de niveles de FITC-dextrano en suero de ratas control y ratas oral 

gavage de P. gingivalis. A) Los datos se presentan como concentración de moléculas en suero 

(ng/mL); media ± desviación estándar de 4 experimentos independientes por cada grupo. ng: 

nanogramos. *p<0,05, ***p<0.001. B) Presenta el promedio del volumen (mL) administrado a las 

ratas de cada grupo; C) Promedio del peso (g) de las ratas de cada grupo. D) gráfico de correlación 

entre concentración de moléculas de Dextrano en suero (ng/mL) y volumen de Dextrano 

administrado (mL) a cada rata experimental; E) Inmunofluorescencia duodeno; F) 

Inmunofluorescencia yeyuno; G) Inmunofluorescencia íleon. 

 
 Luego, y para determinar cuánto FITC-dextrano que ingresa a la circulación 

periférica se excreta vía renal, cuantificamos la presencia del marcador en 

homogenizados de riñón y en orina (Figura Nº6A y 6B). Particularmente, no se 

detectaron diferencias en las concentraciones de FITC en el riñón, pero si en la 

orina, donde hubo menor presencia de FITC en el grupo experimental. Al evaluar el 

volumen orinado, no se registraron diferencias. Además, no se detectó correlación 

entre la concentración de FITC en orina, el volumen de orina y la condición 
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experimental o control, lo que nos indica que las ratas afectadas por oral gavage 

secretan menor concentración de FITC-dextrano que las controles. 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura N°6. Cuantificación de niveles de FITC-dextrano en riñón y orina. A) Cuantificación de 

Dextrano en riñón, B) Cuantificación de Dextrano en orina, C) Volumen de orina, D) Correlación entre 

la concentración de moléculas de Dextrano y el volumen de orina, E) Médula renal F) Corteza renal. 

Cada panel representa 4 experimentos independientes por cada grupo. μg: microgramos. *p<0,05, 

***p<0.001. 

 

Finalmente, para evaluar adónde puede estar migrando el FITC-dextrano del suero, 

se aisló el hipocampo, mesencéfalo, cerebelo y corteza cerebral de los animales, 

se cuantificó la concentración de FITC-dextrano y se calculó el índice de 

permeabilidad, el cual se ajusta a la concentración de FITC en suero, al peso del 

tejido y al volumen administrado (Figura Nº7). De esta manera no se observaron 

aumentos en el índice de permeabilidad en ninguno de los tejidos cerebrales de las 
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ratas pertenecientes al grupo oral gavage en comparación con el grupo de control 

(Figura N°7A, 7B, 7C Y 7D). Además, no se evidenció un incremento en la 

acumulación de las moléculas de Dextrano en los cortes del giro dentado del 

hipocampo (Figura N°7E), el mesencéfalo (Figura N°7F) ni la corteza (Figura N°7G), 

lo que sugiere que la integridad de la barrera hematoencefálica no parece estar 

comprometida. 

 

 

 

 

Figura N°7. Cuantificación niveles de FITC-dextrano en hipocampo, cerebelo, mesencéfalo y 

corteza. A) Índice de permeabilidad de hipocampo, B) Índice de permeabilidad de mesencéfalo, C) 

Índice de permeabilidad de cerebelo, D) Índice de permeabilidad de corteza cerebral, E) 

Inmunofluorescencia de giro dentado del hipocampo, F) Inmunofluorescencia de mesencéfalo, G) 

Inmunofluorescencia de corteza. Para las gráficas, los datos se presentan como Índice de 

permeabilidad (mg/mL) media ± desviación estándar de 4 experimentos independientes por cada 

grupo. Para las inmunofluorescencias, en azul se observa la autofluorescencia y en verde el FITC. 

ng: nanogramos. *p<0,05, ***p<0.001. 
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6. DISCUSIÓN 

 El presente estudio demuestra que el oral gavage de P. gingivalis no generó 

periodontitis en las ratas luego de 30 días. Además, se logra comprobar que a nivel 

intestinal este modelo es capaz de producir inflamación en el íleon, alteración 

estructural de la barrera intestinal y un incremento en la permeabilidad, 

evidenciando alteraciones estructurales y funcionales del intestino. Esto puede 

deberse a que la presencia de P. gingivalis en la microbiota intestinal genera 

cambios que llevan a estas alteraciones. De manera similar, todos los estudios de 

periodontitis experimental mediante oral gavage o ligadura oral demuestran 

cambios en la microbiota intestinal, pérdida de integridad intestinal o respuestas pro-

inflamatorias (Arimatsu, K. y cols., 2014; Nakajima, M. y cols., 2015; Sato, K. y cols., 

2017; Sato, K. y cols., 2018; Komazaki, R. y cols., 2017; Jia, X. y cols., 2018; 

Lourenço, T. y cols., 2018; Ohtsu, A. y cols., 2019; Feng, Y. y cols., 2020; 

Hamamoto, Y. y cols., 2020; Kobayashi, R. y cols., 2020; Mariat, D. y cols., 2009; 

Xue, L. y cols., 2020; Atarashi, K. y cols., 2017; Matsuda, Y. y cols., 2015; Paliot, D. 

y cols., 2019). Sin embargo, solo seis pudieron confirmar la presencia de 

periodontitis, teniendo estos distintos tiempos experimentales (Arimatsu, K. y cols., 

2014; Matsuda, Y. y cols., 2015; Jia, X. y cols., 2018; Sato, K. y cols., 2018; Palioto, 

D. y cols., 2019; Huang, Y. y cols., 2020).  

 En general, cuando las bacterias orales aumentan en enfermedades disbióticas 

como la periodontitis, su detección en la circulación sanguínea puede atribuirse 

tanto a la difusión directa desde el tejido conectivo periodontal ulcerado como a la 

permeabilización de la barrera intestinal (Cani, P. y cols., 2007; Poveda-Roda, R. y 

cols., 2008). En la literatura el oral gavage se describe como una técnica que es 

capaz de producir periodontitis quedando en duda la forma en la que se realiza el 

oral gavage. En efecto, una forma de inducir periodontitis y que se confunde con el 

oral gavage es la irrigación oral, donde aplican agua infectada con bacterias orales 

en la boca del animal y hacen que el animal degluta de manera consciente. Esta 

técnica, también considerada oral gavage no debiera ser considerada como tal, ya 

que genera contaminación de la cavidad oral y no es comparable con una técnica 

de oral gavage estricta. Así, nuestro modelo de periodontitis debiera cambiar su 

nombre al de oral gavage, pudiendo estandarizar de alguna manera el efecto de la 

ingesta de P. gingivalis en el intestino, y por consiguiente en el resto del organismo, 
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ya que los efectos detectados son debido a la presencia de P. gingivalis y no como 

consecuencia de la destrucción ósea. 

Uno de los principales efectos de oral gavage de P. gingivalis es causar un 

desequilibrio en la relación Firmicutes/Bacteroidetes en la microbiota intestinal 

(Arimatsu, K. y cols., 2014; Nakajima, M. y cols., 2015; Sato, K. y cols., 2017; Sato, 

K. y cols., 2018; Komazaki, R. y cols., 2017; Jia, X. y cols., 2018; Ohtsu, A. y cols., 

2019; Hamamoto, Y. y cols., 2020; Kobayashi, R. y cols., 2020; Kato, T. y cols., 

2018; Huang, Y. y cols., 2020). La manifestación de este desequilibrio se evidencia 

en una reducción de las poblaciones de Clostridium y Lactobacillus (Nakajima, M. y 

cols., 2015, Kobayashi, R. y cols., 2020). Este desequilibrio es capaz de aumentar 

la producción de acetato y propionato, lo que causa un incremento en la expresión 

génica asociada con una respuesta pro-inflamatoria y disminuye la producción de 

butirato, siendo esto perjudicial para la homeodinamia intestinal (Rousseaux, S. y 

Khochbin, S., 2015).  

La presencia de P. gingivalis en el intestino está asociada con una reducción 

significativa en la expresión de proteínas de uniones estrechas de los enterocitos, 

tales como la zo-1, claudina-1 y ocludina (Arimatsu, K. y cols., 2014; Nakajima, M. 

y cols., 2015; Xue, L. y cols., 2020). La disminución de proteínas de uniones 

estrechas puede alterar las uniones paracelulares, afectando así la función de la 

barrera y aumentando la permeabilidad (Turner, J., 2009). Una posible explicación 

para el efecto de P. gingivalis sobre las uniones estrechas podría ser la presencia 

de gingipainas, uno de los mecanismos de patogenicidad más relevantes de P. 

gingivalis (Potempa, J. y cols., 1995; Li, N. y Collyer, C., 2011), que tienen la 

capacidad de degradar proteínas que contienen arginina o lisina (Pike, R. y cols., 

1994). Se ha observado que ambos aminoácidos están presentes en la secuencia 

de aminoácidos de las proteínas de las uniones estrechas (Li, N. y Collyer, C., 2011). 

Adicionado a lo anterior, bajo la disbiosis intestinal el enterocito reconoce bacterias 

ajenas y responde produciendo zonulina, aumentando así sus niveles en la luz 

intestinal e induciendo la modificación y redistribución de las uniones estrechas 

(Asmar, R. y cols., 2002; Fasano, A., 2011). La asociación del citoesqueleto con la 

estructura de las uniones estrechas parece ser esencial para la regulación y el 

mantenimiento de su función (Suzuki, T., 2020), por lo que ambos acontecimientos 

estarían contribuyendo al aumento de la permeabilidad paracelular (Sansores-
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España, L. y cols., 2021). Este estudio nos demuestra que oral gavage de P. 

gingivalis luego de 30 días presenta una disminución significativa en la densidad de 

claudina y ocludina, especialmente en la porción del íleon, demostrando así una 

barrera intestinal altamente permeable.  

 Adicionalmente, se evaluó el estado inflamatorio del íleon de las ratas, ya que 

fue la porción del intestino con mayor alteración estructural. En el intestino delgado 

se registra una gran cantidad de células inmunitarias, destacándose aún más en el 

íleon. Esta abundancia se atribuye a la elevada concentración de células de Paneth 

en esta región, desempeñando estas un rol fundamental en las funciones 

antimicrobianas. Además, en el íleon se describe una mayor presencia de 

estructuras organizadas pertenecientes al tejido linfoide asociado al intestino 

(GALT). Dentro de estos, las placas de Peyer, caracterizadas por su tamaño 

significativo, se identifican como centros de estimulación inmunitaria continua. 

Asimismo, dentro del GALT, se encuentran agregados linfoides más pequeños 

conocidos como tejido linfoide intestinal solitario (SILTs), los cuales participan en la 

activación inmunitaria humoral de manera constante (Mowat, A. y Agace, W., 2014). 

En este contexto, se cuantificaron los niveles de IL-1β, IL-4, IL-6, IL-10, IL-17A y 

TNF-α observándose un aumento en los niveles de IL-1β y TNF-α en comparación 

con las ratas control. Además, se evidenció una disminución significativa en los 

niveles de IL-10 en las ratas experimentales en comparación a las controles.  

 En estudios experimentales de periodontitis, en el suero, tejido adiposo, 

intestino delgado o largo, y el hígado, se detectan mediadores inflamatorios tales 

como IL-1β, IL-6, IL-17 y TNF-α (Arimatsu, K. y cols., 2014; Komazaki, R. y cols., 

2017; Jia, X. y cols., 2018; Hamamoto, Y. y cols., 2020; Matsuda, Y. y cols., 2015; 

Paliot, D. y cols., 2019). Estos hallazgos sugieren un efecto de la periodontitis en 

otros tejidos u órganos que podrían estar vinculados con un intestino permeable 

(Xue, L. y cols., 2020). Dado que el sistema inmunológico es transversal, un 

aumento en los mediadores inflamatorios a nivel oral o intestinal afectará 

inmediatamente la homeostasis cerebral y viceversa (Sansores-España, L. y cols., 

2021). Estudios previos demuestran que la inflamación sistémica puede impulsar 

procesos neurodegenerativos mediante una barrera hematoencefálica (BHE) 

comprometida (Holmes, C. y cols., 2009; Kamer, A. y cols., 2008; Lin, T. y cols., 

2018). En este contexto, diferentes estudios en los que la periodontitis experimental 
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se indujo a través de diferentes métodos, sugieren que la periodontitis produce 

neuroinflamación y neurodegeneración (Kantarci, K. y cols., 2020; Díaz-Zúñiga, J. y 

cols., 2020; Ishida, N. y cols., 2017; Poole, S. y cols., 2015). Uno de estos estudios 

(Díaz-Zúñiga, J. y cols., 2020), que indujo periodontitis experimental mediante 

inoculación palatina de P. gingivalis, evaluó la respuesta inflamatoria en los cerebros 

de las ratas, observando que las ratas con periodontitis experimental presentaron 

un incremento en IL-1 β, IL-6, TNF-a, así como una disminución de IL-4 e IL-10 en 

el hipocampo. Sin embargo, no está claro si la periodontitis induce neuroinflamación 

debido a la disbiosis oral, disbiosis intestinal o ambas (Sansores-España, L. y cols., 

2021). Esto, debido a que tanto los modelos de ligadura como oral gavage generan 

disbiosis de la microbiota intestinal a través del eje oral-gut (Arimatsu, K. y cols., 

2014; Sato, K. y cols., 2018; Jia, X. y cols., 2018; Huang, Y. y cols., 2020; Matsuda, 

Y. y cols., 2015; Paliot, D. y cols., 2019). 

 Existe evidencia que indica que las personas afectadas por enfermedades 

neurodegenerativas, como la EA, tienen una BHE disfuncional (Pan, W. y Kastin, 

A., 1999; Kebir, H. y cols., 2007; Song, J. y cols., 2015; Carter, C., 2017). Las células 

enterocromafin secretan catecolaminas, serotonina, norepinefrina, dinorfina y 

citoquinas en el lumen intestinal en respuesta a los cambios tanto en la 

concentración de nutrientes como en el equilibrio de las bacteria en la microbiota 

intestinal (Rhee, S., 2009). Además, las fibras nerviosas del intestino pueden 

responder tanto a los mecanismos de patogenicidad bacteriana como a las 

citoquinas liberadas por las células inmunitarias después del reconocimiento de 

bacterias patógenas, haciendo del eje intestino-cerebro una comunicación más 

compleja (Ramírez, V. y cols., 2020). Las fibras aferentes vagales transmiten 

señales periféricas hacia las áreas anteriores del cerebro que contienen neuronas 

reguladoras de respuestas inmunitarias e inflamatorias (Sansores-España, L. y 

cols., 2021), y en respuesta a esto, la permeabilidad de la BHE puede aumentar 

para favorecer la eliminación de mediadores cerebrales pro-inflamatorios (Song, J. 

y cols., 2015). Al analizar si las bacterias orales pueden ingresar en el cerebro de 

las personas afectadas por la EA, los estudios experimentales y algunos estudios 

descriptivos han demostrado que puede ser posible (Poole, S. y cols., 2015; 

Sansores-España, L. y cols., 2021). Hasta la fecha, ninguno de ellos ha determinado 
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la posible vía mediante la cual sucede esta migración bacteriana (Sansores-España, 

L. y cols., 2021).  

 En nuestro estudio actual, observamos inflamación y disrupción de la barrera 

intestinal, lo que nos llevó a realizar un ensayo de permeabilidad para evaluar la 

posible alteración funcional del intestino. En un intestino con una barrera intestinal 

saludable, no debieran pasar moléculas de tamaño superior a 300 Da por la vía 

paracelular (Sun, Z. y cols., 1998). Para este estudio se utilizó FITC-dextrano, donde 

FITC corresponde a una proteína de color verde fluorescente, y el dextrano es un 

polisacárido inerte de 4kDa de tamaño (Wang, L. y cols., 2015). Es por esto, que 

detectamos niveles de FITC-dextrano en distintos tejidos como marcador de 

permeabilidad. En el grupo experimental, observamos un aumento significativo de 

FITC-dextrano en el suero, con una concentración mayor del marcador en la 

mucosa intestinal del íleon, indicando un aumento en la permeabilidad. No se 

observaron diferencias en las concentraciones de FITC en el riñón, indicando que 

no hay variaciones en la cantidad excretada vía renal. Sin embargo, encontramos 

menores niveles en la orina, indicando que las ratas afectadas por oral gavage 

secretan una menor concentración de FITC-dextrano que las controles, lo que 

sugiere una migración del marcador a otras partes del organismo. Para determinar 

la posible migración del FITC-dextrano desde el suero, se aisló el hipocampo, 

mesencéfalo, cerebelo y corteza cerebral de los animales, se cuantificó la 

concentración de FITC-dextrano y se calculó el índice de permeabilidad. No 

observamos aumentos en el índice de permeabilidad en ninguno de los tejidos 

cerebrales de las ratas oral gavage en comparación con el grupo de control. 

Además, no se evidenció un incremento en la acumulación de las moléculas de 

Dextrano en los cortes, sugiriendo que la integridad de la barrera hematoencefálica 

no parece estar comprometida.  

 Nuestro estudio indica que oral gavage de P. gingivalis luego de 30 días produce 

inflamación, disrupción de la barrera intestinal y alteración de la funcionalidad. 

Aunque no se observa una disfunción en la BHE, queda por determinar a qué 

lugares está difundiendo el dextrano y cómo las alteraciones intestinales afectan al 

resto del organismo mediante oral gavage. Es por esto, que en futuros estudios se 

puede evaluar a qué lugares del organismo están difundiendo estas partículas de 

mayor tamaño. 
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7. CONCLUSIONES. 

1. Oral gavage de P. gingivalis induce alteraciones en la integridad de la barrera 

intestinal, en la permeabilidad e inflamación intestinal. 

2. Oral gavage de P. gingivalis provoca un aumento en los niveles de secreción 

de los mediadores pro-inflamatorios IL-1β y TNF-α en el intestino delgado sin 

presencia de periodontitis. 

3. Existe una alteración de la integridad estructural y funcional de la barrera 

intestinal, en ratas Sprague-Dawley macho sometidas a oral gavage de P. 

gingivalis 

4. Las ratas sometidas a oral gavage de P. gingivalis desarrollan inflamación y 

alteraciones en la permeabilidad intestinal sin la presencia de periodontitis. 
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