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RESUMEN 

Introducción: Los implantes dentales son estructuras que simulan la raíz de un diente. Estos se han 

convertido en una opción ideal para la rehabilitación de la función masticatoria. El implante dental 

establece una íntima relación con la mucosa y el hueso circundante. Para llevar a cabo la rehabilitación 

protésica, se ajustan al implante aditamentos que sirven como pilar para la corona; esto crea una 

interfaz con microespacios propicios para la colonización y proliferación microbiana. En este sentido, 

se ha reportado que la colonización bacteriana trae como consecuencia la inflamación de los tejidos 

circundantes al implante y su progresión conlleva a la pérdida ósea. Por lo tanto, el establecimiento de 

comunidades microbianas en el surco periimplantar se considera un importante factor etiológico de 

enfermedades periimplantarias. Objetivo: Analizar la variación de la microbiota del surco 

periimplantar en seis (06) pacientes parcialmente edéntulos, sanos, sometidos a rehabilitación protésica 

con implantes dentales endoóseos. Metodología: Se trata de una investigación con un enfoque 

cualitativo, de tipo descriptivo y diseño observacional. Se recolectó muestras de surcos periimplantares 

con ayuda de puntas de papel estériles para posteriormente ser analizadas por medio de la técnica de 

dilución seriada y cultivos específicos: agar sangre, infusión cerebro-corazón y eosina-azul de 

metileno. Esto con el fin de determinar la presencia de microorganismos anaerobios estrictos, 

microaerófilos y exógenos. Resultados: La colonización microbiana en los implantes dentales es un 

proceso dinámico, complejo y variable influenciado por distintos factores como el estadio de la 

rehabilitación, los microorganismos presentes en los dientes naturales adyacentes y el tipo de 

superficie protésica en contacto con el surco periimplantar. Discusión: La dinámica microbiológica 

observada en todos los casos subraya la necesidad de ajustar las estrategias preventivas y aplicar 

terapéuticas individualizadas para cada paciente durante el proceso de rehabilitación protésica, lo que 

ayudaría a prevenir disbiosis y asegurar la estabilidad, el equilibrio y la salud a largo plazo de los 

implantes dentales y sus tejidos adyacentes. 

 

Palabras clave: implantes dentales, surco periimplantar, microbiota, enfermedades periimplantarias. 
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INTRODUCCIÓN 

Los implantes dentales son una alternativa terapéutica viable para la 

rehabilitación bucal de pacientes con pérdida parcial o total de su dentadura. Si bien 

los implantes dentales son considerados estructuras inertes que se introducen en el 

hueso alveolar con el propósito de unirse a éste mediante un proceso de 

osteointegración, sólo cumplen su función rehabilitadora cuando son sometidos a 

cargas masticatorias luego de la adaptación de un elemento protésico, como las 

coronas dentales.  

La presencia de una corona protésica sobre un implante dental conlleva a la 

formación de un espacio biológico conocido como surco periimplantar, lo cual ocurre 

a expensas de la adaptación fisiológica de los tejidos mucosos que se encuentran 

alrededor del implante. Posterior a este evento, sucede la migración de 

microorganismos desde el medio bucal hasta dicho sitio, donde comienza una 

colonización y proliferación bacteriana que genera una importante interacción con su 

entorno. Por consiguiente, el surco periimplantar y las características de la microbiota 

que allí se forme tienen una estrecha relación con el estado de salud del implante y, 

por ende, con el éxito de la rehabilitación en curso.  

A pesar de que se han desarrollado numerosas investigaciones en distintas 

partes del mundo que han estudiado la microbiota del surco periimplantar, sigue sin 

determinarse con certeza las variaciones microbianas que ocurren durante la 

rehabilitación protésica en este significativo espacio biológico. Por lo tanto, es 

necesario llevar a cabo un estudio con el objetivo de analizar las variaciones de la 

microbiota periimplantar en pacientes sometidos a rehabilitaciones protésicas con 

implantes dentales endoóseos. 

Por esta razón, el presente trabajo especial de grado pretende lograr el 

objetivo antes mencionado mediante un reporte de casos clínicos. a través de la 

cuantificación de la carga bacteriana y su variación a lo largo de las distintas etapas 
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del tratamiento rehabilitador, así como la identificación de los géneros bacterianos 

involucrados y su correlación con la situación clínica de los tejidos periimplantarios 

en cada uno de los casos reportados. 

Se trata de una investigación con un enfoque cualitativo, de tipo descriptivo y 

con un diseño observacional; donde se recolectó muestras del surco periimplantar de 

seis (06) pacientes parcialmente edéntulos durante la rehabilitación protésica con 

implantes dentales endoóseos.  

Este estudio está estructurado por capítulos de la siguiente manera: 

En el primer capítulo se formula el planteamiento del problema, así como 

también los objetivos de la investigación y los argumentos que justifican la 

realización del proyecto. 

En el segundo capítulo, se desarrolla el marco teórico, donde se exponen los 

antecedentes que sustentan la presente investigación, seguido de las bases 

conceptuales que rigen la rehabilitación protésica con implantes dentales endoóseos y 

los aspectos microbiológicos involucrados. 

El tercer capítulo engloba el marco metodológico, donde se describe el 

enfoque, tipo y diseño de la investigación, la muestra de estudio, las técnicas e 

instrumentos de recolección de datos y los procedimientos a aplicarse en el protocolo 

de procesamiento de muestras; así como los principios bioéticos que rigen esta 

investigación. 

En el cuarto capítulo, se exponen los resultados obtenidos en el estudio, 

reflejando las observaciones encontradas con ayuda de tablas y figuras. 

En el quinto capítulo se presenta la discusión de los hallazgos clínicos y 

microbiológicos conseguidos, correlacionando estos con literatura actualizada. 

Por último, en el sexto capítulo, se sintetizan las conclusiones más relevantes 

y se mencionan algunas recomendaciones para futuras investigaciones en el ámbito.  
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CAPÍTULO I 

1.1 Planteamiento del problema. 

En la actualidad, los implantes dentales se han convertido en una opción ideal 

para la rehabilitación de la función masticatoria(1). Investigaciones clínicas han 

demostrado el éxito de los implantes dentales como estructuras de soporte y 

restitución de tejidos, con un prolongado grado de estabilidad en tejidos periodontales 

sanos(2,3).  

Los implantes dentales son estructuras generalmente de titanio, que simulan la 

forma de la raíz de un diente. En sus superficies presentan espiras de mayor o menor 

tamaño, próximas o no entre sí y con distintas angulaciones más o menos 

pronunciadas; características que hacen posible la estabilidad del implante al 

momento de su colocación. Asimismo, y dependiendo del tratamiento de las 

superficies, los implantes dentales presentan microporosidades que varían de 1 a 2 

μm (micras) confiriendo una textura rugosa que mejora la superficie de contacto entre 

el hueso y el implante, lo que favorece el proceso de osteointegración(4). 

Una vez culminado el proceso de osteointegración, el implante dental 

establece una íntima relación con los tejidos periimplantarios, es decir, entre la 

superficie del implante, la mucosa y el hueso circundante(5). El implante dental al no 

poseer cemento radicular presenta características particulares en el tejido conectivo 

que lo rodea, está compuesto por fibras colágenas que pueden encontrarse de dos 

maneras: revistiendo el periostio de la cresta ósea con proyecciones en todas 

direcciones paralelas a las superficies del implante o formando haces gruesos que 

siguen un curso más o menos paralelo a la superficie del hueso(4,6). A diferencia de 

la encía, la mucosa periimplantaria es rica en colágeno y contiene una menor cantidad 

de fibroblastos, representada por un 85% y 1-3%, respectivamente; otorgándole 

características propias de un tejido cicatricial(7).  
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Para llevar a cabo la rehabilitación protésica, se ajustan al implante 

aditamentos que sirven como pilar para la corona; esto crea una interfaz con 

microespacios propicios para la colonización y proliferación microbiana(8). Este 

reservorio bacteriano puede interferir en la salud de los tejidos periimplantarios (3,8). 

Debido a esto, múltiples estudios reportan que la colonización bacteriana trae como 

consecuencia la inflamación de los tejidos circundantes al implante y su progresión 

conlleva a la pérdida ósea. Por lo tanto, el establecimiento de comunidades 

microbianas en la interfaz implante-pilar se considera un importante factor etiológico 

de enfermedades periimplantarias(3,9–13).  

Existen varias diferencias entre los dientes y los implantes dentales que 

influyen en la microbiota local. Una de ellas es que, a diferencia de los dientes, todos 

los implantes se restauran con coronas, sin embargo, estudios han confirmado que la 

presencia de restauraciones protésicas tienen un bajo impacto en la microbiota 

periimplantar(14,15).  

Estudios reportan que, en implantes dentales osteointegrados sanos, se puede 

encontrar una microbiota asociada con una mayor prevalencia de especies de 

Streptococcus, Actinomyces, Capnocytophaga ochracea y Veilonella párvula. Por el 

contrario, en implantes con signos y síntomas de infección se han observado especies 

asociadas a infecciones periodontales, tales como: fusobacterias, espiroquetas, 

Aggregatibacter actinomycetemcomitans, especies de pigmentaciones negras como 

Porphyromonas gingivalis y Prevotella intermedia, Bacteroides forsythus y 

Campylobacter rectus. Por ende, se considera que la infección bacteriana es uno de 

las principales causas de fracaso en los implantes tras la osteointegración(15–20).  

En este sentido, se han realizado estudios acerca de la colonización temprana 

de microorganismos en implantes dentales con recolección de muestras en lapsos 

determinados de tiempo, para estudiar los cambios microbiológicos que pueden tener 

lugar en la microbiota asociada a los tejidos periimplantarios. Van Winkelhoff et al. 

(21), reportaron presencia y prevalencia significativa de Fusobacterium nucleatum y 

Prevotella intermedia en casi la totalidad de las muestras, obtenidas de tejidos 

periimplantarios; sin embargo, se encontró en menor proporción Porphyromonas 
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gingivalis y Aggregatibacter actinomycetemcomitans entre los participantes. 

Resultados similares obtuvieron Quirynen et al. (22), quienes también reportaron 

hallazgos significativos de los microorganismos antes mencionados, además de una 

importante prevalencia de Tannerella forsythia. Por el contrario, Fürst et al. (23), 

encontraron como microorganismos dominantes a Capnocytophaga, seguido de 

especies de Fusobacterium. Asimismo, se reportó una mayor frecuencia de 

Staphylococcus aureus comparado con Porphyromonas gingivalis, Aggregatibacter 

actinomycetemcomitans, Tannerella forsythia y Treponema denticola. 

Por consiguiente, se hace necesario considerar que los cambios en la 

microbiota periimplantaria pueden inducir un desequilibrio entre los 

microorganismos comensales y permitir el desarrollo de enfermedades inflamatorias 

en los tejidos alrededor del implante, poniendo en riesgo el proceso de 

osteointegración y, por ende, comprometiendo el éxito de la terapia(15,24).  

Si bien se han desarrollado múltiples investigaciones que evalúan las 

variaciones microbianas en los tejidos periimplantarios, los estudios encontrados 

reportan discrepancias en cuanto a los géneros bacterianos hallados con mayor 

prevalencia dentro del surco periimplantario durante la rehabilitación con implantes 

dentales. Por tal motivo, desarrollar un estudio de casos representa un aporte valioso 

en el establecimiento de la microbiota predominante en este importante espacio 

biológico durante el proceso de rehabilitación.  

1.2 Objetivos de la investigación 

1.2.1 Objetivo general 

Analizar la variación de la microbiota del surco periimplantar en pacientes 

sometidos a rehabilitación protésica con implantes dentales endoóseos, a través de un 

reporte de seis (06) casos clínicos. 

1.2.2 Objetivos específicos 

• Cuantificar la carga bacteriana en las diferentes fases del tratamiento 

protésico con implantes dentales endoóseos. 
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• Identificar bioquímicamente colonias con características de interés, 

obtenidas de las muestras recolectadas en cada una de las fases del 

tratamiento protésico. 

• Comparar las variaciones de la carga bacteriana durante los diferentes 

muestreos. 

• Correlacionar los hallazgos microbiológicos con la situación clínica de 

los tejidos periimplantarios en cada una de las fases del tratamiento 

protésico. 

1.3 Justificación 

La presente investigación se justifica por las siguientes razones: 

En primer lugar, a pesar que se han llevado a cabo múltiples estudios que evalúan 

la microbiota periimplantar, sigue sin determinarse con certeza los géneros 

microbianos que interactúan con mayor predominancia en el surco periimplantario.  

En segundo lugar, la literatura actual reporta que existen microorganismos 

involucrados en procesos de periodontitis, que han sido también encontrados en 

enfermedades periimplantarias como la mucositis y la periimplantitis. Es por esto 

que, el estudio de la composición de la biopelícula en el surco periimplantario, así 

como conocer los antecedentes de enfermedad periodontal en el paciente, podría tener 

importante relevancia clínica para establecer el pronóstico de una rehabilitación 

dental con implantes.  

En tercer lugar, llevar a cabo un estudio en la actualidad con recolección de 

muestra y posterior análisis microbiológico en cultivos anaeróbicos, puede permitir 

no solo analizar la carga microbiana presente en los surcos periimplantarios, sino que 

también puede arrojar datos de interés a la comunidad científica sobre el 

comportamiento de los géneros bacterianos frente a los antimicrobianos utilizados 

comúnmente en el área odontológica. 

En cuarto lugar, los resultados obtenidos en esta investigación son el inicio a 

nuevos estudios que evalúen el uso de alternativas terapéuticas, como los probióticos, 

que permitan regular la composición y características de la microbiota 
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periimplantaria, evitando el desarrollo y progresión de enfermedades asociadas a los 

tejidos alrededor de los implantes dentales. 

Por último, una investigación actualizada que evalúa la colonización temprana de 

implantes dentales considerando desde su tiempo de colocación hasta la cementación 

definitiva de la corona protésica, permite al clínico prever posibles complicaciones y 

enfermedades periimplantarias que afecten el pronóstico y éxito del tratamiento 

rehabilitador. 
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CAPÍTULO II 

MARCO TEÓRICO

2.1 Antecedentes 

A continuación, se citan diferentes estudios en orden temático y cronológico 

que consideran aspectos teóricos fundamentales para la presente investigación, los 

cuales están clasificados en subtítulos de acuerdo a los hallazgos reportados en la 

literatura de la siguiente manera: colonización inicial en surco periimplantar; 

microbiota periimplantar; características de la biopelícula formada sobre implantes; 

comparación de la microbiota subgingival en implantes sanos y con periimplantitis; 

microbiota asociada a periimplantitis; y características microbiológicas de la 

periimplantitis y la periodontitis.  

 

2.1.1 Colonización inicial en surco periimplantar 

En el 2021, Shimogishi et al.(25) hicieron público un estudio cuyo objetivo 

fue examinar los cambios de la microbiota en el surco periimplantar de 10 pacientes 

que recibieron implantes dentales en la zona de premolares y molares. Para ello, se 

recolectó muestras a las 1, 2, 4 y 6 semanas después de la exposición del implante, 

considerando que para los primeros tres muestreos los implantes se encontraban con 

un pilar de cicatrización y para el tiempo correspondiente a la semana 6 se 

presentaban en un estadio de provisionalización. Se construyó una base de datos del 

gen 16S rRNA aislando ADN bacteriano de las muestras; posteriormente se realizó 

pirosecuenciación de alto rendimiento para asignar taxonómicamente a nivel de filo y 

género cada microorganismo. Como resultado se obtuvo que a las semanas 1 y 2, la 

composición bacteriana era similar entre los pacientes, con predominio de los filos 

Firmicutes y Proteobacteria; sin embargo, la composición era diversa a las 4 y 6 

semanas y significativamente diferente de la composición a la semana 1. Los autores 
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concluyeron que la composición bacteriana dentro de la microbiota periimplantar se 

estableció con una composición similar entre pacientes en las primeras mediciones y 

cambió a una composición específica en cada paciente en las últimas mediciones. 

En el año 2007, Fürst et al. (23), publicaron una investigación donde se 

evaluó la colonización temprana en implantes dentales de titanio después de su 

colocación y a lo largo de las 12 primeras semanas post quirúrgicas. Se comparó la 

microbiota de las zonas interproximales del surco periimplantar con el respectivo 

diente adyacente. Las muestras de placa subgingival se analizaron mediante 

hibridación de ADN por método de tablero, antes de la cirugía, 30 min después de la 

colocación del implante y en las semanas 1, 2, 4, 8 y 12 posteriores a la intervención 

quirúrgica. La comparación de las cargas bacterianas en las zonas de implantes entre 

30 minutos después de la colocación, con los datos de la semana 1 post operatoria 

mostró que sólo los niveles de Veillonella parvula diferían con cargas más elevadas. 

Los datos de la semana 12 demostraron cargas bacterianas significativamente más 

altas para 15/40 especies en los sitios de los dientes en comparación con antes de la 

cirugía. Por el contrario, en las zonas de los implantes dentales, se encontró 29/40 

especies con mayor frecuencia entre el período inmediatamente posterior a la cirugía 

y las 12 semanas post operatorias. Los microorganismos encontrados fueron 

Porphyromonas gingivalis, Tannerella forsythia y Treponema denticola. Los autores 

concluyeron que el patrón de colonización es distinto para casi el 50% de las especies 

estudiadas tanto en las zonas de implantes como en dientes naturales. En particular, se 

encontró un patrón de colonización diferente para bacterias como Aggregatibacter 

actinomycetemcomitans, Porphyromonas gingivalis y varias especies de 

Streptococcus. 

Quirynen et al. (22), llevaron a cabo un estudio ciego y prospectivo en el año 

2006, el cual pretendía demostrar la hipótesis sobre la similitud de la placa 

subgingival en el surco periimplantar prístino, en relación con los dientes del mismo 

cuadrante al cabo de dos semanas posteriores a la inserción de los pilares de 

cicatrización. Participaron 42 individuos parcialmente edéntulos en los que se 

recolectó muestras de placa subgingival de bolsas periimplantares poco profundas y 
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de profundidad media, así como también de dientes dentro del mismo cuadrante, 

considerando su microbiota intacta como sitios de control. Las muestras se tomaron 

en un período de tiempo de 1, 2, 4, 13, 26 y 78 semanas después de la conexión del 

pilar de cicatrización. Posteriormente, se analizaron mediante hibridación de ADN en 

tablero de ajedrez o mediante cultivos. Como resultado, se evidenció una microbiota 

compleja en las bolsas periimplantarias al cabo de dos semanas después de la 

conexión del pilar de cicatrización, incluyendo varias especies microbianas 

patógenas. Cabe resaltar, que después de siete días, la frecuencia de detección para la 

mayoría de las especies incluyendo a las bacterias asociadas con la periodontitis, ya 

era casi idéntica en las muestras de las bolsas periimplantarias prístinas en 

comparación con las muestras de los dientes naturales de control. Se observó 

claramente un aumento en numerosas especies pertenecientes al complejo rojo y 

naranja con el tiempo (pirámide de Socransky(26)), hasta alcanzar valores de las 

bolsas poco profundas de dientes naturales en la semana 13. Tras ajustar por 

comparaciones múltiples, se observaron diferencias significativas para las subespecies 

de Fusobacterium nucleatum, Tannerella forsythia y Porphyromonas gingivalis en 

las semanas 2 y 4, pero no en la semana 13. 

Van Winkelhoff et al. (21), publicaron una investigación en el año 2000, donde 

se estudió la colonización temprana de bolsas periimplantarias por microorganismos 

periodontopatógenos, en 20 individuos parcialmente edéntulos mediante técnicas de 

cultivo anaeróbico. Las muestras para las pruebas microbiológicas se obtuvieron 

considerando el preoperatorio, durante el tratamiento quirúrgico y en tres momentos 

tras la carga de los implantes con restauraciones definitivas. Al inicio del estudio, las 

especies más frecuentemente aisladas de las bolsas periodontales fueron 

Fusobacterium nucleatum, Prevotella intermedia y Peptostreptococcus micros; por el 

contrario, se aisló Bacteroides forsythus, Aggregatibacter actinomycetemcomitans y 

Porphyromonas gingivalis en solo nueve, dos y tres pacientes, respectivamente. Seis 

meses después de la colocación de la carga en los implantes, la mayoría de las zonas 

presentaban niveles detectables de gran parte de las especies periodontopatógenas, 

con la excepción de Aggregatibacter actinomycetemcomitans. En dos pacientes con 
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Porphyromonas gingivalis detectable al inicio del estudio, se encontró esta especie 

después de 12 meses en las zonas periimplantarias. Uno de estos pacientes perdió dos 

implantes, lo que se asoció a una elevada colonización de Porphyromonas gingivalis 

en las bolsas periimplantarias. Asimismo, un segundo paciente desarrolló dos fístulas 

alrededor de dos implantes a los ocho meses y este acontecimiento también se asoció 

a la presencia de este microorganismo. Por lo tanto, los autores concluyeron que un 

control adecuado de la infección periodontal antes de la colocación de implantes 

dentales en pacientes parcialmente edéntulos podría prevenir complicaciones 

bacterianas tempranas. 

 

2.1.2 Microbiota periimplantar 

En el año 2012, Asadzadeh et al.(27) publicaron una investigación que evaluó 

la microbiota del surco periimplantar y la relación entre ésta y la salud gingival. Se 

incluyó a 20 pacientes que habían recibido implantes dentales sin complicaciones, los 

cuales fueron sometidos a seguimiento durante un periodo de 9 meses. Se realizó una 

evaluación de la profundidad del sondaje, sangrado al sondaje y toma de muestras del 

surco periimplantario en tres momentos diferentes: 4 semanas después de la cirugía, 1 

mes después y 6 meses después de la carga. Las muestras fueron tomadas con puntas 

de papel y se transportaron al laboratorio en medios de tioglicolato, donde se 

cultivaron e incubaron para realizar un recuento de colonias y aislar las bacterias 

aerobias capnofílicas y anaerobias presentes. Las alteraciones en la presencia de 

diversas especies bacterianas a lo largo del tiempo y la salud de las encías se 

comprobaron mediante análisis de la varianza (ANOVA). Entre las bacterias 

aerobias/anaerobias facultativas identificadas se encontraron: Streptococcus spp., 

Staphylococcus spp. coagulasa positivo y coagulasa negativo, así como también un 

número escaso de Klebsiella spp. y Enterobacter spp. Entre las bacterias anaerobias 

encontraron: Peptostreptococcus spp, Porphyromonas gingivalis, Prevotella 

intermedia, Neisseria spp. y Veillonella spp.; sin embargo, los más abundantes eran 

Fusobacterium nucleatum y el microorganismo capnófilo Aggregatibacter 

actinomycetemcomitans. Los autores concluyeron que las condiciones anaeróbicas 
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presentes en el surco periimplantario podrían aumentar con el tiempo el número de 

bacterias anaeróbicas tras la carga de los implantes dentales. 

En el 2009, Aoki et al.(28) llevaron a cabo una investigación con el objetivo 

de identificar la fuente de la colonización periimplantar por bacterias 

periodontopatógenas. Se incluyeron 21 pacientes a los cuales se les recolectó una 

muestra inicial de biopelícula subgingival de los dientes naturales adyacentes, 

antagonistas y contralaterales antes de la exposición del implante dental. 

Posteriormente, dos semanas después se obtuvieron muestras de los surcos 

periimplantarios. Se utilizó una reacción en cadena de la polimerasa (PCR) para la 

detección de microorganismos periodontopatógenos. Como resultado se encontró una 

similitud en todas las muestras subgingivales de dientes naturales y de los surcos 

periimplantarios analizados, obteniendo tasas de detección de Aggregatibacter 

actinomycetemcomitans, Prevotella intermedia, Porphyromonas gingivalis, 

Treponema denticola, Tannerella forsythia y Fusobacterium nucleatum. Sin 

embargo, un análisis de regresión logística múltiple reveló una asociación entre la 

detección de Aggregatibacter actinomycetemcomitans, Prevotella intermedia, 

Porphyromonas gingivalis, Treponema denticola y Fusobacterium nucleatum en las 

hendiduras gingivales de los dientes adyacentes y la del surco periimplantario, pero 

ninguna asociación para Tannerella forsythia. Estos hallazgos permitieron a los 

autores concluir que la colonización del surco periimplantar se ve mayormente 

influenciada por la microbiota de los dientes adyacentes que por la de los dientes 

contralaterales y antagonistas. 

Gerber et al.(29) para el año 2006, publicaron un estudio que comparó la 

microbiota del surco periimplantar en pacientes con implantes dentales 

osteointegrados y las superficies de dientes naturales a través de dos métodos de 

recolección de muestras: uso de curetas y puntas de papel. En el estudio participaron 

un total de 28 individuos parcialmente edéntulos. Las muestras fueron analizadas 

mediante el método de tablero por hibridación de ADN. Los implantes dentales 

estudiados llevaban en función una media de 3,7 años. Las muestras recolectadas con 

puntas de papel arrojaron proporciones más elevadas para los estudios de 28/40 
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especies microbianas. En este sentido, las proporciones de Tannerella forsythia y 

Treponema denticola fueron mayores en las muestras con puntas de papel que en las 

muestras tomadas con curetas. Los autores llegaron a concluir que una combinación 

de los métodos de muestreo podría ser más representativo para efectos de estudio. 

Sumida et al.(30) en el año 2002, desarrollaron una investigación con el 

propósito de examinar la colonización y transmisión de microorganismos 

periodontopatógenos desde bolsas periodontales hasta el surco periimplantar de 

implantes osteointegrados. Para ello, los investigadores consideraron 105 sitios de 

recolección de muestra en los 15 participantes del estudio. Se examinó la 

colonización bacteriana a través de cultivos y reacción en cadena de la polimerasa 

(PCR); asimismo, se analizó la transmisión de bacterias periodontopatógenas desde 

los sitios periodontales de dientes naturales hasta el surco del implante mediante 

electroforesis en gel de campo pulsado (PFGE). Las tasas de detección por PCR de 

Porphyromonas gingivalis, Prevotella intermedia, Aggregatibacter 

actinomycetemcomitans, Bacteroides forsythus y Treponema denticola fueron del 

80,0%, 53,3%, 46,7%, 60,0% y 40,0%, respectivamente. Del mismo modo, las 

colonizaciones por Porphyromonas gingivalis y Aggregatibacter 

actinomycetemcomitans se correlacionaron estadísticamente con las bolsas 

periodontales y las regiones del surco periimplantar (P < 0,01). Los resultados 

obtenidos indicaron que parecía haber transmisión de Porphyromonas gingivalis y 

Prevotella intermedia desde la bolsa periodontal a la región periimplantaria. Por 

ende, los investigadores concluyeron que la eliminación de estos patógenos 

periodontales de la cavidad bucal del paciente previo a la rehabilitación con implantes 

dentales puede inhibir la colonización por estos patógenos y reducir el riesgo de 

periimplantitis. 

Lee et al..(15) en 1999 determinaron el impacto de las restauraciones, el tipo 

de implante, el tiempo de carga, y los antecedentes de infecciones implantológicas o 

periodontales en la microbiota periimplantar. Participaron 43 individuos parcialmente 

edéntulos portadores de implantes dentales endoóseos que no habían recibido 

antibióticos sistémicos tres meses antes de la recolección de muestra. La muestra se 
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conformó por implantes en fase 1 no sumergidos y fase 2 sumergidos. Se tomó 

muestras de placa subgingival en 1 a 3 implantes con coronas, prótesis fija o prótesis 

removible; y en 1 a 3 dientes naturales con corona natural. Adicionalmente, se tomó 

muestras de dientes naturales restaurados con coronas dentales. Los investigadores 

determinaron que la microbiota alrededor de los implantes y de los dientes naturales 

analizados fue similar. De los posibles patógenos periodontales detectados en 43 

individuos, Campylobacter rectus colonizaba 34 pacientes, Prevotella intermedia 30 

sujetos, Prevotella nigrescens 29 sujetos, Bacteroides forsythus 25 sujetos, 

Porphyromonas gingivalis 17 sujetos y Aggregatibacter actinomycetemcomitans 

serotipo b 18 sujetos. Unos pocos individuos albergaban especies de Treponema. No 

se observaron diferencias significativas entre los implantes que se encontraban en 

fase 1 y fase 2, o en los implantes que soportaban coronas, prótesis fija o prótesis 

removible. En este sentido, se detectó niveles medios de 103 a 104 UFC/mL de 

Veilonella parvula, Fusobacterium nucleatum, Streptococcus gordonii y 

Streptococcus oralis. Además, Veilonella parvula y Streptococcus oralis se 

detectaron en mayores niveles y proporciones en dientes naturales en comparación 

con dientes coronados e implantes. Se concluyó que la presencia de la corona 

protésica tuvo un bajo impacto en la microbiota periimplantar, sin embargo, se 

observaron cambios microbiológicos en pacientes con implantes de mayor tiempo en 

función,  así como aquellos individuos con antecedentes de infecciones periodontales 

y periimplantares.  

Como complemento, Lee et al.(31), realizaron un estudio en 1999 donde 

analizaron las fuentes intraorales de microorganismos colonizadores de implantes 

dentales. El estudio contó con la participación de 10 pacientes edéntulos y 11 

pacientes parcialmente edéntulos, en los cuales tomaron muestras de biopelícula de 

lengua, dientes y de implantes antes y después de su exitosa osteointegración. Las 

muestras de pre implantación se tomaron antes de la cobertura antibiótica para la 

cirugía de implantes. Adicionalmente, los individuos realizaron enjuagues bucales 

con clorhexidina durante una semana después de la intervención. Cabe destacar, que 

las muestras post implantación, se tomaron entre tres y seis meses después de la 
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cicatrización de los tejidos, cuando los pilares protésicos estaban conectados a los 

implantes. Las muestras se analizaron mediante un método de tablero haciendo uso de 

ADN genómico completo para 42 especies de microorganismos subgingivales. Los 

resultados obtenidos revelaron una similar prevalencia y niveles medios de 

microbiota colonizadora para implantes, dientes naturales y lengua, en esta última, sin 

embargo, se observó un incremento en la cantidad de especies microbianas. Por tal 

motivo, se concluye que las zonas periodontales son la principal fuente de microbiota 

periimplantaria en sujetos dentados. Además, la lengua se considera una fuente 

bacteriana adicional importante. Asimismo, el tratamiento profiláctico dirigido a 

suprimir patógenos antes de la colocación del implante podría reducir la colonización 

del implante por parte de los microorganismos.  

Mencio et al.(32) en el año 2017, llevaron a cabo un ensayo clínico 

aleatorizado con la finalidad de evaluar dos tipos de conexiones implante-pilar: 

atornillada y cementada, considerando la microbiota periimplantar además de otros 

parámetros clínicos. El estudio incluyó un total de 20 pacientes para el análisis de 20 

implantes dentales; fueron separados en dos grupos: 10 de ellos tenían una conexión 

implante-pilar atornillada (Grupo 1), mientras que los otros 10 una conexión 

implante-pilar cementada (Grupo 2). Transcurridos 360 días de la rehabilitación 

protésica, se recolectaron muestras del surco periimplantar utilizando puntas de papel 

durante un contacto de 30 segundos. Se analizó la presencia de 9 bacterias 

periodontopatógenas y Candida albicans a través de una reacción en cadena de la 

polimerasa (PCR) en tiempo real. Como resultado se encontró que en el Grupo 1, la 

colonización bacteriana de los surcos periimplantarios superaba el umbral patogénico 

de cinco bacterias (Porphyromonas gingivalis, Tannerella forsythia, Treponema 

denticola, Prevotella intermedia, Campylobacter rectus), lo que indicaba un alto 

riesgo de periimplantitis. Por otra parte, en el Grupo 2, los resultados mostraron que 

la colonización bacteriana de los surcos periimplantarios superaba el umbral 

patogénico sólo para una especie bacteriana (Prevotella intermedia), lo que indicó un 

menor riesgo de periimplantitis. Además, otros parámetros clínicos como la 

profundidad del sondaje mayor a 3 mm y la presencia de sangrado al sondaje 
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confirmaron un mayor riesgo de periimplantitis en el Grupo 1 en comparación con el 

Grupo 2. Esto permitió concluir que la conexión implante-pilar atornillada mostró un 

mayor riesgo a periimplantitis que la conexión implante-pilar cementada. 

En el año 2014, Canullo et al.(9) realizaron un estudio de tipo transversal con el 

objetivo de evaluar los cambios en la microbiota presente tanto en el interior de la 

conexión implante-pilar, como en el fluido del surco periimplantario y su relación con 

cuatro tipos distintos de sistemas de conexión tras cinco años de carga funcional. 

Participaron 40 pacientes que presentaban puentes metalcerámicos soportados por, al 

menos dos implantes sanos que hubieran estado en carga funcional durante cinco 

años. Los sistemas de conexión estudiados fueron: 1) Hexágono externo, el cual 

sirvió como grupo control (GC); 2) Hexágono interno doble (TG1); 3) Hexágono 

interno con collar externo (TG2); y 4) Conexión cónica (TG3). Las muestras fueron 

tomadas en el surco periimplantario, en la superficie interna de las conexiones y 

pilares y, por último, en el surco gingival de dientes vecinos para ser utilizadas como 

grupo control. El análisis microbiológico se realizó por medio de una prueba PCR 

cuantitativa en tiempo real para el recuento total y detección de microorganismos. No 

se hallaron diferencias significativas entre la microbiota periimplantar y el grupo 

control. Sin embargo, se evidenció que ninguno de los sistemas estudiados detuvo la 

fuga microbiológica a través de la conexión implante-pilar. Las diferencias no 

alcanzaron significancia estadística pero mostraron una tendencia a la relevancia para 

Porphyromonas gingivalis, Treponema denticola y las combinaciones 

Porphyromonas gingivalis + Treponema denticola, Tannerella forsythia +Treponema 

denticola y Porphyromonas gingivalis + Tannerella forsythia +Treponema denticola. 

Por lo tanto, los autores concluyen que después de cinco años de carga funcional las 

conexiones analizadas se encontraban contaminadas aunque el diseño de la conexión 

podría influir cualitativa y cuantitativamente en los niveles de actividad bacteriana.  

 

2.1.3 Características de la biopelícula formada sobre implantes 

Cortes(4), para el año 2019 publicó los resultados obtenidos en un estudio que 

pretendía identificar la composición de la microbiota formada alrededor de implantes 
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dentales expuestos a la cavidad bucal, utilizando técnicas de metagenómica. Para ello, 

se utilizó un pilar experimental que recogiera biopelícula de 10 pacientes portadores 

de implantes sanos. Pasados 14 días, se analizó dicha biopelícula mediante un 

proceso de pirosecuenciación del gen 16S. Se identificaron un total de 96 especies 

microbianas, de las cuales Fusobacterium nucleatum y Prevotella denticola fueron 

halladas con mayor frecuencia. Como conclusión principal, la autora determinó que 

luego de un período de 14 días de exposición a la cavidad bucal, gran parte de la 

superficie de los implantes es cubierto por una biopelícula madura y espesa 

compuesta por una microbiota heterogénea con predominio de Fusobacterium 

nucleatum y Prevotella denticola. 

En el año 2019, Bermejo et al.(33), publicaron un estudio in vitro cuyo 

objetivo fue describir la formación temprana de biopelícula sobre implantes dentales. 

Se utilizaron seis cepas bacterianas para desarrollar biopelículas in vitro 

(Streptococcus oralis, Actinomyces naeslundii, Veillonella parvula, Fusobacterium 

nucleatum, Porphyromonas gingivalis y Aggregatibacter actinomycetemcomitans) 

sobre implantes totalmente de titanio, los cuales fueron fijados a stents de metacrilato 

para reproducir la situación clínica. Posteriormente, las biopelículas fueron analizadas 

con microscopía de barrido electrónico. Los autores encontraron que los 

microorganismos colonizaron los implantes en un corto periodo de tiempo, 

formándose una biopelícula que alcanzó la madurez estructural en aproximadamente 

96 horas. Asimismo, se observó que dicha biopelícula se compone de una mezcla de 

células bacterianas vitales y no vitales según su ubicación y la estructura de la 

biopelícula. 

 

2.1.4 Comparación de la microbiota subgingival en implantes sanos y con 

periimplantitis 

Tocarruncho(3) publicó un estudio en julio de 2023, cuyo objetivo principal 

fue comparar la composición de la microbiota subgingival entre implantes con 

periimplantitis e implantes sanos. El estudio involucró 39 casos: 13 casos de 

periimplantitis, 13 casos de implante sano del mismo paciente y 13 casos de 
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implantes sanos de grupos no relacionados. Las muestras fueron evaluadas por 

secuenciación genómica basada en la amplificación del gen 16S. Las secuencias 

fueron agrupadas para definir categorías taxonómicas. Se compararon las diferencias 

taxonómicas entre muestras utilizando la prueba de Welch. Se observó una mayor 

predominancia de Fusobacterium nucleatum vincentii, Parvimonas micra, 

Fusobacterium sp., Anoxybacilus flavitermus y Porphyromona endodontalis en el 

total de las muestras analizadas. Tocarruncho reportó que, en un mismo paciente, la 

microbiota entre implantes sanos y con periimplantitis fue muy similar; por lo tanto, 

el autor hipotetiza que existen otros factores locales o del hospedero que influyen en 

el desarrollo de la enfermedad periimplantar. 

Polymeri et al.(34), publicaron en el año 2021, su objetivo fue describir la 

microbiota de la submucosa periimplantar en relación con el estado clínico del 

implante, su ubicación, sistema, tiempo en función, profundidad de sondaje y 

presencia de sangrado al sondaje, así como también el estado de dentición, sexo y 

hábitos de fumar del paciente. En el estudio se tomaron muestras de biopelícula de la 

porción más profunda del surco periimplantar en 41 pacientes haciendo uso de conos 

de papel. Las muestras se analizaron utilizando pirosecuenciación de amplicones de 

ADNr para el gen 16S. Se observó que las muestras de las porciones más profundas 

del surco periimplantar incluían una mayor proporción de los géneros microbianos 

Fusobacterium, Prevotella y Anaeroglobus en comparación con las porciones más 

superficiales del surco, donde se observó predominancia de Rothia, Neisseria, 

Haemophilus y Streptococcus. Por otra parte, en los sitios de muestra tomados de 

implantes con signos de periimplantitis los hallazgos microbiológicos fueron 

dominados por Fusobacterium y Treponema en comparación con los implantes 

clínicamente sanos y con los implantes que presentaban mucositis donde la 

colonización bacteriana fue dominada por Rothia y Streptococcus. Los investigadores 

sugieren que el estado clínico del implante dental y el estado de la dentición del 

individuo pueden provocar variaciones en la composición de la microbiota.  

Lafaurie et al. (35), en el año 2017, publicaron una revisión sistemática con el 

objetivo de evaluar los perfiles microbiológicos de pacientes con diagnóstico de 
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periimplantitis, periodontitis e implantes sanos. Para ello los autores realizaron una 

búsqueda en el Medical Literature Analysis and Retrieval System Online, a través de 

PubMed, EMBASE (Excerpta Medica Database) y en el registro Central de Cochrane 

de ensayos controlados (CENTRAL por sus siglas en ingles). Como resultado, la 

búsqueda arrojó 126 artículos de los cuales 26 fueron incluidos en el estudio. La 

evidencia científica reportó que en la biopelícula periimplantaria ha sido identificada 

con frecuencia Porphyromonas gingivalis y Prevotella intermedia/nigrescens, 

además de estar colonizado por bacilos Gram positivos anaerobios asacarolíticos no 

cultivables y bacilos Gram negativos anaerobios, estos últimos no se identificaron 

con frecuencia en dientes con periodontitis o implantes sanos. Como conclusión los 

autores definen a la periimplantitis como una infección mixta heterogénea donde 

métodos como la secuenciación genómica mejoran la identificación de los 

microorganismos asociados a la periimplantitis. 

En el año 2015, Zheng et al.(36), publicaron un estudio cuyo propósito fue 

comparar las características de la microbiota subgingival en pacientes con implantes 

dentales sanos, implantes dentales asociados a periimplantitis e implantes dentales 

asociados a mucositis buscando asociar microorganismos potencialmente patógenos 

con estas enfermedades. Un total de 24 individuos formaron parte de las 

investigaciones, a los cuales se les tomó muestra de placa subgingival en las 

diferentes situaciones clínicas para ser analizados utilizando el método de 

pirosecuenciación de ARNr 16S. Los investigadores hallaron que los patógenos 

periodontales, tales como Porphyromonas gingivalis, Tannerella forsythia y 

Prevotella intermedia, se presentaron con mayor frecuencia en las muestras de 

mucositis periimplantaria. Asimismo, en este grupo se encontró con abundancia 

relativa a moderada otros patógenos putativos asociados con periimplantitis; lo que 

sugiere que la mucositis periimplantaria es una importante fase de transición 

temprana durante el desarrollo de la periimplantitis. Además, se evidenció un 

aumento relativo de Eubacterium minutum en muestras de periimplantitis, lo que 

sugiere una asociación de este microorganismo con dicha patología. En este sentido, 

los autores concluyeron que los microorganismos potencialmente 
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periodontopatógenos pueden jugar un papel importante en el cambio de estado de 

salud de un implante dental óseointegrado. 

Igualmente en el año 2015, Canullo et al.(37) presentaron los resultados 

obtenidos en un estudio que comparó implantes en condiciones sanas con implantes 

en procesos de periimplantitis considerando como parámetros microbiológicos los 

sitios de muestra: surco periimplantario, la conexión del implante y en el surco 

gingival de dientes adyacentes. Asimismo, los parámetros clínicos tomados en cuenta 

fueron: sangrado y profundidad al sondaje e índice de placa en seis localizaciones. 

Como variables se tomó el porcentaje de sitios positivos y los recuentos bacterianos 

totales. Se llevó a cabo una prueba de PCR cuantitativa para recuentos totales de 10 

microorganismos. Se analizó 122 implantes en 57 pacientes en el grupo sano y 113 

implantes en 53 pacientes en el grupo de periimplantitis. Como resultados se obtuvo 

que: las especies del complejo naranja (Prevotella intermedia, Peptostreptococcus 

micros, Fusobacterium nucleatum) fueron las bacterias mas prevalentes en los tres 

sitios de muestra para ambos grupos, presentando valores superiores en el grupo de 

periimplantitis. En el surco periimplantario la prevalencia varió desde 0% 

(Aggregatibacter actinomycetemcomitans) hasta 98,5% (Fusobacterium nucleatum). 

Las especies con una prevalencia mayor o igual al 50% fueron: Porphyromonas 

gingivalis, Tannerella forsythia, Treponema denticola, Prevotella intermedia, 

Peptostreptococcus micros, Fusobacterium nucleatum, Campylobacter rectus y 

Eikenella corrodens. Diferencias entre grupos mayores al 20% solo se observó para 

las especies de Treponema denticola y Eikenella corrodens. Los autores concluyen 

que las diferencias de prevalencia entre grupos fueron más marcadas en el interior de 

la conexión que en el surco periimplantario. 

Casado et al.(38), en el año 2011 publicaron una investigación que evaluó la 

presencia de periodontopatógenos en zonas periimplantarias subgingivales con signos 

clínicos y radiográficos de salud y zonas que presentaban enfermedad 

periimplantaria, mediante procedimientos de reacción en cadena de polimerasa 

(PCR). El estudio contó con la participación de 30 individuos parcialmente edéntulos 

portadores de implantes dentales sin antecedentes de tabaquismo, los cuales fueron 
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divididos en tres grupos: 10 pacientes sanos, 10 pacientes con mucositis y 10 

pacientes con periimplantitis. Para todos los casos se consideró su historial de 

enfermedad periodontal. Los resultados mostraron que los antecedentes de 

enfermedad periodontal están asociados a la enfermedad periimplantaria. Sin 

embargo, los microorganismos considerados periodontopatógenos como: 

Aggregatibacter actinomycetemcomitans, Porphyromonas gingivalis, Prevotella 

intermedia, Tannerella forsythia y Treponema denticola estaban presentes en los 

sitios periimplantarios caracterizados clínica y radiográficamente, como tejidos 

periimplantarios sanos, mucositis y periimplantitis. Por lo tanto, los autores 

concluyeron que estos microorganismos patógenos están presentes tanto en 

condiciones sanas como en enfermedad; por ende, podrían no estar estrictamente 

relacionados con los focos de enfermedad periimplantaria. 

Shibli et al.(39) en el año 2008 realizaron un estudio donde se comparó la 

composición de la biopelícula supragingival y subgingival en pacientes con y sin 

periimplantitis. Para ello se incluyó un total de 44 pacientes que poseían al menos un 

implante restaurado y funcional durante un periodo mínimo de dos años. Los 

participantes fueron asignados en dos grupos: un grupo formado por aquellos 

pacientes con implantes con signos clínicos y radiográficos de periimplantitis y un 

grupo de control conformado por individuos con implantes sanos. Las muestras 

microbiológicas de biopelícula supragingival y subgingival fueron tomadas de la 

porción más profunda del surco periimplantario para posteriormente determinar 

mediante hibridación ADN-ADN la presencia de 36 microorganismos. Los autores 

observaron una mayor concentración de Porphyromonas gingivalis, Treponema 

denticola y Tannerella forsythia en el grupo con periimplantitis, además de una 

reducción de los complejos microbianos beneficiosos para el hospedero cuando se 

comparó con el grupo control. Por lo tanto, se concluye que existen marcadas 

diferencias en la composición de la biopelícula supragingival y subgingival entre 

implantes sanos y enfermos, evidenciándose una mayor proporción de 

microorganismos periodontopatógenos en la microbiota asociada a los implantes con 

periimplantitis. 
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2.1.5 Microbiota asociada a periimplantitis  

Lăcrimioara et al.(40), publicaron una revisión sistemática en el año 2022 con 

el fin de identificar las principales especies bacterianas aisladas en la periimplantitis. 

Para ello, se consideraron artículos científicos publicados en tres bases de datos: 

Pubmed, Embase y Web of Science, donde luego de aplicar criterios de inclusión y 

exclusión se seleccionaron 25 estudios de 980 artículos encontrados. Como resultados 

se observó que los microorganismos más comúnmente identificados fueron especies 

de Prevotella, Streptococcus, Fusobacterium y Treponema. Es por esto que los 

autores concluyeron que las bacterias más frecuentes en las zonas de periimplantitis 

son especies anaerobias gram negativas, las cuales suelen verse asociadas en la 

patogénesis de la enfermedad periodontal. 

Ata et al.(24), publicaron en el año 2011 una revisión sistemática que buscaba 

recoger evidencia científica sobre la microbiota involucrada en la periimplantitis y las 

opciones de tratamiento existentes. Luego de realizar una búsqueda exhaustiva en la 

base de datos de PubMed, los investigadores incluyeron en su estudio un total de 18 

artículos. El análisis de la evidencia encontrada reportó que la microbiota asociada a 

periimplantitis es más compleja en su composición comparada con la microbiota 

hallada en tejidos periimplantares sanos. Asimismo, se observó una mayor 

prevalencia de bacterias anaerobias gramnegativas asociada a estos procesos 

patológicos.  

Koyanagi et al.(41), realizaron una investigación en el año 2010 la cual tenía 

como objetivo identificar la microbiota en individuos con periimplantitis, con 

implantes clínicamente saludables y con dientes afectados por periodontitis, haciendo 

análisis del gen 16S ARNr con ayuda de una biblioteca de clones de 335 secuencias. 

Un total de 112 especies bacterianas fueron identificadas en tres individuos 

participantes del estudio. Los resultados obtenidos en esta investigación llevaron a los 

autores a concluir que la microbiota presenta características más complejas en la 

biopelícula asociada a periimplantitis, en comparación con la hallada en periodontitis 

y en implantes clínicamente sanos. Además, dicha microbiota estaba compuesta 
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principalmente por bacterias anaeróbicas Gram negativas. Los filos Chloroflexi, 

Tenericutes, y Synergistetes fueron detectados solamente en los sitios de 

periimplantitis, así como también Parvimonas micra, Peptostreptococcus stomatis, 

Pseudoramibacter alactolyticus, y Solobacterium moorei. Mientras que bacterias 

comúnmente periodontopatógenas, como Porphyromonas gingivalis y 

Aggregatibacter actinomycetemcomitans, fueron encontradas con bajos niveles de 

prevalencia.  

Hultin et al.(42), realizaron una investigación en el año 2002, donde se buscaba 

determinar las características de la microbiota y la respuesta inflamatoria alrededor 

implantes y de dientes naturales en pacientes con periimplantitis. El estudio incluyó 

17 individuos parcialmente edéntulos para un total de 98 implantes. Además, la 

investigación contó con un grupo control de 19 individuos. Se tomaron muestras de 

fluido crevicular a cada individuo tomando en consideración cinco categorías de 

sitios: 1) implantes con periimplantitis, 2) implantes estables en pacientes con 

implantes tanto sanos como con periimplantitis, 3) implantes de control en pacientes 

con implantes estables solos, 4) diente natural en pacientes y 5) grupo control. 

Posteriormente, se analizó el fluido crevicular para determinar la actividad elastasa, 

las concentraciones de lactoferrina y los niveles IL-1B. Los investigadores pudieron 

evidenciar que los pacientes con periimplantitis mostraban una mayor actividad de 

elastasa, altas concentraciones de lactoferrina y altos niveles de IL-1B en 

comparación con los demás grupos. Asimismo, se encontraron altos niveles de 

microorganismos patógenos periodontales, tales como Actinobacillus 

actinomicetemcomitans, Porphyromonas gingivalis, Prevotella intermedia, 

Bactroides forsythus y Treponema denticola. 

 

2.1.6 Características microbiológicas de la periimplantitis y la periodontitis 

En el año 2020, Pérez y Pérez(43) publicaron una revisión sistemática en 

Bogotá, Colombia, con la finalidad de esclarecer las diferencias entre el conjunto de 

características microbiológicas de la periimplantitis y la periodontitis. Las autoras 

realizaron una búsqueda digital en bases de datos como PubMed, EBSCOhost, 
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LILACS, Web Of Science y Clinical Key, donde seleccionaron 335 artículos de 

interés. Luego de evaluar el peso de la evidencia científica por medio de las escalas 

de Newcastle-Ottawa y PRISMA, sólo 12 estudios se incluyeron para el desarrollo de 

su investigación. Como resultado, se determinó que las características 

microbiológicas asociadas a la periimplantitis son similares a las de la periodontitis; 

esto debido a que comparten un importante porcentaje de su microbiota, donde se ven 

involucrados microorganismos considerados periodontopatógenos. 

2.2 Bases conceptuales 

2.2.1 Implantes dentales 

Los implantes dentales son considerados estructuras de elementos 

aloplásticos, es decir, sustancias inertes y extrañas al organismo humano, 

generalmente están compuestos por titanio, con una forma macroscópica que simula 

una raíz dental. Estos se depositan dentro del tejido óseo de los maxilares o por 

debajo del periostio, con la finalidad de restaurar unidades dentarias ausentes(4,44). 

Su desarrollo, ha convertido a los implantes dentales en una opción terapéutica ideal 

para individuos con edentulismo total o parcial a nivel mundial, debido que se 

obtienen resultados que aumentan la calidad funcional de la masticación en estos 

pacientes(3,45). 

Durante los últimos años, la evolución de los implantes dentales ha ido 

incrementándose producto de avances tecnológicos que permiten la aparición de 

nuevos diseños de implantes y superficies. Esto conlleva a establecer nuevas 

indicaciones, diferentes técnicas quirúrgicas y protocolos de cargas, así como 

modernos sistemas para la confección y la elaboración de las prótesis(44,45). 

Actualmente, las distintas técnicas de rehabilitación protésica con implantes 

dentales brindan múltiples posibilidades de tratamiento con elevada predictibilidad de 

los resultados, por ende, han pasado a ser el tratamiento de elección para la 

rehabilitación, no solo funcional sino también estética, ya que poseen un porcentaje 

de éxito y supervivencia elevados, el cual ronda entre 96% a 98% a los cinco años y 

entre 92% a 97% a los diez años(4,44). Sin embargo, el éxito radica en un minucioso 
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diagnóstico y planificación multidisciplinaria que permitan la selección correcta del 

paciente, un adecuado protocolo terapéutico y una técnica quirúrgica que se adapten 

al caso. Además, el empleo de materiales e instrumental adecuados, consigue 

establecer una unión íntima y efectiva entre el hueso y la superficie del implante; a 

esto se le denomina “osteointegración”(45). 

La osteointegración se define como la conexión directa, estructural y 

funcional entre el hueso vital organizado y la superficie de un implante sometido a 

carga funcional(45,46). El término puede ser comparado con la cicatrización directa 

de fracturas óseas donde los extremos del fragmento afectado quedan unidos por 

nuevo hueso, sin formación de tejido fibroso ni cartilaginoso intermedio. Sin 

embargo, existe una diferencia fundamental: en la osteointegración, la unión no se da 

entre hueso y hueso, sino hueso con la superficie de un material extraño, por ende, 

dicho material y sus características juegan un papel fundamental en el éxito de la 

unión(46).  

Microscópicamente, y dependiendo del tratamiento de la superficie, el 

implante dental presenta microporosidades de diferentes tamaños que aumentan la 

superficie de contacto entre hueso e implante y propician la osteointegración durante 

la cicatrización(4). La literatura reporta que las superficies rugosas ofrecen una mayor 

solidez de la unión implante-hueso, esto debido que, a nivel fisiológico, la superficie 

rugosa ofrece una mejor irrigación en comparación con una superficie lisa, lo cual 

permite la proliferación de hueso(45). De esta manera, el hueso periimplantar se 

encuentra íntimamente unido a la superficie del implante, tratándose de un contacto 

directo entre ambos, a modo de anquilosis(4).  

La anatomía de los tejidos duros y blandos alrededor de un implante presenta 

algunas similitudes y diferencias significativas en comparación con un diente natural. 

Una vez que el implante ha sido conectado a una prótesis, ya sea a través de un pilar 

transepitelial como intermediario o sin él, se observa al igual que en el diente, un 

epitelio de unión de aproximadamente 2 mm de altura y una zona de tejido conectivo 

comprendida entre el epitelio de unión y el hueso circundante, de aproximadamente 1 

mm o más. Este tejido conectivo en presencia de implantes dentales está compuesto 
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de fibras de colágeno que discurren paralelas a la superficie del implante y sin fibras 

de inserción, mientras que en los dientes naturales las fibras de colágeno se presentan 

en forma perpendicular estableciendo una unión con el cemento radicular que la 

literatura reporta como más firme y estable. De esta manera, se considera que la 

adherencia del epitelio de unión con la superficie del pilar de cicatrización o la corona 

protésica es más débil en comparación con el diente natural (ver Fig. 1) y, además, 

depende del material con el que están elaborados los aditamentos protésicos(4,47). 

 

 

Fig. 1. Esquema de anatomía de un diente y sus estructuras adyacentes (a) versus un 

implante y su tejido periimplantario (b)(4) 

 

2.2.2 Indicaciones y contraindicaciones para el tratamiento con implantes 

dentales 

Previo a la intervención quirúrgica para la colocación de un implante dental, 

es necesario realizar una serie de estudios preliminares antes de la operación con el 

fin de obtener información acerca de la capacidad que tiene el paciente de tolerar el 

procedimiento y su capacidad de cicatrización. Esto permitirá al clínico decidir si el 

paciente puede beneficiarse o no de este tipo de tratamientos y, de ser así, determinar 

un pronóstico de éxito favorable(45,48). 
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La información obtenida en el proceso de diagnóstico permite establecer si el 

tratamiento con implantes dentales se encuentra indicado para el caso y así continuar 

con la planificación o, por el contrario, permite evaluar e informar al paciente sobre 

los posibles riesgos y complicaciones que contraindiquen el tratamiento y, por lo 

tanto, debe desestimarse(45).  

Considerando a los implantes dentales como la primera opción en la 

actualidad para la rehabilitación de pacientes con edentulismo parcial o total, son 

pocas las contraindicaciones absolutas para este tipo de tratamiento(48). Tomando en 

cuenta los riesgos quirúrgicos o anestésicos, las contraindicaciones se refieren 

básicamente a pacientes con enfermedades graves o con trastornos metabólicos que 

necesitan tratamientos crónicos, como por ejemplo: antimitóticos, bisfosfonatos, 

radiaciones, enfermedades inmunológicas, terapias que afecten a la cicatrización, 

leucemias, discrasias sanguíneas, hemofilias y cardiopatías descompensadas, así 

como también aquellos pacientes con diabetes no controlada. Con frecuencia, las 

contraindicaciones pueden tener una duración limitada ya que, si la enfermedad se 

controla, el paciente podría recibir sin problemas el tratamiento con implantes 

dentales(45,48).  

Existen determinados trastornos mentales o psicológicos que podrían, según su 

severidad, considerarse contraindicaciones absolutas o relativas para el tratamiento 

con implantes dentales. Los pacientes con síndromes psiquiátricos como la 

esquizofrenia, inestabilidad mental, deficiencias mentales o pacientes poco 

colaboradores, con fobias o de expectativas irrealistas, pueden considerarse como 

malos candidatos al tratamiento con implantes. Asimismo, impera la necesidad de 

detectar posibles hábitos o problemas de conducta, como el tabaquismo, 

toxicomanías, alcoholismo y hábitos parafuncionales, como rechinar los 

dientes(45,48). La literatura reporta al tabaquismo como factor de riesgo importante, 

igualmente, son numerosos los estudios que relacionan directamente al tabaco con 

pérdida de hueso marginal alrededor de los implantes, pérdida de estabilidad y 

retención a largo plazo, desarrollo de periimplantitis e incluso el fracaso definitivo del 

implante dental(45,48,49). 
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2.2.3 Procedimiento de rehabilitación con implantes dentales 

Una vez comprobada la aptitud para tratamiento implantológico en el paciente 

de manera individual, así como descartadas las posibles contraindicaciones, es 

necesario planificar el tratamiento con implantes de forma específica(45). Para ello, 

es necesario realizar un estudio exhaustivo de los antecedentes personales, el historial 

tanto médico como odontológico, además de los estudios imagenológicos con el fin 

de determinar los sitios y localizaciones previstos para el implante, las guías 

quirúrgicas, la secuenciación y la estrategia operativas, las posibles complicaciones, 

el tratamiento durante el postoperatorio y el plan de rehabilitación(45,48). 

La rehabilitación protésica con implantes dentales inicia con la fase 

quirúrgica, esta consiste en la colocación del implante dental, siendo su primer paso 

la exposición del sitio del implante. Esto puede lograrse de varias formas, entre ellas 

la exposición sin colgajos, la cual es indicada cuando existe suficiente tejido 

queratinizado sobre un reborde de forma ideal. La cirugía sin colgajos apenas crea 

traumatismo en los tejidos blandos y proporciona una magnifica estética 

postoperatoria en pacientes con una anatomía prequirúrgica y forma de la papila 

adecuada. Con esta técnica, el implante y el pilar de cicatrización o restauración 

provisional se colocan en una sola etapa(48). 

  Por otro lado, también existe la técnica con elevación de los tejidos o de 

colgajo, que puede hacerse con incisiones del surco, de la cresta medial y/o verticales 

de descarga. En estos casos la incisión debe permitir una retracción cómoda del tejido 

blando para proporcionar visibilidad y acceso sin restricciones al implante que se va a 

colocar. Esto suele ser necesario en sitios de difícil acceso y cuando se necesitan 

procedimientos adicionales, como un injerto de hueso o de tejido blando(48). 

Posteriormente se procederá a la preparación de la osteotomía en el sitio de 

inserción del implante. El cirujano debe verificar la velocidad a la que se ha fijado el 

trabajo del motor y certificar que la fresa esté colocada para girar hacia delante. La 

velocidad de las fresas de precisión y piloto debe estar entre 1.000 y 1.500 

revoluciones por minuto (rpm). Inmediatamente después de haber finalizado la 

osteotomía, se cambia la velocidad del motor a 30 newton por centímetros (Ncm) 
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para insertar el implante. Si no se cambia la velocidad y el implante se inserta a la 

velocidad anterior entre 1.000 y 1.500 rpm, es muy probable que se dañe la 

osteotomía(48). 

Se finaliza el asentamiento del implante verificando que la plataforma está al 

mismo nivel que las alturas mesial y distal del hueso y que los marcadores de 

orientación apunten en la posición correcta. Se irriga profusamente la zona y se 

determina si el período de cicatrización se hace en una o dos fases. Esto se mide por 

el valor de torque medido en el motor quirúrgico o en la llave de torsión manual. Se 

considera que un implante con un valor de torque de 35 Ncm o más tiene buena 

estabilidad primaria, por lo que es posible una cicatrización en una sola fase. En tal 

caso se coloca un pilar de cicatrización del tamaño apropiado(48).  

Si se considera necesario un proceso en dos etapas, se debe colocar un tornillo 

de cobertura o pilar de cicatrización del tamaño y forma correctos. El pilar de 

cicatrización se coloca por medio de la llave de inserción y debe sobresalir del tejido 

entre 1 y 2 mm. Por último, se procede a la sutura de los tejidos blandos; en este tipo 

de procedimientos suelen estar recomendadas las suturas de materiales 

reabsorvibles(48). 

Una vez finalizada la fase quirúrgica, se estima un período de cicatrización del 

tejido óseo de entre 3 a 6 meses, para los implantes libres de carga(50); es por esto 

que autores consideran prudente esperar entre 3 y 4 meses, en el caso de la 

mandíbula, y entre 6 y 8 meses en el maxilar para cargar funcionalmente los 

implantes, tanto para la técnica sumergida como no sumergida. Sin embargo, 

actualmente los implantes dentales son cargados apenas unas semanas después de su 

colocación (lo que se considera una carga precoz) o incluso el mismo día de la cirugía 

(conocido como carga inmediata). De esta manera, se busca reducir los tiempos del 

tratamiento rehabilitador con el fin de establecer una rápida y duradera 

osteointegración; no obstante, en estas condiciones, los implantes dentales ameritan 

de diseños específicos y superficies con gran capacidad para acelerar los procesos de 

cicatrización y remodelación ósea(51,52).  
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Posterior a la fase de osteointegración, comienza la fase protésica en la cual se 

deberá controlar adecuadamente las cargas en el implante, según sea el caso, evitando 

una carga prematura excesiva que conlleve a complicaciones o fracaso. Una vez la 

restauración definitiva se encuentra en posición, el hueso circundante adyacente al 

implante seguirá remodelándose hasta encontrar estabilidad; por ende, se requiere de 

una distribución favorable de las cargas funcionales(51,53).  

 

2.2.4 Tipos de carga en implantes dentales 

En la implantología dental tradicionalmente se busca la formación predecible 

de una interfase directa entre hueso e implante, con el fin de reducir o minimizar el 

riesgo de infecciones bacterianas, así como evitar la migración apical del epitelio oral 

a lo largo del cuerpo del implante mientras ocurre el remodelado óseo(54). 

Actualmente, se han llevado a cabo numerosos estudios con el propósito de reducir 

los tiempos de espera entre la fase quirúrgica y protésica, sobre todo en 

rehabilitaciones completas, logrando con éxito resultados óptimos 

independientemente del protocolo de carga en el implante dental, sin alterar la fase de 

osteointegración del mismo(51). 

La fase protésica puede iniciar considerando distintos tipos de carga sobre el 

implante(55,56):  

• Carga inmediata: se realiza inmediatamente después de la colocación de 

los implantes o antes de una semana, con el fin de evitar posibles 

alteraciones del coagulo sanguíneo durante las etapas iniciales de la 

cicatrización. Sin embargo, se considera una técnica muy sensible la cual 

amerita una adecuada estabilidad primaria(57); además, existen factores 

determinantes que influyen en dicha estabilidad como lo es la salud 

general del paciente, las condiciones del hueso, las habilidades del 

operador, la selección del implante y si la carga es funcional o no(51).  

• Carga precoz: consiste en la realización de la carga entre una semana y 

dos meses posterior a la colocación del implante, durante el proceso de 

osteointegración, considerando que debe hacerse después del comienzo de 
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la osteogénesis debido que la misma se incrementa por estimulación 

mecánica(51,55,56). 

• Carga convencional: en esta modalidad se siguen las recomendaciones 

originales de Brånemark, que sugieren un tiempo de cicatrización ósea 

durante tres a seis meses sin ser cargados, estando sumergidos o no(2). No 

obstante, estudios actuales recomiendan periodos de cicatrización de seis a 

ocho semanas basados en la mejora de las propiedades de las superficies 

de los implantes(51,52,54,58).  

• Carga diferida: se habla de esta cuando los tiempos de activación de carga 

en el implante superan los periodos de tiempo antes mencionados, es 

decir, entre seis y doce meses. Esta técnica es utilizada cuando se obtiene 

una estabilidad primaria deficiente, también cuando el hueso es de baja 

densidad, así como en alveolos post exodoncia sin una buena congruencia 

hueso-implante o en casos de procedimientos de regeneración 

ósea(51,55,56).   

 

2.2.5 Provisionalización sobre implantes dentales 

En la odontología, un provisional de prótesis fija se define como un elemento 

que funciona como restauración temporal mientras se confecciona la prótesis 

definitiva. Permite la protección ante agentes externos de las preparaciones en el caso 

de dientes naturales, así como también el manejo correcto de los tejidos blandos 

periimplantarios; del mismo modo, favorece la estética, la fonación del paciente, la 

estabilidad oclusal y la posición dental ya que permite al profesional valorar distintas 

perspectivas de la rehabilitación durante la elaboración de la restauración 

final(59,60). En este orden de ideas, el provisional debe satisfacer las necesidades del 

odontólogo y brindar confort al paciente,  permitiendo visualizar los resultados 

futuros y aumentar la predictibilidad del tratamiento(61–63). 

Un provisional óptimo debe ser elaborado en un material que cumpla con 

ciertos requisitos, como son: ser biológicamente inerte, poseer propiedades mecánicas 

adecuadas capaces de soportar cargas funcionales, así como permitir la posibilidad de 
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ser reparados o modificados; además, debe garantizar una buena estabilidad de color 

durante su permanencia en boca y ofrecer un tiempo de trabajo y manipulación 

adecuados(60,61).  

Las restauraciones provisionales deben contar con buen ajuste marginal, un 

contorno adecuado y una superficie lisa y muy bien pulida, de lo contrario se 

considerará inadecuada por dificultar el control de la biopelícula y comprometer la 

salud periodontal. Por tal motivo, toda restauración provisional que permanecerá un 

tiempo en boca deberá tener un adecuado tratamiento de su superficie provocando la 

disminución de la tensión superficial del material, lo que evitará la adhesión de 

microorganismos(59,60,64).  

Los tejidos periimplantares inflamados o hemorrágicos tienden a dificultar 

procedimientos clave en la rehabilitación, como la toma de impresión y la 

cementación. Cuando el provisional invade los tejidos adyacentes y no se corrige, se 

produce una inflamación localizada y hasta una posible necrosis; ambos escenarios 

contraproducentes para el éxito de la rehabilitación con implantes(60).  

Uno de los objetivos principales de la provisionalización sobre implantes 

dentales consiste en guiar gradualmente la cicatrización y maduración del tejido, a 

través de un entorno apropiado y la conformación de un perfil de emergencia 

adecuado para asegurar la salud de los tejidos periimplantarios, optimizando la forma 

del paso de la transmucosa y fomentando la formación de la papila interdental; de 

esta manera se convierte el tejido blando periimplantario en un perfil de tejido que 

estará en armonía con la dentición adyacente. Dicha maduración se logra alrededor de 

los seis meses luego de la exposición del implante, por ende, se considera el momento 

más estable para proceder a una restauración definitiva(60,65).  

En la actualidad, existen diferentes tipos de materiales para la elaboración de 

la restauración provisional. Estos pueden ser clasificados en materiales 

autopolimerizables, fotopolimerizables, duales, termopolimerizables y los elaborados 

con sistemas CAD/CAM. Asimismo, se han desarrollado distintas técnicas para la 

confección del provisional; entre ellas podemos distinguir: las técnicas directas, que 

consisten en la realización del provisional en boca del paciente; las técnicas 
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indirectas, que diseñan y elaboran la restauración provisional en laboratorios dentales 

para ser ajustada en el consultorio; y las técnicas mixtas, donde ocurre la elaboración 

en combinación de los dos grupos de técnicas anteriores(59–61).  

En cuanto al diseño de las prótesis provisionales en pacientes sometidos a 

rehabilitación protésica con implantes dentales, estos pueden variar desde una 

dentadura completa removible de resina acrílica hasta una prótesis fija atornillada 

soportada por el implante, de tal manera que se permita su fácil retiro y recolocación. 

Según sea el caso, las prótesis provisionales deben promover la estética, una carga 

oclusal adecuada, el control del contorno del tejido, así como también deben ser 

resistentes y duraderas(60,66). 

 

2.2.6 Microbiota bucal y Periimplantar 

En el microbioma bucal del ser humano se han identificado más de 700 

especies procariotas. Normalmente, un hospedero sano logra mantener una 

homeostasis entre la microbiota comensal y los microorganismos patógenos, no 

obstante, si ocurre un desequilibrio en estas interacciones, se pierde la homeostasis y 

se desarrolla la enfermedad(4,67). La cavidad oral está compuesta por muchas 

superficies, cada una de ellas está cubierta por una gran cantidad de 

microorganismos. Algunos de estos están implicados en las patologías infecciosas 

bucales más comunes del ser humano, entre ellas las enfermedades periodontales(68).  

El universo microbiano presente en cavidad bucal es complejo, debido a la 

gran variedad de hábitats que surgen de las concentraciones de oxígeno, la 

disponibilidad de nutrientes, la temperatura, la exposición a factores inmunológicos y 

las características anatómicas. Las especies del género Streptococcus se encuentran 

en gran proporción en tejidos blandos, saliva y la lengua. Las especies del género 

Actinomyces se encuentran a nivel supra e infragingival y en fisuras linguales. Otros 

microorganismos como Veillonella parvula y Neisseria pueden ser aisladas en todos 

los hábitats bucales. También puede existir colonización intracelular en células 

epiteliales de la cavidad bucal por complejos microbianos constituidos por 

Aggregatibacter actinomycetemcomitans, Porphyromonas gingivalis, y Tannerella 
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forsythia. Estudios recientes han demostrado que si bien la microbiota bucal es muy 

diversa y que las infecciones bucales son de naturaleza polimicrobiana, la mayoría de 

los microorganismos bucales son cultivables lo que permite identificar el agente 

causal de las distintas patologías y optimizar su manejo y tratamiento(68).  

Socransky et al.(26), se encargaron de clasificar, en 1998, los 

microorganismos existentes en la biopelícula subgingival en cinco complejos de 

especies bacterianas, definiéndolos por colores: rojo, naranja, amarillo, verde y lila, 

según el papel que se consideró cumplían en el desarrollo y maduración de la 

biopelícula. En este sentido, los autores concluyeron que las bacterias agrupadas en el 

complejo rojo se asociaban con bolsas periodontales profundas y sangrado al sondaje, 

siendo estos signos patognomónicos de la periodontitis. No obstante, en la actualidad 

se encuentra en desuso esta clasificación considerando que las enfermedades 

periodontales son el resultado del desequilibrio tanto de la microbiota bucal como de 

factores propios del hospedero y no de un grupo de microorganismos en 

específico(69).  

La biopelícula subgingival está compuesta por comunidades de 

microorganismos dispuestos en un espacio tridimensional sobre la superficie de la 

raíz de los dientes o sobre implantes dentales. En los surcos gingivales sanos, de 

menos de 4mm de profundidad, predominan Proteobacterias, en particular de género 

Acinetobacter, Haemophilus y Moraxella. Dentro del filo Firmicutes, la clase Bacilli 

que comprende el género Streptococcus, Granulicatella y Gemella son asociados al 

estado de salud. Estos géneros se pueden considerar simbiontes, que también regresan 

a las bolsas periodontales en alta proporción después de tratamientos periodontales. 

Se ha demostrado en estudios in vitro la gran abundancia de Treponema denticola 

junto con Porphyromonas gingivalis y Tannerella forsythia en la capa superior de la 

biopelícula(68). 

Los implantes dentales presentan todas sus superficies estériles al ser 

insertados en los tejidos periodontales, sin embargo, los componentes transmucosos 

quedan expuestos al medio bucal donde comienzan a cubrirse por una capa de 

proteínas como por ejemplo mucinas, fosfoproteínas o proteínas ricas en prolina, 
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además de enzimas y macromoléculas que forman de manera inmediata una película 

derivada de la saliva, que pronto comienza a ser colonizada por microorganismos 

bucales para conformar biopelículas más complejas(4,33). El contenido de la película 

adquirida juega un papel importante en la selección del tipo de microorganismos que 

se adhieren posteriormente(4).  

La saliva y las macromoléculas pueden adherirse a la superficie del titanio, 

pero están influenciadas por las propiedades químicas y estructurales de dicha 

superficie. Esta película forma una interfase entre la superficie del implante y los 

primeros colonizadores que generalmente son cocos Gram positivos anaerobios 

facultativos, como por ejemplo Streptococcus mitis, Streptococcus sanguis y el más 

frecuente Streptococcus oralis. Estas condiciones preceden la adición de la siguiente 

capa que está compuesta por bacilos Gram positivos particularmente del género 

Actinomyces. Posteriormente, se adhieren bacterias anaerobias Gram negativas tales 

como el género Veillonella y fusobacterias. Seguidamente, se unen bacterias 

consideradas periodontopatógenas como Aggregatibacter actinomycetemcomitans, 

Porphyromonas gingivalis, Prevotella intermedia, Treponema denticola o Tannerella 

forsythia, las cuales la literatura asocia a la periimplantitis(4,24).  

La formación de la biopelícula se podría describir en cuatro etapas(4,70) (ver 

Fig. 2):  

I. Transporte a la superficie: inicialmente, el transporte de los 

microorganismos ocurre por sedimentación, movimiento activo 

bacteriano, flujo líquido o movimiento browniano.  

II. Adhesión inicial: ocurre una unión débil y reversible que se establece a 

través de las interacciones de los microorganismos con la superficie a una 

distancia determinada. 

III. Acoplamiento: posterior a la unión de los microorganismos con la 

superficie, bien sea por intimo contacto o por medio de fimbrias 

bacterianas, se produce un firme anclaje entre ambos con ayuda de 

interacciones específicas. 
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IV. Colonización y/o maduración: se produce una maduración producto de la 

multiplicación de los microorganismos formando microcolonias, además 

ocurre la adhesión de células nuevas. 

 

 

Fig. 2. Esquema de las etapas de formación de la biopelícula. Imagen de un implante 

recubierto de biopelícula a través de microscopía electrónica de barrido(4). 

Los implantes dentales osteointegrados crean microambientes verdaderamente 

únicos que fuerzan la adaptación y selección microbiana; por ejemplo, la 

microtopografía de los implantes parece tener una función importante en la adhesión 

bacteriana y, de acuerdo con estudios in vitro, han mostrado una relación positiva 

entre la rugosidad del implante y la colonización. Otro aspecto importante a 

considerar es la energía libre superficial del sustrato, cuando ésta es baja las bacterias 

que lo colonizan también presentan una baja energía libre superficial, como los cocos 

y en menor cantidad las espiroquetas y los microorganismos móviles. Sin embargo, 

parece ser que la rugosidad, cuando es comparada con la energía libre superficial, 

tiene un mayor impacto en cuanto a adhesión microbiana se refiere(4,43).  

 

2.2.7 Enfermedades periimplantarias  

Las enfermedades periimplantarias son alteraciones inflamatorias que afectan 

implantes dentales osteointegrados en función y pueden ocurrir producto de un 

desequilibrio en la homeostasis de microorganismos, desarrollando una infección en 

los tejidos periimplantares(4).  
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Como se mencionó anteriormente, las bacterias colonizan el surco 

periimplantario poco después de la colocación del implante para establecer 

comunidades polimicrobianas. Por ende, el fracaso de los implantes dentales suele 

atribuirse a la inflamación del hueso de soporte y los tejidos blandos, producto de las 

interacciones microbianas específicas que tienen lugar entre la microbiota de la 

biopelícula periimplantaria(36). 

La evidencia científica actual ha demostrado que las enfermedades 

periimplantarias pueden ser de etiología polimicrobiana, causadas por un cambio en 

la comunidad microbiana que hace vida en el surco periimplantar, por lo que se 

descarta que el origen de la patología periimplantar sea atribuida a un único patógeno. 

Es por esto que, los estudios sobre la patogénesis de la microbiota periimplantaria 

analizan especies bacterianas individuales en comunidades microbianas 

complejas(36).  

Entre las enfermedades periimplantares se distinguen dos cuadros clínicos: la 

mucositis periimplantaria y la periimplantitis(4) (ver Fig 3). Estudios reportan que la 

mucositis aparece en el 80% de los pacientes y en un 50% de los implantes dentales, 

mientras que la periimplantitis se ha diagnosticado en un 28-56% de los pacientes y 

en el 12-43% de los implantes dentales(24,36). 
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Fig. 3. Esquema de las diferencias clínicas entre (A) implante dental sano, (B) 

implante dental con mucositis periimplantaria e (C) implante dental con 

periimplantitis. Imagen modificada de Zheng et al.(36). 

 

La mucositis se define como una inflamación de los tejidos blandos que 

rodean al implante en función sin presentar pérdida ósea(4,24). Desde el punto de 

vista microbiológico la mucositis cuenta con una mayor diversidad bacteriana si se la 

compara con implantes sanos, pero una diversidad mucho menor si por el contrario se 

la compara con la periimplantitis(36). Es por ello que suele considerarse como un 

estado previo de esta enfermedad(4,36). La progresión de la mucositis a la 

periimplantitis puede ser difícil de identificar y tiende a ser de manera gradual(4).  

La periimplantitis es una infección marginal crónica y progresiva. Se define 

como una reacción inflamatoria que afecta los tejidos que rodean a los implantes 

dentales osteointegrados y que provoca la pérdida del hueso de 

soporte(4,24,35,36,39,41–43). La literatura reporta que existe un trasfondo 

multifactorial como etiopatogenia de la periimplantitis, en el que una respuesta 
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exacerbada del organismo junto con la interacción bacteriana pueden contribuir al 

desarrollo de la destrucción tisular alrededor de los implantes(42). 

Clínicamente, la mucositis y la periimplantitis suelen cursar con presencia de 

placa, enrojecimiento, inflamación, perdida de textura de la mucosa alrededor del 

implante y sangrado, el cual puede ser espontáneo, o estimulado por el sondaje 

periodontal y traumatismos. Generalmente no se presenta dolor o este puede ser leve. 

Asimismo, la periimplantitis está asociada a perdida ósea marginal progresiva, que 

puede estar acompañada de hiperplasia o recesión de la mucosa y en algunos casos 

aparición de exudado purulento(4). En algunas ocasiones la periimplantitis se 

presenta con períodos de destrucción ósea rápida y marcada en comparación con la 

periodontitis; asimismo, se pueden observar una serie de diferencias en cuanto a la 

respuesta del hospedero, por lo que se requiere de un tratamiento eficaz una vez 

diagnosticadas estas situaciones(24). 

Los implantes dentales con infecciones periimplantarias presentan una 

microbiota muy similar a la encontrada en la enfermedad periodontal con 

microorganismos como Prevotella nigrescens, Campylobacter rectus y 

Aggregatibacter actinomycetemcomitans, así como también Staphylococcus aureus, 

bacilos entéricos y Candida albicans(24,35,39). Los tejidos blandos y duros sufren 

cambios significativos que se observan clínicamente por un aumento de la 

profundidad de la bolsa periimplantar y pérdida ósea; estos se asocian a alteraciones 

en la composición de la microbiota subgingival, entre lo que se puede resaltar un 

aumento de la carga bacteriana total, con un incremento de la proporción de 

Aggregatibacter actinomycetemcomitans, especies de Fusobacterium, Prevotella 

intermedia y Porphyromonas gingivalis, una disminución de la proporción de todos 

los cocos y un aumento importante de la proporción de microorganismos móviles y 

espiroquetas(24). 
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CAPÍTULO III 

MARCO METODOLÓGICO

3.1 Enfoque, tipo y diseño de la investigación 

Según los criterios de Ruiz Álvaro y Morillo Luis(71), la presente investigación 

cuenta con un enfoque cualitativo. Además, se clasifica en un tipo descriptivo, debido 

que su objetivo general consiste en analizar la variación de la microbiota del surco 

periimplantar en pacientes sometidos a rehabilitación protésica con implantes 

dentales endoóseos a través de un reporte de seis (06) casos clínicos. 

Asimismo, de acuerdo a los diseños de investigación descritos por los mismos 

autores, el presente estudio cuenta con un diseño observacional, que consiste en la 

recolección de datos directamente de la microbiota del surco periimplantar presente 

en pacientes parcialmente edéntulos durante el tratamiento de rehabilitación protésica 

con implantes dentales endoóseos. 

3.2 Muestra de estudio 

3.2.1 Unidad de estudio 

Las unidades de estudio de la presente investigación se conformaron por 

pacientes parcialmente edéntulos sanos, sometidos a tratamiento de rehabilitación 

protésica con implantes dentales endoóseos. 

3.2.1.1 Criterios de exclusión 

• Pacientes que hayan recibido terapia antimicrobiana en un período menor a un 

(01) mes antes de la colocación del implante. 

• Pacientes embarazadas. 

• Pacientes con compromiso sistémico. 

• Pacientes con edentulismo total superior o inferior. 
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3.2.2 Unidad de información 

La unidad de información estuvo conformada por las colonias bacterianas 

presentes en el surco periimplantar de los primeros seis (06) pacientes que cumplan 

con los criterios de inclusión descritos en la unidad de estudio. 

3.3 Técnicas e instrumentos de recolección de datos 

Como técnica de recolección de datos, se aplicó la observación directa para la 

evaluación de las características macroscópicas de los cultivos bacterianos obtenidos 

a partir de la recolección de muestra y el posterior conteo de las Unidades 

Formadoras de Colonias (UFC). Asimismo, con el fin de evaluar las características 

microscópicas de dichos cultivos, se recurrió a la observación asistida técnicamente 

mediante el uso de microscopios ópticos verticales marca Olympus®. De esta 

manera, con los datos obtenidos se llevó a cabo el análisis de la variación de la 

microbiota presente en el surco periimplantar en los pacientes sometidos a 

rehabilitación protésica con implantes dentales endoóseos. 

3.4 Procedimientos, materiales, equipos e instrumentos 

Luego de la selección de los seis pacientes objeto de estudio, tomando en 

consideración los criterios de inclusión y exclusión antes expuestos, se llevó a cabo la 

recolección de las muestras para ser procesadas en el laboratorio. Es necesario acotar, 

que se aplicó el mismo protocolo de procesamiento de muestras descrito a 

continuación para cada una de las muestras recolectadas en los distintos tiempos de la 

rehabilitación protésica, los cuales son: 

• Tiempo 0: Se recolectó una muestra del surco gingival de un diente natural 

adyacente al espacio edéntulo a rehabilitar, para conocer la microbiota 

habitual del individuo y registrar la carga bacteriana inicial, así como los 

microorganismos que posiblemente puedan colonizar posteriormente los 

espacios periimplantarios. 

• Tiempo 1: Posterior a la osteointegración del implante o durante este período, 

según sea el caso; después del recambio del tapón de cierre por el pilar de 
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cicatrización o la provisionalización de la corona. Sitio de toma: surco 

periimplantar. 

• Tiempo 2: Semanas posteriores al tiempo 1 o 7 días después de la corona 

definitiva, según sea el caso. Sitio de toma: surco periimplantar. 

 

3.4.1 Protocolo de procesamiento de muestras 

Cada una de las muestras fue recolectada en clínicas odontológicas, haciendo uso 

de conos de papel estériles, los cuales fueron introducidos en el surco y 

permaneciendo en contacto durante tres segundos. Seguidamente, los conos fueron 

retirados y sumergidos en tubos de ensayo con caldo tioglicolato debidamente 

identificados, asegurando su completa inmersión, trasladados a temperatura ambiente 

e incubados a 37°C durante 24 horas, para su posterior procesamiento. 

Se realizaron diluciones seriadas, partiendo de una dilución de 1ml de la muestra 

inicial y 9 ml de agua peptonada (1:10). A partir de esta dilución se realizaron 

diluciones tomando 100µL de la dilución previa y colocándolos en 900 µL de agua 

peptonada hasta alcanzar la dilución 10-6. 

De las diluciones -2, -4 y -6, se inocularon 100µL sobre la superficie de tres de 

medios de cultivos: agar sangre (AS) para bacterias exigentes, infusión cerebro-

corazón (BHI por sus siglas en inglés) para microbiota habitual y eosina-azul de 

metileno (EAM) para enterobacterias como posibles contaminantes exógenos, las 

cuales fueron distribuidas haciendo uso de varillas acodadas estériles.  

Las placas obtenidas fueron distribuidas de la siguiente forma: 

- Placas de AS, BHI y EAM, se colocaron en recipiente hermético utilizando 

una vela encendida para generar un ambiente microaeróbico; seguidamente 

fueron incubadas a 37ºC durante 48 horas. 

- Placas de EAM, fueron incubadas en condiciones de aerobiosis a 37ºC 

durante 48 horas. 

- Placas de AS, se colocaron en cámaras de anaerobiosis con sobres 

generadores y fueron incubadas bajo estas condiciones a 37ºC durante 7 días.  
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Transcurrido el tiempo de incubación, se realizó conteo de los crecimientos de 

colonias bacterianas, tomando en consideración solo aquellas placas donde los 

contajes oscilaban entre 20 y 200 colonias; posteriormente se elaboraron los cálculos 

de UFC/ml en cada una de las diluciones mencionadas. Adicionalmente, se realizó la 

observación de las características macroscópicas y se seleccionaron algunas colonias 

que fueron sometidas a tinción de Gram para observar las características 

microscópicas. 

Por último, se seleccionaron al azar cinco colonias de interés y fueron 

identificadas bioquímicamente a través del uso de Galerías API.  

3.5 Principios bioéticos 

Las investigaciones médicas en seres humanos tienen por objetivo mejorar y 

optimizar los diagnósticos, el manejo y los tratamientos de las distintas patologías 

que afligen a la humanidad. Es por ello que la Declaración de Helsinki(72) establece 

principios éticos para las investigaciones científicas llevadas a cabo sobre nuestra 

especie. Dicho tratado promueve el bienestar, la salud, la integridad y los derechos 

del participante por encima de los intereses del investigador. 

Entre los aspectos éticos que se consideraron en el presente estudio se 

encuentran(73): 

El consentimiento informado: Los participantes en la investigación recibieron 

información completa sobre el estudio, los objetivos, posibles riesgos y beneficios 

antes de dar su aprobación para participar. Del mismo modo, los participantes 

tuvieron total libertad de retirarse en cualquier momento de la investigación sin 

consecuencias negativas en su tratamiento. 

Beneficencia y no maleficencia: Este principio pretende buscar el beneficio 

máximo para los pacientes del estudio, así como también evitar que se genere algún 

tipo de daño en ellos. Entre otras cosas, se podría mencionar que los hallazgos 

microbiológicos encontrados en los espacios periimplantarios tienen una importante 

relación con las características clínicas del estado de salud y enfermedad de los 
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tejidos alrededor de los implantes dentales y su rehabilitación protésica definitiva. 

Esto podría verse implicado en el pronóstico del tratamiento restaurador. 

Confidencialidad y privacidad: Los datos recopilados durante la investigación se 

manejaron de forma confidencial. Los participantes tuvieron derecho a la privacidad 

y a que su información personal no se divulgue sin su consentimiento.
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CAPÍTULO IV 

RESULTADOS

4.1 Presentación de los casos clínicos 

Se realizaron seis (06) casos clínicos de pacientes en rehabilitación protésica con 

implantes dentales endoóseos unitarios, con edades comprendidas entre 56 y 68 años, 

siendo cinco (05) pacientes del género femenino y un (01) paciente del género 

masculino. 

4.1.1 Caso 1.  

Paciente femenino de 65 años de edad, quien acudió a consulta odontológica, 

asintomática, con antecedentes de hipertensión arterial controlada con losartán 

potásico de 50mg, manifestando incomodidad por movilidad de prótesis fija en zona 

canina y premolar superior izquierda. Al examen clínico e imagenológico se encontró 

prótesis fija implanto soportada en UD 24 de tipo cantilever que involucraba la UD 

23 la cual presentaba movilidad; el pilar en posición del premolar se encontraba 

parcialmente expuesto por pérdida de altura ósea, sin embargo, presentaba estabilidad 

primaria (ver Fig. 4). Como antecedentes odontológicos adicionales, la paciente 

manifestó haber sido sometida a múltiples extracciones dentales y tratamientos 

endodónticos en UD 22 y 25.  

  

A) Reconstrucción panorámica. B) Corte coronal implante UD 24. 

A B 
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Fig. 4. Cortes de TAC, zona canina y premolar superior izquierda, paciente Caso 1. 

Se decidió realizar una rehabilitación con implantes dentales endoóseos unitarios, 

la cual involucró cirugía para extracción del implante de la UD 24, colocación de 

implante dental en la UD 23 (MIS® lance de hexágono interno, 3.30x11.50mm,) y 

regeneración ósea guiada con injerto de tejido óseo marca MIS BONDBONE® 

involucrando el espacio correspondiente a la zona del premolar, en enero de 2024. 

Pasados siete meses, en agosto del mismo año, se procedió a realizar una intervención 

quirúrgica para la colocación de implante dental en la UD 24, lo cual ameritó un 

procedimiento de elevación del seno maxilar y regeneración ósea guiada (ver Fig. 5). 

Posteriormente, se realizó la activación del implante dental UD 24 con un pilar de 

cicatrización en marzo de 2025. 

 

Fig. 5. Radiografía periapical, zona canina y premolar superior izquierda. Caso 1. 

4.1.1.1 Resultados Caso 1 

Para esta investigación se consideró analizar la variación de la microbiota del 

surco periimplantar de la UD 24, implante dental marca MIS® lance de hexágono 

interno con dimensiones de 4.20x10mm., tomando como control el diente natural 

adyacente coronado UD 25. La primera recolección de muestras se realizó tres 

semanas después de la instalación del pilar de cicatrización (ver Fig. 6); esto se 

registró bajo los códigos P1M0 (UD 25: surco gingival, diente natural adyacente) y 

P1M1 (UD 24: surco periimplantar, implante con pilar de cicatrización).  
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Fig. 6. Fotografía clínica intraoral, paciente Caso 1. 

Luego de realizar la recolección de la muestra tanto del surco gingival del 

diente natural adyacente (UD 25) como del surco periimplantar (UD 24) utilizando 

conos de papel estériles (ver Fig. 7), se aplicó el protocolo para el procesamiento de 

las muestras en el laboratorio descrito en el Capítulo III. 

   

A) P1M0: UD 25. B) P1M1: UD 24. 

Fig. 7. Crecimiento microbiano en tubos de ensayo con tioglicolato. 

 

Tabla 1. Contajes bacterianos obtenidos en el primer muestreo. Caso 1. 

Código de muestra Disponibilidad de O2 Tipo de cultivo* Carga bacteriana 

P1M0 Microaerofilia (MA) 

AS 6.4x106 UFC/ml 

BHI >1x107 UFC/ml 

EAM <1x102 UFC/ml 

A B 
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Aerobiosis (A) EAM >1x107 UFC/ml 

Anaerobiosis (AE) AS >1x107 UFC/ml 

P1M1 

Microaerofilia (MA) 

AS >1x107 UFC/ml 

BHI >1x107 UFC/ml 

EAM >1x107 UFC/ml 

Aerobiosis (A) EAM >1x107 UFC/ml 

Anaerobiosis (AE) AS >1x107 UFC/ml 

*Tipo de cultivo: AS = agar sangre. BHI = infusión cerebro-corazón. EAM = eosina-azul de metileno.  

UFC = unidades formadoras de colonias. 

 La Tabla 1 expone los resultados obtenidos en el cultivo de las muestras de la 

UD 25 (P1M0) y la UD 24 (P1M1) donde se observó un crecimiento abundante en 

todos los medios ensayados, excepto en EAM en condiciones de microerofilia para el 

diente natural y un contaje de 6.4x106 UFC/ml en AS. 

 

Tabla 2. Características observadas en muestras P1M0 y P1M1. 

Código de 

muestra 

Tipo de 

cultivo* 

Disponibilidad 

de O2** 
Dilución Características macroscópicas Características microscópicas 

P1M0 

BHI MA -6 Puntillado translúcido.  

AS MA -6 
Colonia grande, blanquecina, convexa 

de bordes regulares.  

Cocos Gram positivos en 

racimos. 

EAM A -6 Puntillado translúcido.  

AS AE -4 

Colonia 1: grande, gris, centro denso, 

hemólisis beta. 

Colonia 2: pequeña, puntiforme, 

translúcida. 

Colonia 1: bacilos cortos 

Gram variables. 

 

P1M1 

BHI MA -6 Puntillado translúcido.  

AS MA -6 Puntillado translúcido.  

EAM MA -6 Puntillado translúcido.  

EAM A -6 
Colonia mediana, translúcida, centro 

denso. 

Cocobacilos Gram variables. 

 

AS AE -6 
Colonia pequeña, puntiforme, 

translúcida. 

Bacilos cortos Gram 

negativos. 

*Tipo de cultivo: AS = agar sangre. BHI = infusión cerebro-corazón. EAM = eosina-azul de metileno.  

**Disponibilidad de oxígeno: MA = microaerofilia. A = aerobiosis. AE = anaerobiosis. 

En líneas generales se observó un puntillado translúcido sugestivo de 

microbiota habitual en ambas muestras, resaltando algunas colonias distintas (ver Fig. 

8), particularmente la colonia beta hemolítica observada en AS bajo condiciones de 

anaerobiosis y las colonias de P1M1 en EAM y AS, las cuales fueron sometidas a 

coloración de Gram para observar su morfología (ver Fig. 9). 
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A) P1M0. Agar sangre en condiciones de microaerofilia, dilución -6. B) P1M0. Agar eosina-azul de metileno en condiciones de 

aerobiosis, dilución -6. C) P1M1. Agar eosina-azul de metileno en condiciones de aerobiosis, dilución -6. D) P1M0. Agar sangre 

en condiciones de anaerobiosis, dilución -4. E) P1M1. Agar sangre en condiciones de anaerobiosis, dilución -6. 

Fig. 8. Características macroscópicas de muestras P1M0 y P1M1. 

 

  

   

A) P1M0. AS -6 en MA: cocos Gram positivos en racimos. B) P1M0. AS -4 en AE (colonia 1): bacilos cortos Gram variables.  

A B C 

D E 

A B 

C D 

www.bdigital.ula.ve

Reconocimiento-No comercial-Compartir igual



50 

 

C) P1M1. EAM -6 en A: cocobacilos Gram variables. D) P1M1. AS -6 en AE: bacilos cortos Gram negativos. 

Fig. 9. Características microscópicas de colonias seleccionadas en muestras P1M0 y 

P1M1. 

Posterior a cuatro semanas de la primera recolección de muestras, se realizó 

una segunda recolección del surco periimplantar de la UD 24 la cual se encontraba en 

esta oportunidad con un provisional de acrílico para reacondicionamiento de los 

tejidos blandos (ver Fig. 10), lo cual se registró bajo el código P1M1T2 (UD 24: 

segunda recolección de muestra, surco periimplantar, implante provisionalizado). 

Seguidamente se aplicó el protocolo de procesamiento de muestras en el laboratorio. 

  

A) Fotografía clínica intraoral. B) Provisional acrílico para UD 24. 

Fig. 10. Situación clínica, paciente Caso 1.  

 

Tabla 3. Contajes bacterianos obtenidos en el segundo muestreo. Caso 1. 

Código de muestra Disponibilidad de O2 Tipo de cultivo* Carga bacteriana 

P1M1T2 

Microaerofilia (MA) 

AS >1x107 UFC/ml 

BHI >1x107 UFC/ml 

EAM >1x107 UFC/ml 

Aerobiosis (A) EAM 1.6x108 UFC/ml 

Anaerobiosis (AE) AS >1x107 UFC/ml 

*Tipo de cultivo: AS = agar sangre. BHI = infusión cerebro-corazón. EAM = eosina-azul de metileno. 

UFC = unidades formadoras de colonias. 

 La Tabla 3 reportó que la carga bacteriana se mantuvo alta similar a la 

evidenciada en la primera recolección de muestras, solo logrando contaje en EAM 

bajo condiciones de aerobiosis. 

 

Tabla 4. Características observadas en muestra P1M1T2. 
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Código de 

muestra 

Tipo de 

cultivo* 

Disponibilidad 

de O2** 
Dilución Características macroscópicas Características microscópicas 

P1M1T2 

BHI MA -6 

Colonia 1: pequeña, blanquecina, 

puntiforme, convexa. 

Colonia 2: grande, blanquecina, 

centro denso, convexa de bordes 

regulares. 

Colonia 1: bacilos cortos 

Gram positivos.  

 

Colonia 2: cocos Gram 

positivos en racimos. 

AS MA -6 

Colonia 1: pequeña, puntiforme, 

convexa. 

Colonia 2: grande, convexa de 

bordes regulares, hemólisis alfa. 

Colonia 1: bacilos largos y 

cortos Gram positivos.  

 Colonia 2: cocos Gram 

positivos aislados.  

EAM MA -6 Puntillado translúcido.  

EAM A -6 Puntillado translúcido.  

BHI MA -6 Puntillado translúcido.  

AS AE -6 

Colonia 1: pequeña, translúcida, 

convexa. 

Colonia 2: grande, blanquecina, 

convexa. 

 

*Tipo de cultivo: AS = agar sangre. BHI = infusión cerebro-corazón. EAM = eosina-azul de metileno.  

**Disponibilidad de oxígeno: MA = microaerofilia. A = aerobiosis. AE = anaerobiosis. 

Para el segundo muestreo, se evidenció la presencia de crecimientos 

bacterianos en forma de puntillado translúcido, sugestivo de microbiota habitual, así 

mismo la presencia de colonias aisladas en los medios enriquecidos (ver Fig. 11) con 

predominio de morfologías Gram positivas (ver Fig. 12).  

 

 

   
A B C 
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A) Agar infusión cerebro-corazón y agar sangre en condiciones de microaerofilia, dilución -2, -4, -6. B) Agar infusión cerebro-

corazón en condiciones de microaerofilia, dilución -6. C) Agar sangre en condiciones de anaerobiosis, dilución -2, -4, -6. 

Fig. 11. Características macroscópicas de muestra P1M1T2. 

  

   

A) AS –6 en MA (colonia 1): bacilos largos y cortos Gram positivos. B) AS -6 en MA (colonia 2): cocos Gram positivos 

aislados. C) BHI -6 en MA (colonia 1): bacilos cortos Gram positivos. D) BHI -6 en MA (colonia 2): cocos Gram positivos en 

racimos. 

Fig. 12. Características microscópicas de colonias seleccionadas en muestra P1M1T2. 

 

4.1.2 Caso 2 

Paciente femenino de 65 años de edad, quien acudió a consulta odontológica en 

el postgrado de Rehabilitación Bucal de la Facultad de Odontología de la Universidad 

de Los Andes, asintomática, sin antecedentes sistémicos, alegando inconformidad con 

el estado actual de sus dientes. La paciente manifestó haber sido sometida a múltiples 

extracciones dentales, siendo la primera de ellas a los 45 años y la última dos años 

antes de acudir a consulta en el postgrado de Rehabilitación Bucal. La paciente refirió 

haber sido portadora de prótesis parcial removible superior, la cual suspendió su uso 

debido a perdidas dentales adicionales. Luego del examen clínico se encontró un 

periodonto reducido sin periodontitis, anodoncia falsa quirúrgica de las unidades 

dentales: 18, 17, 16, 15, 14, 21, 22, 24, 25, 26, 28, 38, 36 y 48, para un diagnóstico 

A B 

C D 
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oclusal de plano oclusal alterado y un diagnóstico protésico de edentulismo parcial 

superior clase II de Kennedy; concluyendo en un pronóstico general bueno (ver Fig. 

13).  

 

Fig. 13. Radiografía panorámica, paciente Caso 2. 

Se decidió realizar una rehabilitación integral, la cual involucró la inserción de 

implantes dentales endoóseos unitarios en el espacio correspondiente a las unidades 

dentales 15, 21, 22 y 36 (MIS® lance de hexágono interno), con las siguientes 

características: UD 15 = 4.20x10mm.; UD 21 = 3.30x13mm.; UD 22 = 3.30x10mm.; 

UD 36 = 4.20x10mm. 

4.1.2.1 Resultados Caso 2 

Para esta investigación se consideró analizar la variación de la microbiota del 

surco periimplantar de la UD 21, tomando como control el diente natural adyacente 

UD 11. El implante dental marca MIS® lance de hexágono interno con dimensiones 

de 3.30x13mm., fue colocado el 12 de marzo de 2025 y se sometió a una carga 

inmediata con un provisional acrílico por motivos estéticos.  

Dos semanas después de la cirugía para la colocación del implante, se procedió 

a las primeras recolecciones de muestras (ver Fig. 14), registradas bajo los códigos 

P2A0 (UD 11: surco gingival, diente natural adyacente al implante) y P2A1 (UD 21: 

surco periimplantar, implante provisionalizado de carga inmediata). 
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Fig. 14. Recolección de muestra en surco gingival, UD 11. 

Luego de realizar la recolección de la muestra tanto del surco gingival del diente 

natural adyacente (UD 11) como del surco periimplantar (UD 21) utilizando conos de 

papel estériles (ver Fig. 15), se aplicó el protocolo para el procesamiento de las 

muestras en el laboratorio descrito en el Capítulo III.  

  

A) P2A0: UD 11. B) P2A1: UD 21 

Fig. 15. Crecimiento microbiano en tubos de ensayo con tioglicolato.  

 

Tabla 5. Contajes bacterianos obtenidos en el primer muestreo. Caso 2. 

Código de muestra Disponibilidad de O2 Tipo de cultivo* Carga bacteriana 

P2A0 Microaerofilia (MA) 
AS >1x107 UFC/ml 

BHI >1x107 UFC/ml 

A B 
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EAM >1x107 UFC/ml 

Aerobiosis (A) EAM <1x102 UFC/ml 

Anaerobiosis (AE) AS 1.6x105 UFC/ml 

P2A1 

Microaerofilia (MA) 

AS 1x109 UFC/ml 

BHI 2.1x109 UFC/ml 

EAM 5.3x108 UFC/ml 

Aerobiosis (A) EAM 5.9x108 UFC/ml 

Anaerobiosis (AE) AS 1x109 UFC/ml 

*Tipo de cultivo: AS = agar sangre. BHI = infusión cerebro-corazón. EAM = eosina-azul de metileno.  

UFC = unidades formadoras de colonias. 

La Tabla 5 presenta los resultados obtenidos en el cultivo de la muestra de la 

UD 11 (P2A0) en la cual se observó un crecimiento mayor a lo cuantificable por 

medio de las diluciones realizadas, excepto en EAM en condiciones de aerofilia para 

el surco gingival y un contaje de 1.6x105 UFC/ml en AS bajo condiciones de 

anaerobiosis. Por otra parte, se observó contaje bacteriano cuantificable en todos los 

medios ensayados para la UD 21 (P2A1) correspondiente al surco periimplantar. 

 

Tabla 6. Características observadas en muestras P2A0 y P2A1. 

Código de 

muestra 

Tipo de 

cultivo* 

Disponibilidad 

de O2** 
Dilución Características macroscópicas Características microscópicas 

P2A0 

BHI MA -6 

Colonia pequeña, puntiforme, 

blanquecina, convexa de bordes 

regulares. 

 

AS MA -6 

Colonia pequeña, puntiforme, 

translúcida, convexa de bordes 

regulares, alfa hemólisis. 

 

EAM MA -6 Puntillado translúcido 
Bacilos cortos Gram 

variables en cadenas.  

AS AE -2 

Colonia beta hemolítica 
Bacilos cortos Gram 

negativos en cadenas. 

Colonia 1: grande, densa con punto 

blanco en el centro, halo translúcido. 

Colonia 2: grande, densa en su 

totalidad. 

Colonia 1: bacilos cortos 

Gram positivos en cadenas. 

Colonia 2: cocos Gram 

positivos en racimos. 

P2A1 

BHI MA -6 
Colonia grande, blanquecina, convexa 

de bordes poco definidos. 

Cocos Gram positivos en 

cadenas. 

AS MA -6 

Colonia grande, blanquecina, convexa 

de bordes poco definidos, alfa 

hemólisis. 

Diplococos Gram positivos y 

cocos en cadenas cortas. 

EAM MA -6 Colonia pequeña, convexa de bordes Bacilos Gram positivos en 
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definidos, olor fuerte. cadenas y levadura. 

EAM A -6 
Colonia pequeña, convexa de bordes 

definidos, olor fuerte. 
 

AS AE -6 
Colonia gris única, puntiforme y 

convexa. 
Cocobacilos Gram negativos. 

*Tipo de cultivo: AS = agar sangre. BHI = infusión cerebro-corazón. EAM = eosina-azul de metileno.  

**Disponibilidad de oxígeno: MA = microaerofilia. A = aerobiosis. AE = anaerobiosis. 

La Tabla 6 representa las características observadas en los crecimientos 

bacterianos de los cultivos ensayados en el primer muestreo, donde se evidencian 

colonias grandes y pequeñas con un hallazgo significativo en AS en condiciones de 

anaerobiosis (ver Fig. 16 y Fig. 17). Sin embargo, al análisis de las morfologías 

apreciadas al microscopio óptico para ambas muestras se observó predominio de 

microorganismos Gram positivos (ver Fig. 18 y Fig. 19) 

 

   

A) Agar eosina-azul de metileno en condiciones de microaerofilia, dilución -6. B) Agar sangre en condiciones de anaerobiosis, 

dilución -2, colonia β hemolítica. 

Fig. 16. Características macroscópicas muestra P2A0. 

 

A B 
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A) Agar sangre, infusión cerebro-corazón y eosina-azul de metileno en condiciones de microaerofilia, dilución -2, -4, -6.  

B) Agar eosina-azul de metileno en condiciones de aerobiosis, dilución -2, -4, -6. 

Fig. 17. Características macroscópicas muestra P2A1. 

 

  

   

A) EAM -6 en MA: bacilos cortos Gram variables en cadenas. B) AS -2 en AE: bacilos cortos Gram negativos en cadenas.  

C) AS -2 en AE (colonia 1): bacilos cortos Gram positivos en cadenas. D) AS -2 en AE (colonia 2): cocos Gram positivos en 

racimos. 

Fig. 18. Características microscópicas de colonias seleccionadas en muestra P2A0. 

A B 

C D 

A B 
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A y B) EAM -6 en MA: bacilos Gram positivos en cadenas y levadura. C) AS -6 en MA: diplococos Gram positivos y cocos en 

cadenas cortas. D) BHI -6 en MA: cocos Gram positivos en cadenas. E) AS -6 en AE: cocobacilos Gram negativos. 

Fig. 19. Características microscópicas de colonias seleccionadas en muestra P2A1. 

Posterior a cuatro meses de la colocación del implante dental endoóseo en la 

UD 21, período correspondiente al proceso de osteointegración, se realizó una 

segunda recolección de muestra del surco periimplantar de la unidad dental 

provisionalizada (ver Fig. 20), la cual se registró bajo el código P2A1T2 (UD 21: 

segunda recolección de muestra, surco periimplantar, implante provisionalizado de 

carga inmediata). 

  

A) Recolección de muestra en surco periimplantar UD 21. B) Crecimiento microbiano en tubo de ensayo con tioglicolato 

posterior a 48 horas de incubación. 

Fig. 20. Recolección de muestra P2A1T2. 

A B 

A B 

C D E 
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Tabla 7. Contajes bacterianos obtenidos en el segundo muestreo. Caso 2. 

Código de muestra Disponibilidad de O2 Tipo de cultivo* Carga bacteriana 

P2A1T2 

Microaerofilia (MA) 

AS 1.3x106 UFC/ml 

BHI 1.1x106 UFC/ml 

EAM 3x105 UFC/ml 

Aerobiosis (A) EAM 1.5x106 UFC/ml 

Anaerobiosis (AE) AS 1.4x106 UFC/ml 

*Tipo de cultivo: AS = agar sangre. BHI = infusión cerebro-corazón. EAM = eosina-azul de metileno.  

UFC = unidades formadoras de colonias. 

 En la Tabla 7 se puede apreciar el contaje bacteriano obtenido del surco 

periimplantar luego del segundo muestreo, a través de este se evidencia crecimiento 

bacteriano en todos los medios ensayados con niveles bajos de carga bacteriana. 

 

Tabla 8. Características observadas en muestra P2A1T2. 

Código de 

muestra 

Tipo de 

cultivo* 

Disponibilidad 

de O2** 
Dilución Características macroscópicas Características microscópicas 

P2A1T2 

BHI MA -4 

Colonia pequeña, blanquecina, 

convexa de bordes definidos y 

regulares. 

Cocos Gram positivos en 

cadenas. 

AS MA -4 

Colonia pequeña, blanquecina, 

convexa de bordes definidos y 

regulares. 

Cocos Gram positivos 

dispersos. 

EAM MA -6 Puntillado translúcido  

EAM A -6 Puntillado translúcido  

AS AE -4 

Colonia mediana, blanquecina, 

centro denso, convexa de bordes 

definidos y regulares. 

Cocos Gram negativos. 

*Tipo de cultivo: AS = agar sangre. BHI = infusión cerebro-corazón. EAM = eosina-azul de metileno.  

**Disponibilidad de oxígeno: MA = microaerofilia. A = aerobiosis. AE = anaerobiosis. 

 En la Tabla 8, se describen las características macroscópicas (ver Fig. 21 y 

Fig. 22) y microscópicas observadas en el segundo muestreo, donde se observó un 

predominio de microorganismos Gram positivos de morfología cocoide para los 

medios AS y BHI en microaerofilia; sin embargo, se encontró cocos Gram negativos 

en anaerobiosis (ver Fig. 23).  
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A) Agar sangre e infusión cerebro-corazón en condiciones de microaerofilia, dilución -2, -4, -6. B) Agar sangre en condiciones 

de microaerofilia, dilución -4. C) Agar infusión cerebro-corazón en condiciones de microaerofilia, dilución -4.  

Fig. 21. Características macroscópicas muestra P2A1T2.  

 

  

A) Agar sangre en condiciones de anaerobiosis, dilución -2, -4, -6. B) Crecimiento en agar sangre en condiciones de 

anaerobiosis, dilución -4. 

Fig. 22. Características macroscópicas muestra P2A1T2. 

 

A C 

B 

B A 
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A) AS -4 en MA: cocos Gram positivos dispersos. B) BHI -4 en MA: cocos Gram positivos en cadenas. C) AS -4 en AE: cocos 

Gram negativos. 

Fig. 23. Características microscópicas de colonias seleccionadas en muestra P2A1T2. 

 

4.1.3 Caso 3 

Paciente masculino de 68 años de edad, quien acudió a consulta odontológica en 

el postgrado de Rehabilitación Bucal de la Facultad de Odontología de la Universidad 

de Los Andes, asintomático, alegando deterioro en las condiciones de sus dientes y 

cavidad bucal. El paciente manifestó padecer insuficiencia venosa por lo que se 

encuentra en tratamiento con diosmina más hesperidina (Daflon® 500 mg) y aspirina 

100mg. Asimismo, refirió haber sido sometido a múltiples extracciones dentales, por 

lo cual es portador de prótesis parcial removible superior; además ha recibido 

tratamiento endodóntico en la UD 24 hace 25 años y tratamiento periodontal de tipo 

tartrectomía un año antes del momento de la consulta. Luego del examen clínico se 

diagnosticó gingivitis inducida por biopelícula dental leve y localizada en un 

periodonto reducido sin periodontitis, anodoncia falsa quirúrgica de las unidades 

dentales: 18, 17, 11, 21, 25, 26, 38, 37, 36, 46, 47 y 48, para un diagnóstico protésico 

de edentulismo parcial superior clase II de Kennedy, modificación 2 y edentulismo 

parcial inferior clase I de Kennedy; concluyendo en un pronóstico general bueno y un 

pronóstico individual malo para UD 16, 27 y 28 (ver Fig. 24).  

A B C 
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Fig. 24. Radiografía panorámica, paciente Caso 3. 

Se decidió realizar una rehabilitación integral, la cual involucró exodoncia de las 

UD 27 y 28, injerto de tejido óseo e instalación de implantes dentales endoóseos 

unitarios en el espacio correspondiente a las unidades dentales 11, 21 (MIS® Lance 

de hexágono interno), 25 y 26 (MIS® SEVEN de hexágono interno), con las 

siguientes características: UD 11 = 3.75x11.50mm.; UD 21 = 3.75x11.50mm.; UD 25 

= 5x10mm.; UD 26 = 5x10mm. 

4.1.3.1 Resultados Caso 3 

Para esta investigación se consideró analizar la variación de la microbiota del 

surco periimplantar de las UD 11, 21 y 25 tomando como control los dientes 

naturales adyacentes UD 22 y 24. Los implantes dentales marca MIS® Lance de 

hexágono interno con dimensiones de 3.75x11.50mm. para las UD 11 y 21, así como 

el implante dental marca MIS® SEVEN de hexágono interno con dimensiones de 

5x10mm., fueron instalados el 28 de febrero de 2025; las UD 11 y 21 se sometieron a 

una carga inmediata con provisionales de acrílico por motivos estéticos, mientras que 

en la UD 25 se instaló un pilar de cicatrización.  

Un mes después de la cirugía para la instalación de los implantes, se procedió a 

las primeras recolecciones de muestras (ver Fig. 25) las cuales fueron registradas bajo 

los códigos P3R0 (UD 24: surco gingival, diente natural adyacente al implante), 
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P3R1 (UD 11: surco periimplantar, implante provisionalizado de carga inmediata), 

P3R2 (UD 21: surco periimplantar, implante provisionalizado de carga inmediata), 

P3R3 (UD 25: surco periimplantar, implante con pilar de cicatrización) y P3R4 (UD 

22: surco gingival, diente natural adyacente al implante). 

 

Fig. 25. Recolección de muestra en surco periimplantar, UD 25. 

Luego de realizar la recolección de las muestras utilizando conos de papel 

estériles (ver Fig. 26), se procedió a aplicar el protocolo para el procesamiento de 

muestras en el laboratorio descrito en el Capítulo III. 

     

Código de muestras: A) P3R0: UD24. B) P3R1: UD 11. C) P3R2: UD 21. D) P3R3: UD 25. E) P3R4: UD 22. 

Fig. 26. Crecimiento microbiano en tubos de ensayo con tioglicolato. 

 

A B C D E 
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Tabla 9. Contajes bacterianos obtenidos en el primer muestreo. Caso 3. 

Código de muestra Disponibilidad de O2 Tipo de cultivo* Carga bacteriana 

P3R0 

Microaerofilia (MA) 

AS 7.2x108 UFC/ml 

BHI 2.9x108 UFC/ml 

EAM <1x102 UFC/ml 

Aerobiosis (A) EAM <1x102 UFC/ml 

Anaerobiosis (AE) AS >1x107 UFC/ml 

P3R1 

Microaerofilia (MA) 

AS 3.8x104 UFC/ml 

BHI 2.4x105 UFC/ml 

EAM <1x102 UFC/ml 

Aerobiosis (A) EAM <1x102 UFC/ml 

Anaerobiosis (AE) AS >1x107 UFC/ml 

P3R2 

Microaerofilia (MA) 

AS 6.3x108 UFC/ml 

BHI 3.8x108 UFC/ml 

EAM 1.1x107 UFC/ml 

Aerobiosis (A) EAM 1.2x107 UFC/ml 

Anaerobiosis (AE) AS >1x107 UFC/ml 

P3R3 

Microaerofilia (MA) 

AS 2.2x104 UFC/ml 

BHI >1x107 UFC/ml 

EAM <1x102 UFC/ml 

Aerobiosis (A) EAM <1x102 UFC/ml 

Anaerobiosis (AE) AS >1x107 UFC/ml 

P3R4 

Microaerofilia (MA) 

AS 1.9x108 UFC/ml 

BHI 3x107 UFC/ml 

EAM <1x102 UFC/ml 

Aerobiosis (A) EAM 1.9x108 UFC/ml 

Anaerobiosis (AE) AS 1.3x108 UFC/ml 

*Tipo de cultivo: AS = agar sangre. BHI = infusión cerebro-corazón. EAM = eosina-azul de metileno. 

UFC = unidades formadoras de colonias. 

 En la Tabla 9, de acuerdo a las diluciones realizadas en este estudio, se 

evidencia un contaje bacteriano menor al cuantificable en el medio de cultivo 

selectivo EAM para las muestras P3R0, P3R1 y P3R3, no obstante, se observó un 

crecimiento de colonias en EAM bajo condiciones de microaerofilia y aerobiosis en 

las muestras P3R2 y P3R4.  

 

Tabla 10. Características observadas en muestras P3R0, P3R1, P3R2, P3R3 y P3R4. 
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Código 

de 

muestra 

Tipo de 

cultivo* 

Disponibilidad 

de O2** 
Dilución Características macroscópicas Características microscópicas 

P3R0 

BHI MA -6 

Colonia grande, 

blanquecina/lechosa, convexa 

de bordes definidos. 

Cocos Gram positivos en 

cadenas. 

AS MA -4 

Colonia 1: pequeña, 

blanquecina, convexa de bordes 

definidos. 

Colonia 2: grande, blanca, 

cóncava de bordes poco 

definidos, alfa hemólisis. 

 

 

 

Colonia 2: bacilos Gram 

variables. 

AS AE -6 
Colonia blanquecina, densa, de 

bordes definidos. 

Cocos Gram negativos en 

racimos. 

P3R1 

BHI MA -2 

Colonia grande, 

blanquecina/lechosa, convexa 

de bordes definidos. 

Diplococos Gram positivos. 

AS MA -2 

Colonia grande, blanca, 

convexa de bordes indefinidos, 

alfa hemólisis. 

Cocos Gram positivos. 

AS AE -6 
Colonia gris, centro denso, con 

halo. 
Cocos Gram negativos aislados. 

P3R2 

BHI MA -6 

Colonia 1: grande, puntiforme, 

translúcida, convexa de bordes 

poco definidos, olor fuerte. 

Colonia 2: grande, puntiforme, 

opaca, convexa de bordes poco 

definidos, olor fuerte. 

Colonia 1: cocobacilos Gram 

variables. 

AS MA -6 

Colonia 1: grande, puntiforme, 

translúcida, convexa de bordes 

poco definidos, beta hemólisis. 

Colonia 2: grande, puntiforme, 

opaca, convexa de bordes poco 

definidos. 

Colonia 1: bacilos cortos Gram 

negativos. 

 

Colonia 2: bacilos cortos Gram 

negativos. 

EAM MA -6 

Colonia grande, convexa de 

centro cóncavo (umbilicado) y 

bordes definidos, brillo 

metálico. 

Bacilos Gram negativos. 

EAM A -6 

Colonia 1: grande, convexa de 

centro cóncavo (umbilicado) y 

bordes definidos, brillo 

metálico. 

Colonia 2: grande, centro 

denso, translúcida, bordes 

Colonia 1: bacilos cortos Gram 

variables. 

 

Colonia 2: bacilos cortos Gram 

negativos. 
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irregulares. 

AS AE -6 

Colonia marrón, redonda, 

centro denso, bordes irregulares 

poco definidos. 

Diplococos pequeños Gram 

variables 

P3R3 

BHI MA -6 

Colonia grande, blanquecina, 

convexa de centro cóncavo 

(umbilicado) y bordes 

definidos. 

Bacilos Gram negativos 

dispersos. 

AS MA -2 

Colonia 1: pequeña, 

blanquecina, cóncava. 

Colonia 2: pequeña, 

blanquecina, convexa, bordes 

definidos. 

Colonia 1: bacilos largos Gram 

positivos. 

 

Colonia 2: diplococos y bacilos 

largos Gram positivos. 

AS AE -6 
Colonia blanca, densa, 

puntiforme. 
Cocos Gram positivos aislados. 

P3R4 

BHI MA -4 

Colonia 1: pequeña, forma de 

flor, translúcida, bordes 

irregulares definidos. 

Colonia 2: mediana, 

blanquecina, centro denso, 

convexa de bordes regulares 

definidos. 

Colonia 3: grande, blanca, 

centro denso, bordes regulares 

definidos. 

 

BHI MA -6 

Colonia grande, blanquecina, 

centro denso, convexa de 

bordes regulares definidos. 

(Características iguales a 

colonia 2 de dilución -4) 

Cocos Gram negativos dispersos. 

AS MA -6 Puntillado translúcido  

EAM A -6 Puntillado translúcido  

AS AE -6 

Colonia 1: grande, blanquecina, 

estriada, convexa de bordes 

translúcidos irregulares poco 

definidos. 

Colonia 2: grande, blanquecina, 

estriada, centro denso, convexa 

de bordes definidos. 

Colonia 1: cocos Gram positivos. 

 

Colonia 2: cocos Gram positivos 

aislados. 

*Tipo de cultivo: AS = agar sangre. BHI = infusión cerebro-corazón. EAM = eosina-azul de metileno. 

**Disponibilidad de oxígeno: MA = microaerofilia. A = aerobiosis. AE = anaerobiosis. 

 La Tabla 10 describe las distintas características macroscópicas observadas en 

los cultivos ensayados, donde se evidencian hallazgos significativos como las 
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hemolisis alfa y beta observadas en las muestras P3R0, P3R1 y P3R2 en los cultivos 

de AS dispuestos en microaerofilia (ver Fig. 27, Fig. 28 y Fig. 29); asimismo, se 

observó el crecimiento de colonias umbilicadas con brillo metálico en EAM bajo 

condiciones de microaerofilia y aerobiosis solo en la muestra P3R2. La Tabla 10 

también expone las morfologías vistas al microscopio luego de la selección de las 

colonias, describiéndose cocos, diplococos, bacilos y cocobacilos en cantidades 

similares entre Gram positivos y Gram negativos (ver Fig. 30, Fig. 31, Fig. 32, Fig. 

33 y Fig. 34).  

  

A) P3R0. Agar sangre e infusión cerebro-corazón en condiciones de microaerofilia, dilución -2, -4, -6. B) P3R1. Agar sangre e 

infusión cerebro-corazón en condiciones de microaerofilia, dilución -2, -4, -6.   

Fig. 27. Características macroscópicas muestras P3R0 y P3R1. 

 

A B 
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A) P3R2. Agar sangre, infusión cerebro-corazón y eosina-azul de metileno en condiciones de microaerofilia, dilución -2, -4, -6. 

B) P3R2. Agar eosina-azul de metileno en condiciones de aerobiosis, dilución -2, -4, -6.   

Fig. 28. Características macroscópicas muestra P3R2. 

  

A B 

A B 
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A) P3R3. Agar sangre e infusión cerebro-corazón en condiciones de microaerofilia, dilución -2, -4, -6. B) P3R4. Crecimiento en 

agar sangre en condiciones de anaerobiosis, dilución -6. C) P3R4. Agar sangre, infusión cerebro-corazón y eosina-azul de 

metileno en condiciones de microaerofilia y aerobiosis, dilución -2, -4, -6. 

Fig. 29. Características macroscópicas muestras P3R3 y P3R4. 

   

A) BHI -6 en MA: cocos Gram positivos en cadenas. B) AS -4 en MA (colonia 2): bacilos Gram variables. C) AS -6 en AE: 

cocos Gram negativos en racimos. 

Fig. 30. Características microscópicas de colonias seleccionadas en muestra P3R0. 

   

A B C 

A B C 

C 

www.bdigital.ula.ve

Reconocimiento-No comercial-Compartir igual



70 

 

A) BHI -2 en MA: diplococos Gram positivos. B) AS -2 en MA: cocos Gram positivos. C) AS -6 en AE: cocos Gram negativos 

aislados. 

Fig. 31. Características microscópicas de colonias seleccionadas en muestra P3R1. 

   

   

A) BHI -6 en MA (colonia 1): cocobacilos Gram variables. 

B) AS -6 en MA (colonia 1): bacilos cortos Gram negativos. 

C) AS -6 en MA (colonia 2): bacilos cortos Gram negativos. 

D) EAM -6 en MA: bacilos Gram negativos. 

E) EAM -6 en A (colonia 1): bacilos cortos Gram variables. 

F) EAM -6 en A (colonia 2): bacilos cortos Gram negativos. 

..  

  

Fig. 32. Características microscópicas de colonias seleccionadas en muestra P3R2. 

  

A B C 

D E F 

G 

A B 
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A) BHI -6 en MA: bacilos Gram negativos dispersos. B) AS -2 en MA (colonia 1): bacilos largos Gram positivos.  

C) AS -2 en MA (colonia 2): diplococos y bacilos largos Gram positivos. D) AS -6 en AE: cocos Gram positivos aislados. 

Fig. 33. Características microscópicas de colonias seleccionadas en muestra P3R3. 

   

A) BHI -6 en MA: cocos Gram negativos dispersos. B) AS -6 en AE (colonia 1): cocos Gram positivos. C) AS -6 en AE (colonia 

2): cocos Gram positivos aislados. 

Fig. 34. Características microscópicas de colonias seleccionadas en muestra P3R4. 

Posterior a dos meses de la colocación de los implantes dentales endoóseos en 

las UD 11, 21 y 25, período correspondiente al proceso de osteointegración, se realizó 

una segunda recolección de muestras de los surcos periimplantares de las unidades 

dentales provisionalizadas UD 11, 21 y 25; para la UD 25 se realizó el cambio del 

pilar de cicatrización por un provisional de acrílico un mes previo a este segundo 

tiempo de recolección de muestras (ver Fig. 35). Esto se registró bajo los códigos 

P3R1T2 (UD 11: segunda recolección de muestra, surco periimplantar, implante 

provisionalizado de carga inmediata), P3R2T2 (UD 21: segunda recolección de 

muestra, surco periimplantar, implante provisionalizado de carga inmediata) y 

P3R3T2 (UD 25: segunda recolección de muestra, surco periimplantar, implante 

provisionalizado). 

C D 

A B C 
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A) Fotografía clínica intraoral, paciente Caso 3. B) Recolección en surco periimplantar UD 11. C) Recolección en surco 

periimplantar UD 21. D) Recolección en surco periimplantar UD 25. 

Fig. 35. Recolección de muestras P3R1T2, P3R2T2 y P3R3T2. 

Luego de realizar la recolección de muestras en los surcos periimplantares, 

utilizando conos de papel estériles (ver Fig. 36), se aplicó el protocolo de 

procesamiento demuestras en el laboratorio. 

   

Código de muestras: A) P3R1T2: UD 11. B) P3R2T2: UD 21. C) P3R3T2: UD 25. 

Fig. 36. Crecimiento microbiano en tubos de ensayo con tioglicolato. 

A B 

C D 

A B C 
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Tabla 11. Contajes bacterianos obtenidos en el segundo muestreo. Caso 3. 

Código de muestra Disponibilidad de O2 Tipo de cultivo* Carga bacteriana 

P3R1T2 

Microaerofilia (MA) 

AS 4.7x108 UFC/ml 

BHI 4.5x108 UFC/ml 

EAM >1x107 UFC/ml 

Aerobiosis (A) EAM 5x107 UFC/ml 

Anaerobiosis (AE) AS 2.9x108 UFC/ml 

P3R2T2 

Microaerofilia (MA) 

AS >1x107 UFC/ml 

BHI 3.2x108 UFC/ml 

EAM 1.6x106 UFC/ml 

Aerobiosis (A) EAM 2.5x106 UFC/ml 

Anaerobiosis (AE) AS 4.4x108 UFC/ml 

P3R3T2 

Microaerofilia (MA) 

AS >1x107 UFC/ml 

BHI >1x107 UFC/ml 

EAM >1x107 UFC/ml 

Aerobiosis (A) EAM >1x107 UFC/ml 

Anaerobiosis (AE) AS >1x107 UFC/ml 

*Tipo de cultivo: AS = agar sangre. BHI = infusión cerebro-corazón. EAM = eosina-azul de metileno. 

UFC = unidades formadoras de colonias. 

 En la Tabla 11, se aprecian niveles mayores a los cuantificables de carga 

bacteriana para la UD 25 durante el segundo muestreo (P3R3T2), algo que no ocurrió 

en esta ocasión para las UD 11 y 21 (P3R1T2 y P3R2T2) las cuales, sin embargo, 

reflejaron contajes bacterianos significativos en los medios ensayados.  

 

Tabla 12. Características observadas en muestras P3R1T2, P3R2T2 y P3R3T2. 

Código de 

muestra 

Tipo de 

cultivo* 

Disponibilidad 

de O2** 
Dilución Características macroscópicas 

Características 

microscópicas 

P3R1T2 

BHI MA -4 

Colonia 1: pequeña, puntiforme, 

translúcida y convexa. 

Colonia 2: grande, blanco/lechosa, 

convexa de bordes irregulares 

definidos. 

 

 

Colonia 2: bacilos cortos 

Gram negativos y cocos 

aislados Gram positivos. 

BHI MA -6 

Colonia 1: pequeña, translúcida, 

centro denso, convexa de bordes 

definidos. 

Colonia 2: grande, translúcida, 

centro denso, convexa de bordes 
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definidos. 

AS MA -4 

Colonia 1: pequeña, puntiforme, 

translúcida, convexa. 

Colonia 2: pequeña, blanca, 

convexa de bordes definidos. 

Colonia 3: grande, blanquecina, 

centro denso, bordes irregulares 

definidos, apariencia de flor. 

 

 

 

Colonia 3: bacilos cortos 

Gram negativos. 

AS MA -6 

Colonia 1: grande, 

blanco/translúcido, centro denso, 

convexa, apariencia de flor. 

Colonia 2: grande, blanca, 

prominente, convexa de bordes 

definidos. 

 

EAM MA -2 

Colonia 1: grande, apariencia de 

flor. (ver Fig. 37B) 

Colonia 2: puntillado translúcido. 

Colonia 1: bacilos cortos 

Gram negativos. 

EAM A -2 
Colonia grande, centro denso, 

convexa de bordes definidos. 
 

EAM A -4 

Colonia 1: pequeña, puntiforme, 

convexa. 

Colonia 2: grande, centro denso, 

convexa de bordes definidos. 

 

EAM A -6 
Colonia pequeña, puntiforme, 

convexa. 
 

AS AE -6 

Colonia 1: grande, marrón, centro 

denso, convexa de bordes 

translúcidos e irregulares poco 

definidos. 

Colonia 2: grande, amarillento, 

centro denso, convexa de bordes 

translúcidos e irregulares poco 

definidos. 

Colonia 1: cocos aislados y 

bacilos cortos Gram 

positivos. 

 

Colonia 2: cocos Gram 

positivos aislados. 

P3R2T2 

BHI MA -4 

Colonia 1: pequeña, puntiforme, 

translúcida, convexa de bordes 

definidos. 

Colonia 2: grande, blanca, densa, 

convexa de bordes irregulares 

definidos. 

 

BHI MA -6 

Colonia grande, translúcida, centro 

denso, convexa de bordes 

definidos. 

 

AS MA -4 
Colonia 1: puntillado translúcido. 

Colonia 2: pequeña, blanquecina, 
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centro denso, convexa de bordes 

irregulares definidos, apariencia de 

flor. 

Colonia 3: grande, blanquecina, 

bordes irregulares. 

AS MA -6 

Colonia 1: puntillado translúcido. 

Colonia 2: pequeña, blanquecina, 

centro denso, convexa de bordes 

irregulares definidos, apariencia de 

flor. 

Colonia 3: grande, blanca, convexa 

de bordes regulares translúcidos. 

 

 

Colonia 2: cocos Gram 

positivos aislados. 

 

Colonia 3: cocos Gram 

positivos. 

EAM MA -2 

Colonia 1: puntillado translúcido. 

Colonia 2: grande, centro denso, 

convexa de bordes regulares 

definidos. 

 

EAM MA -4 

Colonia 1: grande, centro denso, 

convexa de bordes regulares 

definidos, apariencia de huevo 

frito. 

Colonia 2: grande, centro denso, 

convexa de bordes regulares 

definidos. 

Colonia 1: bacilos cortos 

Gram negativos. 

 

EAM A -4 

Colonia grande, centro amplio, 

convexa de borde regular definido 

blanco en la periferia. 

Bacilos cortos Gram 

negativos. 

AS AE -6 

Colonia 1: grande, blanquecina, 

centro denso, convexa de bordes 

translúcidos e irregulares poco 

definidos. 

Colonia 2: grande, translúcida, 

centro denso, convexa de bordes 

translúcidos e irregulares poco 

definidos. 

 

P3R3T2 

BHI MA -6 Puntillado translúcido  

AS MA -4 

Colonia 1: pequeña, puntiforme, 

translúcida, convexa de bordes 

regulares definidos. 

Colonia 2: pequeña, puntiforme, 

blanquecina, convexa de bordes 

regulares definidos. 

 

 

 

Colonia 2: bacilos cortos 

Gram negativos. 

AS MA -6 

Colonia 1: pequeña, blanquecina, 

centro denso, convexa de bordes 

regulares definidos. 
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Colonia 2: pequeña, blanquecina, 

centro denso, convexa de bordes 

translúcidos regulares definidos. 

EAM MA -6 Puntillado translúcido.  

EAM A -6 Puntillado translúcido.  

AS AE -2 y -4 

Colonia 1: grande, blanquecina, 

convexa de bordes irregulares 

definidos. 

Colonia 2: puntillado translúcido. 

 

*Tipo de cultivo: AS = agar sangre. BHI = infusión cerebro-corazón. EAM = eosina-azul de metileno. 

**Disponibilidad de oxígeno: MA = microaerofilia. A = aerobiosis. AE = anaerobiosis. 

En la Tabla 12 se resalta el hallazgo de colonias marrones y amarillentas en 

AS bajo condiciones de anaerobiosis en la muestra P3R1T2 (ver Fig. 37), de igual 

manera se evidenció crecimiento bacteriano en el medio selectivo EAM en todas las 

muestras recolectadas durante el segundo muestreo (ver Fig. 37, Fig. 38 y Fig. 39). 

Además, se reportó mayor cantidad de bacilos Gram negativos en los frotis realizados 

de las colonias seleccionadas (ver Fig. 40 y Fig. 41). 

 

 
A 
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A) P3R1T2. Agar sangre, infusión cerebro-corazón y eosina-azul de metileno en condiciones de microaerofilia y aerobiosis, 

dilución -2, -4, -6. B) P3R1T2. Crecimiento en agar eosina-azul de metileno en condiciones de microaerofilia, dilución -2. C) 

P3R1T2. Crecimiento en agar sangre en condiciones de anaerobiosis, dilución-6. 

Fig. 37. Características macroscópicas muestra P3R1T2. 

 

 

Agar sangre, infusión cerebro-corazón y eosina-azul de metileno en microaerofilia y aerobiosis, dilución -2, -4, -6.  

Fig. 38. Características macroscópicas muestra P3R2T2. 

B C 
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Agar sangre, infusión cerebro-corazón y eosina-azul de metileno en microaerofilia y aerobiosis, dilución -2, -4, -6.  

Fig. 39. Características macroscópicas muestra P3R3T2. 

 

   

    

A) AS -4 en MA (colonia 3): bacilos cortos Gram negativos. B) BHI -4 en MA (colonia 2): bacilos cortos Gram negativos y 

cocos aislados Gram positivos. C) EAM -2 en MA (colonia 1): bacilos cortos Gram negativos. D) EAM -2 en MA (colonia 1): 

bacilos cortos Gram negativos. E) AS -6 en AE (colonia 1): cocos aislados y bacilos cortos Gram positivos. F) AS -6 en AE 

(colonia 2): cocos Gram positivos aislados. 

Fig. 40. Características microscópicas de colonias seleccionadas en muestra P3R1T2. 

B A C 

D E F 
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A) P3R2T2. AS -6 en MA (colonia 2): cocos Gram positivos aislados. B) P3R2T2. AS -6 en MA (colonia 3): cocos Gram 

positivos. C) P3R2T2. EAM -4 en MA (colonia 1): bacilos cortos Gram negativos. D) P3R2T2. EAM -4 en A: bacilos cortos 

Gram negativos. E) P3R3T2. AS -4 en MA (colonia 2): bacilos cortos Gram negativos. 

Fig. 41. Características microscópicas de colonias seleccionadas en muestras P3R2T2 

y P3R3T2. 

 

4.1.4 Caso 4 

Paciente femenino de 73 años de edad, quien acudió a consulta odontológica, sin 

antecedentes sistémicos, alegando inconformidad con el estado actual de sus dientes.  

La paciente manifestó presentar movilidad dental, inflamación de las encías y 

sangrado al cepillado asociado a los incisivos superiores. Como antecedentes 

odontológicos, la paciente refirió haber recibido tratamientos periodontales de tipo 

raspado y alisado radicular, asimismo, manifestó haber sido sometida a múltiples 

extracciones dentales por caries profunda y enfermedad periodontal, por lo cual es 

portador de prótesis parcial removible superior. Al examen clínico se observó zona 

eritematosa asociada a la UD 21 con movilidad dental grado III y sangrado al 

sondaje, así como también se evidenció un implante dental con signos de 

periimplantitis en el espacio correspondiente a la UD 22, por lo cual se decidió 

realizar tratamiento periodontal para UD 21 y la extracción del implante dental con 

A B 

C D E 
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regeneración ósea guiada de la zona, utilizando PUROS® cortical ZIMMER 

BIOMET Dental® en mayo de 2023. En agosto de 2024, se realizó la instalación de 

un nuevo implante dental en la UD 22 quedando sumergido con tapón de cierre. 

Posteriormente, en octubre de 2024 se realizó la instalación del implante dental post 

exodoncia de la UD 21, el cual fue sometido a carga inmediata, utilizando la corona 

del diente extraído sobre un aditamento protésico como restauración provisional. En 

abril de 2025, se procedió a realizar la exposición del implante dental sumergido para 

reacondicionamiento de los tejidos blandos con un pilar de cicatrización. 

 

Fig. 42. Secuencia cronológica de radiografías periapicales, paciente Caso 4. 

4.1.4.1 Resultados Caso 4 

Para esta investigación se consideró analizar la variación de la microbiota del 

surco periimplantar de las UD 21 y 22 tomando como control los dientes naturales 

adyacentes UD 11 y 23. Se utilizaron implantes dentales marca ZIMMER BIOMET 

Tapered Screw Vent® (T.S.V.) de hexágono interno con dimensiones de 3.70x13mm.  

Cinco meses después de la cirugía para regeneración ósea guiada y la 

instalación de los implantes, se procedió a las primeras recolecciones de muestras de 

las UD 11, 21 y 23 (ver Fig. 42) y dos semanas posteriores al procedimiento de 

exposición del implante de la UD 22 (ver Fig. 43); lo cual se registró bajo los códigos 

P4C0 (UD 11: surco gingival, diente natural adyacente al implante), P4C1 (UD 21: 

surco periimplantar, implante provisionalizado de carga inmediata con corona de 

diente natural), P4C2 (UD 22: surco periimplantar, implante con pilar de 

cicatrización) y P4C3 (UD 23: surco gingival, diente natural adyacente al implante). 
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A) Fotografía clínica intraoral, paciente Caso 4. B) Recolección en surco gingival UD 11. C) Recolección en surco periimplantar 

UD 21. 

Fig. 43. Recolección de muestras P4C0 y P4C1. 

  

A) Fotografía clínica intraoral, paciente Caso 4. B) Recolección en surco periimplantar UD 22. 

Fig. 44. Recolección de muestra P4C2. 

 Luego de realizar la recolección de muestras utilizando conos de papel 

estériles (ver Fig. 45), se procedió a aplicar el protocolo para el procesamiento de las 

muestras descrito en el Capítulo III.  

A 

B C 

A B 
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Código de muestras: A) P4C0: UD 11. B) P4C1: UD 21. C) P4C3: UD 23. 

Fig. 45. Crecimiento microbiano en tubos de ensayo con tioglicolato. 

 

Tabla 13. Contajes bacterianos obtenidos en el primer muestreo. Caso 4. 

Código de muestra Disponibilidad de O2 Tipo de cultivo* Carga bacteriana 

P4C0 

Microaerofilia (MA) 

AS >1x103 UFC/ml 

BHI <1x102 UFC/ml 

EAM <1x102 UFC/ml 

Aerobiosis (A) EAM <1x102 UFC/ml 

Anaerobiosis (AE) AS <1x102 UFC/ml 

P4C1 

Microaerofilia (MA) 

AS 1.5x105 UFC/ml 

BHI 3.9x104 UFC/ml 

EAM >1x107 UFC/ml 

Aerobiosis (A) EAM <1x102 UFC/ml 

Anaerobiosis (AE) AS 3.4x104 UFC/ml 

P4C2 

Microaerofilia (MA) 

AS >1x105 UFC/ml 

BHI 4.1x104 UFC/ml 

EAM >1x107 UFC/ml 

Aerobiosis (A) EAM 1.8x108 UFC/ml 

Anaerobiosis (AE) AS 2x105 UFC/ml 

P4C3 

Microaerofilia (MA) 

AS >1x105 UFC/ml 

BHI <1x102 UFC/ml 

EAM <1x102 UFC/ml 

Aerobiosis (A) EAM <1x102 UFC/ml 

Anaerobiosis (AE) AS 1x108 UFC/ml 

*Tipo de cultivo: AS = agar sangre. BHI = infusión cerebro-corazón. EAM = eosina-azul de metileno. 

UFC = unidades formadoras de colonias. 

A B C 
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 En la Tabla 13 se puede observar una carga bacteriana menor a lo 

cuantificable para las UD 11 y 23 (P4C0 y P4C3), correspondiente a dientes naturales 

adyacentes a los implantes dentales. Por el contrario, se reportó una carga bacteriana 

significativa para las UD 21 y 22 (P4C1 y P4C2). 

 

Tabla 14. Características observadas en muestras P4C0, P4C1, P4C2 Y P4C3. 
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Código de 

muestras 

Tipo de 

cultivo* 

Disponibilidad 

de O2** 
Dilución Características macroscópicas Características microscópicas 

P4C0 
BHI MA -4 

Colonia grande, blanquecina. 

Posible contaminante. 

(Descartado) 

 

AS MA -2 Puntillado translúcido.  

P4C1 

BHI MA -2 
Colonia grande, translúcida, 

convexa de bordes definidos. 

Cocobacilos Gram negativos en 

racimos. 

AS MA -2 y -4 Puntillado translúcido. Cocos Gram positivos en racimos. 

EAM MA -6 Puntillado translúcido.  

AS AE -2 

Colonia 1: grande, centro 

denso. 

Colonia 2: pequeña, blanca, 

densa. 

Colonia 1: cocos Gram positivos en 

racimos y cadenas. 

Colonia 2: cocos Gram negativos en 

cadenas. 

P4C2 

BHI MA -2 

Colonia 1: grande, 

blanquecina, centro denso, 

convexa de bordes poco 

definidos. 

Colonia 2: mediana, 

blanquecina/translúcida, 

convexa de bordes poco 

definidos, forma de flor. 

Colonia 1: cocos Gram positivos 

aislados. 

 

Colonia 2: cocos Gram positivos en 

cadenas. 

BHI MA -4 

Colonia grande, amarilla, 

convexa de bordes irregulares 

definidos. 

Cocos Gram positivos aislados. 

AS MA -2 

Colonia 1: pequeña, 

translúcida, puntiforme, 

convexa de bordes definidos. 

Colonia 2: mediana, centro 

blanco, presencia de halo, 

convexa, hemólisis alfa. 

 

AS MA -4 

Colonia mediana, centro 

blanco, presencia de halo, 

convexa, hemólisis alfa. 

Cocos Gram positivos aislados 

EAM MA -6 Puntillado translúcido.  

EAM A -6 Puntillado translúcido.  

AS AE -2 

Colonia 1: grande, marrón, 

centro denso, convexa de 

bordes definidos. 

Colonia 2: pequeña, grisácea, 

puntiforme, convexa de 

bordes definidos. 

Colonia 1 y 2: cocos Gram positivos 

aislados. 

AS AE -4 

Colonia grande, blanca, 

bordes irregulares definidos, 

apariencia de flor. 

Cocos Gram positivos aislados 

P4C3 BHI MA -2 Colonia grande, blanquecina,  
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*Tipo de cultivo: AS = agar sangre. BHI = infusión cerebro-corazón. EAM = eosina-azul de metileno. 

**Disponibilidad de oxígeno: MA = microaerofilia. A = aerobiosis. AE = anaerobiosis. 

 La Tabla 14, describe las características macroscópicas observadas en los 

medios de cultivo ensayados, con hallazgos significativos como la presencia de 

colonias grandes y densas, con morfologías similares a una flor, de coloración 

amarilla y con presencia de hemólisis alfa descritas en las muestras P4C1 y P4C2 (ver 

Fig. 46 y Fig. 47). Asimismo, se describe los hallazgos microscópicos observados 

luego de la tinción de Gram (ver Fig. 48, Fig. 49 y Fig. 50), donde se evidenció la 

presencia de microorganismos tanto Gram positivos como Gram negativos en la 

muestra P4C1, mientras que solo se identificó microorganismos Gram positivos en la 

muestra P4C2. 

  

A) Agar sangre, infusión cerebro-corazón y eosina-azul de metileno en condiciones de microaerofilia, dilución -2, -4, -6. B) 

Crecimiento en agar sangre en condiciones de anaerobiosis, dilución -2. 

Fig. 46. Características macroscópicas muestra P4C1. 

convexa de bordes regulares. 

Posible contaminante 

(Descartado) 

AS MA -4 

Colonia blanquecina, centro 

denso, convexa de bordes 

irregulares. 

Cocos Gram negativos aislados. 

AS AE -6 

Colonia grande, marrón, 

centro denso, convexa de 

bordes definidos. 

Cocos Gram positivos aislados. 

A B 
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A) P4C2. Agar infusión cerebro-corazón y agar sangre en condiciones de microaerofilia, dilución -2, -4, -6. B) Crecimiento en 

agar sangre en condiciones de microaerofilia, dilución -2. C) Agar sangre en condiciones de anaerobiosis, dilución -2, -4, -6. 

Muestra P4C2 (izquierda) y P4C3 (derecha). 

Fig. 47. Características macroscópicas muestras P4C2 y P4C3. 

 

  

  

A) AS -2 en MA: cocos Gram positivos en racimos. B) BHI -2 en MA: cocobacilos Gram negativos en racimos. C) AS -2 en AE 

(colonia 1): cocos Gram positivos en racimos y cadenas. D) AS -2 en AE (colonia 2): cocos Gram negativos en cadenas. 

Fig. 48. Características microscópicas de colonias seleccionadas en muestra P4C1. 

A B C 

A B 

C D 
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A) BHI -2 en MA (colonia 1): cocos Gram positivos aislados. 

B) BHI -2 en MA (colonia 2): cocos Gram positivos en cadenas. 

C) BHI -4 en MA: cocos Gram positivos aislados. 

D) AS -4 en MA: cocos Gram positivos aislados. 

E) AS -2 en MA (colonia 1): cocos Gram positivos aislados. 

F) AS -2 en MA (colonia 2): cocos Gram positivos aislados. 

G) AS -4 en AE: cocos Gram positivos aislados.  

  

Fig. 49. Características microscópicas de colonias seleccionadas en muestra P4C2. 

 

  

A) AS -4 en MA: cocos Gram negativos aislados. B) AS -6 en AE: cocos Gram positivos aislados. 

Fig. 50. Características microscópicas de colonias seleccionadas en muestra P4C3. 

 

D E F 

A B 

A B C 

G 
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Pasados dos meses de las primeras recolecciones de muestras, se realizó una 

segunda recolección en los surcos periimplantares de las unidades dentales UD 21 y 

22, en esta oportunidad ambas unidades presentaban un provisional de acrílico para 

reacondicionamiento de los tejidos periimplantares (ver Fig. 51); lo cual se registró 

bajo los códigos P4C1T2 (UD 21: segunda recolección de muestra, surco 

periimplantar, implante de carga inmediata con provisional de acrílico) y P4C2T2 

(UD 22: segunda recolección de muestra, surco periimplantar, implante 

provisionalizado). 

  

  
A) Fotografía clínica intraoral, paciente Caso 4. B) Recolección en surco periimplantar UD 21. C) Recolección en surco 

periimplantar UD 22. 

Fig. 51. Recolección de muestras P4C1T2 y P4C2T2. 

Luego de la incubación de los tubos de ensayo con tioglicolato de las muestras 

recolectadas (ver Fig. 52), se procedió a realizar el protocolo de procesamiento de 

muestras en el laboratorio.  

A 

B C 
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Código de muestras: A) P4C1T2: UD 21. B) P4C2T2: UD 22. 

Fig. 52. Crecimiento microbiano en tubos de ensayo con tioglicolato. 

 

Tabla 15. Contajes bacterianos obtenidos en el segundo muestreo. Caso 4. 

Código de muestra Disponibilidad de O2 Tipo de cultivo* Carga bacteriana 

P4C1T2 

Microaerofilia (MA) 

AS 8x107 UFC/ml  

BHI 8.4x106 UFC/ml 

EAM 8x106 UFC/ml 

Aerobiosis (A) EAM >1x107 UFC/ml 

Anaerobiosis (AE) AS 3.7x108 UFC/ml 

P4C2T2 

Microaerofilia (MA) 

AS >1x107 UFC/ml 

BHI >1x107 UFC/ml 

EAM >1x107 UFC/ml 

Aerobiosis (A) EAM >1x107 UFC/ml 

Anaerobiosis (AE) AS >1x107 UFC/ml 

*Tipo de cultivo: AS = agar sangre. BHI = infusión cerebro-corazón. EAM = eosina-azul de metileno. 

UFC = unidades formadoras de colonias. 

  La Tabla 15 evidencia un aumento significativo de carga bacteriana mayor a 

lo cuantificable en la muestra recolectada del surco periimplantar correspondiente a la 

UD 22 (P4C2T2) la cual se encontraba provisionalizada con acrílico de autocurado en 

el segundo muestreo. 

 

Tabla 16. Características observadas en muestras P4C1T2 y P4C2T2. 

A B 
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Código de 

muestras 

Tipo de 

cultivo* 

Disponibilidad 

de O2** 
Dilución Características macroscópicas Características microscópicas 

P4C1T2 

BHI MA -4 

Colonia 1: mediana, blanca, 

opaca, convexa de bordes 

regulares definidos. 

Colonia 2: grande, blanca, 

centro denso, convexa de 

bordes irregulares definidos. 

Colonia 3: pequeña, 

blanquecina, convexa de 

bordes irregulares definidos, 

forma de asterisco. 

Colonia 1: cocos Gram 

positivos aislados. 

 

Colonia 2: cocos Gram 

positivos en cadenas. 

 

Colonia 3: cocos Gram 

positivos en cadenas cortas. 

BHI MA -6 

Colonia pequeña, blanquecina, 

convexa de bordes irregulares 

definidos, forma de asterisco. 

 

AS MA -4 

Colonia 1: pequeña, 

blanquecina, convexa de 

bordes regulares poco 

definidos. 

Colonia 2: pequeña, 

blanquecina, convexa de 

bordes irregulares definidos, 

hemólisis alfa. 

Colonia 1: cocos Gram 

positivos en pares y cadenas 

cortas. 

AS MA -6 

Colonia grande, blanquecina, 

convexa de bordes irregulares 

definidos, hemólisis alfa. 

Cocobacilos pleomórficos 

Gram positivos en cadenas. 

EAM MA -4 y -6 Puntillado translúcido.  

EAM A -6 Puntillado translúcido.  

AS AE -2 

Colonia 1: pequeña, 

oscura/marrón, puntiforme, 

hemólisis beta. 

Colonia 2: grande, 

blanquecina, convexa de 

bordes irregulares definidos. 

Colonia 3: puntillado 

translúcido. 

Colonia 1: bacilos Gram 

negativos. 

 

 

AS AE -4 

Colonia 1: pequeña, blanca, 

opaca, convexa. 

Colonia 2: blanquecina, centro 

denso, translúcida en la 

periferia, convexa de bordes 

definidos. 

Colonia 3: puntiforme, 

translúcida, convexa, hemólisis 
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alfa. 

AS AE -6 

Colonia 1: blanquecina, centro 

denso, convexa de bordes 

irregulares definidos, forma de 

flor, hemólisis beta. 

Colonia 2: blanquecina, centro 

denso, translúcida en la 

periferia, convexa de bordes 

definidos. 

Colonia 1: cocos Gram 

variables en cadenas.  

 

Colonia 2: cocos Gram 

positivos. 

P4C2T2 

BHI MA -4 y -6 

Colonia 1: pequeña, blanca, 

opaca, convexa de bordes 

regulares definidos. 

Colonia 2: blanquecina, centro 

denso, convexa de bordes 

regulares definidos, translúcida 

en la periferia. 

Colonia 3: puntillado 

translúcido. 

Colonia 1: cocos Gram 

positivos. 

 

Colonia 2: cocos Gram 

positivos en pares y cadenas 

cortas. 

AS MA -2 

Colonia 1: blanca, centro 

denso, convexa de bordes 

regulares definidos. 

Colonia 2: translúcida, centro 

denso, bordes irregulares poco 

definidos. 

 

AS MA -4 

Colonia 1: grande, blanca, 

centro denso, convexa de 

bordes irregulares definidos. 

Colonia 2: pequeña, blanca, 

convexa de bordes regulares 

definidos. 

Colonia 3: pequeña, centro 

denso, umbilicada, bordes 

regulares definidos, hemólisis 

alfa. 

Colonia 1: cocos Gram 

negativos dispersos. 

AS MA -6 

Colonia 1: pequeña, blanca, 

convexa de bordes regulares 

definidos. 

Colonia 2: pequeña, centro 

denso, umbilicada, bordes 

regulares definidos, hemólisis 

alfa. 

Colonia 1: cocos Gram 

positivos en cadenas cortas. 

 

Colonia 2: cocos Gram 

positivos en cadenas. 

EAM MA -6 Puntillado translúcido.  

EAM A -6 Puntillado translúcido.  

AS AE -6 Colonia 1: blanquecina, Colonia 1: cocos Gram 
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convexa de bordes regulares 

definidos, hemólisis alfa. 

Colonia 2: blanquecina, 

convexa de bordes regulares 

definidos. 

variables. 

*Tipo de cultivo: AS = agar sangre. BHI = infusión cerebro-corazón. EAM = eosina-azul de metileno. 

**Disponibilidad de oxígeno: MA = microaerofilia. A = aerobiosis. AE = anaerobiosis. 

 La Tabla 16, representa las características macroscópicas que fueron 

encontradas en los medios ensayados durante el segundo muestreo, donde se observó 

la presencia de colonias bacterianas con capacidad de producir hemólisis alfa y beta 

en medios enriquecidos bajo condiciones de microaerofilia y anaerobiosis (ver Fig. 

53, Fig. 54, Fig. 55 y Fig. 56). Asimismo, se encontró al análisis al microscopio 

abundancia de microorganismos de forma cocoide con tinción Gram positiva y en 

menos proporción microorganismos Gram negativos de forma bacilar (ver Fig. 57 y 

Fig. 58).  

   

A) Agar sangre e infusión cerebro-corazón, dilución -2, -4, -6. B) Crecimiento en agar sangre, dilución -4. C) Crecimiento en 

agar sangre, dilución -6. D) Crecimiento en agar infusión cerebro-corazón, dilución -4. E) Crecimiento en agar infusión cerebro-

corazón, dilución -6. 

Fig. 53. Características macroscópicas observadas en condiciones de microaerofilia, 

muestra P4C1T2. 

A 

B C 

D E 
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A) Agar sangre, dilución -2, -4, -6. B) Crecimiento en agar sangre, dilución -2. C) Crecimiento en agar sangre, dilución -4. D) 

Crecimiento en agar sangre, dilución -6. 

Fig. 54. Características macroscópicas observadas en condiciones de anaerobiosis, 

muestra P4C1T2. 

 

    

A) Agar sangre e infusión cerebro-corazón, dilución -2, -4, -6. B) Crecimiento en agar infusión cerebro-corazón, dilución -4. C) 

Crecimiento en agar infusión cerebro-corazón, dilución -6. D) Crecimiento en agar sangre, dilución -4. E) Crecimiento en agar 

sangre, dilución -6. 

Fig. 55. Características macroscópicas observadas en condiciones de microaerofilia, 

muestra P4C2T2. 

 

A 

B 

D E 

A B C 

C D 
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A) Agar sangre, dilución -2, -4, -6. B) Crecimiento en agar sangre, dilución -2. C) Crecimiento en agar sangre, dilución -4. D) 

Crecimiento en agar sangre, dilución -6. 

Fig. 56. Características macroscópicas observadas en condiciones de anaerobiosis, 

muestra P4C2T2. 

 

   

   
D E F 

A B C 

A 

B 

C D 
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A) BHI -4 en MA (colonia 1): cocos Gram positivos aislados. B) BHI -4 en MA (colonia 2): cocos Gram positivos en cadenas. 

C) BHI -4 en MA (colonia 3): cocos Gram positivos en cadenas cortas. D) AS -4 en MA (colonia 1): cocos Gram positivos en 

pares y cadenas cortas. E) AS -6 en MA (colonia 2): cocobacilos Gram positivos pleomórficos en cadenas. F) AS -2 en AE 

(colonia 1): bacilos Gram negativos. G) AS -6 en AE (colonia 1): cocos Gram variables en cadenas. H) AS -6 en AE (colonia 2): 

cocos Gram positivos 

Fig. 57. Características microscópicas de colonias seleccionadas en muestra P4C1T2. 

 

   

    

A) BHI -4 en MA (colonia 1): cocos Gram positivos. B) BHI -4 en MA (colonia 2): cocos Gram positivos en pares y cadenas 

cortas. C) AS -4 en MA (colonia 1): cocos Gram negativos dispersos. D) AS -6 en MA (colonia 2): cocos Gram positivos en 

cadenas cortas. E) AS -6 en MA (colonia 3): cocos Gram positivos en cadenas. F) AS -6 en AE (colonia 1): cocos Gram 

variables. 

Fig. 58. Características microscópicas de colonias seleccionadas en muestra P4C2T2. 

 

B A C 

D E F 

G H 
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4.1.5 Caso 5 

Paciente femenino de 61 años de edad, quien acudió a consulta odontológica, sin 

antecedentes sistémicos, asintomática, alegando necesidad de restauración con 

prótesis dental. Como antecedentes odontológicos, la paciente refirió haber recibido 

tratamiento ortodóncico a los 28 años de edad, asimismo manifestó haber sido 

rehabilitada con prótesis fija implanto soportada en el año 2022 debido a fractura 

dentaria complicada en la UD 24. Luego del examen clínico e imagenológico se 

diagnosticó fractura dentaria complicada en la UD 34, por lo cual se planificó 

exodoncia de la unidad dental y una regeneración ósea guiada utilizando un aloinjerto 

PUROS® cortico medular ZIMMER BIOMET Dental® en octubre de 2023. Seis 

meses posteriores a la regeneración ósea guiada, para abril de 2024, se procedió a la 

colocación quirúrgica de un implante dental en el espacio correspondiente a la UD 34 

(ver Fig. 59), para el cual se consideró una carga diferida quedando en boca con tapón 

de cierre. 

 

Fig. 59. Radiografía periapical zona 456 inferior izquierda, paciente Caso 5. 

4.1.5.1 Resultados Caso 5 

Para esta investigación se consideró analizar la variación de la microbiota del 

surco periimplantar de la UD 34 tomando como control el diente natural adyacente 

UD 35. Se utilizó un implante dental marca ZIMMER BIOMET Tapered Screw 

Vent® (T.S.V.) de hexágono interno con dimensiones de 3.70x13mm.  

Un año después de la cirugía para la instalación del implante, se procedió a las 

primeras recolecciones de muestras de las UD 34 y 35 (ver Fig. 60); lo cual se 
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registró bajo los códigos P5D0 (UD 35: surco gingival, diente natural adyacente al 

implante) y P5D1 (UD 34: surco periimplantar, implante con tapón de cierre). 

 

  

A) Fotografía clínica intraoral, paciente Caso 5. B) Recolección en surco periimplantar UD 34. C) Recolección en surco gingival 

UD 35. 

Fig. 60. Recolección de muestras P5D0 y P5D1. 

Luego de la recolección de las muestras se procedió a realizar el protocolo de 

procesamiento de las mismas, el cual fue descrito en el Capítulo III. 

 

Tabla 17. Contajes bacterianos obtenidos en el primer muestreo. Caso 5. 

Código de muestra Disponibilidad de O2 Tipo de cultivo* Carga bacteriana 

P5D0 

Microaerofilia (MA) 

AS 2x107 UFC/ml 

BHI <1x102 UFC/ml 

EAM >1x107 UFC/ml 

Aerobiosis (A) EAM <1x102 UFC/ml 

Anaerobiosis (AE) AS >1x107 UFC/ml 

P5D1 Microaerofilia (MA) 
AS >1x107 UFC/ml 

BHI 1x107 UFC/ml 

A 

B C 
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EAM >1x107 UFC/ml 

Aerobiosis (A) EAM >1x107 UFC/ml 

Anaerobiosis (AE) AS >1x107 UFC/ml 

*Tipo de cultivo: AS = agar sangre. BHI = infusión cerebro-corazón. EAM = eosina-azul de metileno. 

UFC = unidades formadoras de colonias. 

En la Tabla 17 se reporta los niveles de carga bacteriana registrados durante el 

primer muestreo, donde se observó que la UD 35 (P5D0) correspondiente al surco 

gingival presentó en líneas generales un crecimiento bacteriano poco abundante, 

mientras que para la UD 34 (P5D1) se registraron contajes bacterianos mayores a los 

cuantificables en la mayoría de los medios de cultivo ensayados. 

 

Tabla 18. Características observadas en muestras P5D0 y P5D1. 

Código de 

muestra 

Tipo de 

cultivo* 

Disponibilidad 

de O2** 
Dilución Características macroscópicas Características microscópicas 

P5D0 

AS MA -2 

Colonia 1: grande, centro denso, halo 

translúcido/blanquecino, convexa de 

bordes irregulares, hemólisis alfa. 

Colonia 2: puntillado translúcido. 

Colonia 1: cocos Gram 

negativos dispersos.  

AS MA -6 

Colonia grande, centro denso, halo 

translúcido/blanquecino, convexa de 

bordes irregulares, hemólisis alfa. 

Cocos Gram positivos en 

racimos.  

EAM MA -6 Puntillado translúcido  

AS AE -6 Puntillado translúcido  

P5D1 

BHI MA -6 

Colonia grande, blanquecino/lechosa, 

centro denso, convexa de bordes 

definidos. 

Bacilos cortos Gram 

negativos, levaduras e hifas 

AS MA -2 
Puntillado translúcido, hemólisis alfa. 

(Descartado) 
 

AS MA -4 y -6 Puntillado translúcido.  

EAM MA -2 Puntillado translúcido.  

EAM A -6 Puntillado translúcido.  

AS AE -6 Puntillado translúcido.  

*Tipo de cultivo: AS = agar sangre. BHI = infusión cerebro-corazón. EAM = eosina-azul de metileno. 

**Disponibilidad de oxígeno: MA = microaerofilia. A = aerobiosis. AE = anaerobiosis. 

La Tabla 18 muestra los medios de cultivo ensayados donde se observó un 

predominio de crecimiento bacteriano de tipo puntillado translucido en ambas 

muestras recolectadas, lo que es sugestivo de microbiota habitual. Además, se 

observaron colonias con hemólisis alfa solo en la muestra P5D0, mientras que en la 
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muestra P5D1 se evidenció al análisis microscópico un hallazgo ocasional de 

levaduras e hifas (ver Fig. 61, Fig. 62 y Fig. 63). 

  

A) Agar infusión cerebro-corazón, agar sangre y eosina-azul de metileno, en condiciones de microaerofilia y aerobiosis, dilución 

-2, -4, -6. B) Agar sangre, en condiciones de anaerobiosis, dilución -2, -4, -6.  

Fig. 61. Características macroscópicas de muestra P5D0. 

 

  

A) Agar infusión cerebro-corazón, agar sangre y eosina-azul de metileno, en condiciones de microaerofilia y aerobiosis, dilución 

-2, -4, -6. B) Agar sangre, en condiciones de anaerobiosis, dilución -2, -4, -6.  

Fig. 62. Características macroscópicas de muestra P5D1. 

 

A B 

A B 
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A) P5D0. AS -2 en MA (colonia 1): cocos Gram negativos dispersos. B) P5D0. AS -6 en MA: cocos Gram positivos en racimos. 

C) P5D1. BHI -6 en MA: bacilos cortos Gram negativos, levaduras e hifas. 

Fig. 63. Características microscópicas de colonias seleccionadas en muestras P5D0 y 

P5D1. 

Luego de dos meses de las primeras recolecciones de muestras, se realizó una 

segunda recolección del surco periimplantar de la UD 34, en esta oportunidad el 

implante se encontraba con un pilar de cicatrización (ver Fig. 64); lo cual se registró 

bajo el código P5D1T2 (UD 34: segunda recolección de muestra, surco 

periimplantar, implante con pilar de cicatrización). Posterior a la recolección de la 

muestra con conos de papel estériles se procedió a aplicar el protocolo de 

procesamiento de muestras. 

   

A) Fotografía clínica intraoral, paciente Caso 5. B) Recolección en surco periimplantar UD 34. C) Crecimiento microbiano en 

tubo de ensayo con tioglicolato posterior a 48 horas de incubación. 

Fig. 64. Recolección de muestra P5D1T2. 

 

Tabla 19. Contajes bacterianos obtenidos en el segundo muestreo. Caso 5. 

Código de muestra Disponibilidad de O2 Tipo de cultivo* Carga bacteriana 

P5D1T2 Microaerofilia (MA) AS 1.3x108 UFC/ml 

A B C 

A B C 
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BHI 5.7x106 UFC/ml 

EAM 1.2x108 UFC/ml 

Aerobiosis (A) EAM >1x107 UFC/ml 

Anaerobiosis (AE) AS 1.8x108 UFC/ml 

*Tipo de cultivo: AS = agar sangre. BHI = infusión cerebro-corazón. EAM = eosina-azul de metileno. 

UFC = unidades formadoras de colonias. 

En la Tabla 19 se observa la carga bacteriana que fue reportada durante la 

segunda recolección de muestras para la UD 34 (P5D1T2), donde se evidenció 

contajes bacterianos cuantificables en todos los medios ensayados excepto para EAM 

en condiciones de aerobiosis.  

 

Tabla 20. Características observadas en muestra P5D1T2. 

Código de 

muestra 

Tipo de 

cultivo* 

Disponibilidad 

de O2** 
Dilución Características macroscópicas Características microscópicas 

P5D1T2 

BHI MA -4 

Colonia 1: pequeña, 

blanquecina, convexa de 

bordes irregulares definidos, 

forma de asterisco. 

Colonia 2: grande, 

blanco/lechosa, convexa de 

bordes regulares definidos. 

Colonias 2: cocos Gram positivos. 

BHI MA -6 

Colonia pequeña, blanquecina, 

convexa de bordes irregulares 

definidos, forma de asterisco. 

Cocos Gram negativos en cadenas 

cortas.  

AS MA -4 

Colonia 1: grande, blanca, 

centro denso, convexa de 

bordes regulares definidos. 

Colonia 2: grande, marrón, 

convexa de bordes regulares 

definidos, hemólisis beta. 

Colonia 3: pequeña, centro 

denso, puntiforme, convexa de 

bordes regulares, hemólisis 

beta. 

Colonia 1: cocos Gram positivos. 

AS MA -6 

Colonia 1: grande, marrón, 

convexa de bordes regulares 

definidos, hemólisis beta. 

Colonia 2: pequeña, centro 

denso, puntiforme, convexa de 

bordes regulares, hemólisis 

beta. 

Colonia 1: cocos Gram positivos en 

pares y cadenas. 

 

Colonia 2: cocos Gram negativos 

aislados. 
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EAM MA -6 Puntillado translúcido.  

EAM A -4 Puntillado translúcido.  

AS AE -4 y -6 

Colonia 1: grande, marrón, 

convexa de bordes regulares 

definidos, hemólisis alfa. 

Colonia 2: grande, puntiforme, 

blanquecina/translúcida, 

convexa de bordes regulares 

definidos. 

Colonia 1: cocos Gram negativos. 

 

 

Colonia 2: cocos Gram negativos. 

 

 

*Tipo de cultivo: AS = agar sangre. BHI = infusión cerebro-corazón. EAM = eosina-azul de metileno. 

**Disponibilidad de oxígeno: MA = microaerofilia. A = aerobiosis. AE = anaerobiosis. 

 La Tabla 20 expone los hallazgos microbiológicos observados durante el 

segundo muestreo, en esta se reportó el crecimiento de colonias marrones, así como 

hemólisis alfa y beta en AS en condiciones de microaerofilia y anaerobiosis (ver Fig. 

65, Fig. 66 y Fig. 67). De igual manera, se evidenció un predominio de morfología 

cocoide al microscopio óptico (ver Fig. 68). 

 

 

Agar sangre, infusión cerebro-corazón y eosina-azul de metileno en condiciones de microaerofilia y aerobiosis, dilución -2, -4, -

6. 

Fig. 65. Características macroscópicas muestra P5D1T2.  
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A) Crecimiento en agar infusión cerebro-corazón, dilución -4. B) Crecimiento en agar infusión cerebro-corazón, dilución -6. C) 

Crecimiento en agar sangre, dilución -2. D) Crecimiento en agar sangre, dilución -4. E) Crecimiento en agar sangre, dilución -6. 

Fig. 66. Características macroscópicas observadas en condiciones de microaerofilia, 

muestra P5D1T2. 

 

   

A) Agar sangre, dilución -2, -4, -6. B) Crecimiento en agar sangre, dilución -2. C) Crecimiento en agar sangre, dilución -4. D) 

Crecimiento en agar sangre, dilución -6. 

Fig. 67. Características macroscópicas observadas en condiciones de anaerobiosis, 

muestra P5D1T2. 

B 

C D 

A B 

C D E 

A 
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A) BHI -4 en MA (colonia 2): cocos Gram positivos. 

B) BHI -6 en MA: cocos Gram negativos en cadenas cortas. 

C) AS -4 en MA (colonia 1): cocos Gram positivos. 

D) AS -6 en MA (colonia 1): cocos Gram positivos en pares y en cadenas. 

E) AS -6 en MA (colonia 2): cocos Gram negativos aislados. 

F) AS -6 en AE (colonia 1): cocos Gram negativos. 

G) AS -6 en AE (colonia 2): cocos Gram negativos. 

  

Fig. 68. Características microscópicas de colonias seleccionadas en muestra P5D1T2. 

 

4.1.6 Caso 6 

Paciente femenino de 56 años de edad, quien acudió a consulta odontológica en 

el postgrado de Rehabilitación Bucal de la Facultad de Odontología de la Universidad 

de Los Andes, asintomática, manifestando desalojo de corona dental intraconducto en 

reiteradas ocasiones. Como antecedentes personales, la paciente refiere haber sido 

hospitalizada por amigdalectomía e histerectomía sin complicaciones, así como 

padecer miopía y astigmatismo. En cuanto a sus antecedentes odontológicos, la 

paciente reportó sangrado al cepillado, también refirió haber sido sometida a 

múltiples extracciones dentales por caries dental profunda por lo que es portadora de 

protesis fijas implantosoportadas; asimismo, manifestó haber recibido tratamiento 

D E F 

A B C 

G 
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endodóntico en las UD 12, 11, 21, 24, 25 y 27 hace 20 años. Luego del examen 

clínico e imagenológico se diagnosticó gingivitis inducida por biopelícula dental leve 

y localizada, anodoncia falsa quirúrgica de las unidades dentales: 17, 16, 15, 14, 13, 

28, 37, 36, 35 y 46, para un diagnóstico protésico de edentulismo parcial superior 

clase III de Kennedy y edentulismo parcial inferior clase III de Kennedy, 

modificación 1, así como un diagnóstico endodóntico de necrosis pulpar y 

periodontitis apical asintomática en UD 11; concluyendo en un pronóstico general 

bueno y un pronóstico individual malo para UD 11 (ver Fig. 69).  

  

Fig. 69. Radiografía panorámica, paciente Caso 6. 

Se decidió realizar una rehabilitación para la UD 11, la cual involucró exodoncia 

de la unidad dental, injerto de tejido óseo e instalación de implante dental endoóseo 

unitario en el espacio correspondiente a la UD 11 (MIS® lance de hexágono interno), 

con las siguientes dimensiones: 3.75x11.50mm. 

4.1.6.1 Resultados Caso 6 

Para esta investigación se consideró analizar la variación de la microbiota del 

surco periimplantar de la UD 11 tomando como control los dientes naturales 

adyacentes UD 21 y 22. El implante dental marca MIS® lance de hexágono interno 

con dimensiones de 3.75x11.50mm., fue instalado el 25 de febrero de 2025; el cual se 

sometió a una carga inmediata con provisional de acrílico por motivos estéticos. 
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Tres meses después de la cirugía para la colocación del implante, se procedió a 

realizar las primeras recolecciones de muestras (ver Fig. 70) bajo los códigos P6R0 

(UD 22: surco gingival, diente natural adyacente al implante), P6R1 (UD 11: surco 

periimplantar, implante provisionalizado de carga inmediata) y P6R2 (UD 21: surco 

gingival, diente natural coronado adyacente al implante). 

 

   

A) Fotografía clínica intraoral, paciente Caso 6. B) Recolección en surco periimplantar UD 11. C) Recolección en surco gingival 

UD 21. D) Recolección en surco gingival UD 22. 

Fig. 70. Recolección de muestras P6R0, P6R1 y P6R2. 

Posterior a la incubación de los tubos de ensayo con tioglicolato (ver Fig. 71), se 

procedió a realizar el protocolo de procesamiento de muestras descrito en el Capítulo 

III.   

A 

B C D 
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Código de muestras: A) P6R0: UD 22. B) P6R1: UD 11. C) P6R2: UD 21 

Fig. 71. Crecimiento microbiano en tubos de ensayo con tioglicolato. 

 

Tabla 21. Contajes bacterianos obtenidos en el primer muestreo. Caso 6. 

Código de muestra Disponibilidad de O2 Tipo de cultivo* Carga bacteriana 

P6R0 

Microaerofilia (MA) 

AS >1x107 UFC/ml 

BHI >1x107 UFC/ml 

EAM >1x107 UFC/ml 

Aerobiosis (A) EAM >1x107 UFC/ml 

Anaerobiosis (AE) AS >1x107 UFC/ml 

P6R1 

Microaerofilia (MA) 

AS >1x107 UFC/ml 

BHI 1.3x109 UFC/ml 

EAM 1.3x105 UFC/ml 

Aerobiosis (A) EAM 4x107 UFC/ml 

Anaerobiosis (AE) AS 9x108 UFC/ml 

P6R2 

Microaerofilia (MA) 

AS 4x106 UFC/ml 

BHI 1.6x106 UFC/ml 

EAM 8x103 UFC/ml 

Aerobiosis (A) EAM 1.4x104 UFC/ml 

Anaerobiosis (AE) AS 3.2x106 UFC/ml 

*Tipo de cultivo: AS = agar sangre. BHI = infusión cerebro-corazón. EAM = eosina-azul de metileno. 

UFC = unidades formadoras de colonias. 

 La Tabla 21 evidencia los contajes bacterianos obtenidos durante el primer 

muestreo, donde se reportó niveles de carga bacteriana más bajos en las UD 11 y 21 

(P6R1 y P6R2) correspondientes a un implante dental de carga inmediata y un diente 

natural con corona protésica, mientras que para la UD 22 (P6R0) que corresponde a 

A B C 
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un diente natural se determinó una carga bacteriana mayor a lo cuantificable en todos 

los medios ensayados.  

Tabla 22. Características observadas en muestras P6R0, P6R1 y P6R2. 

Código de 

muestra 

Tipo de 

cultivo* 

Disponibilidad 

de O2** 
Dilución Características macroscópicas Características microscópicas 

P6R0 

BHI MA -2 

Colonia 1: pequeña, puntiforme, 

translúcida. 

Colonia 2: pequeña, blanca, 

puntiforme, convexa de bordes 

regulares definidos. 

 

Colonia 2: cocos Gram 

negativos y cocos Gram 

positivos en cadenas. 

AS MA -2 

Colonia 1: pequeña, puntiforme, 

translúcida. 

Colonia 2: pequeña, blanca, 

puntiforme, convexa de bordes 

regulares definidos. 

 

EAM MA -6 Puntillado translúcido  

EAM A -6 Puntillado translúcido  

AS AE -6 

Colonia 1: grande, blanquecina, 

estriada/estrellada, convexa de bordes 

irregulares poco definidos. 

Colonia 2: grande, marrón/oscura, 

convexa de bordes irregulares. 

Colonia 3: puntillado translúcido. 

 

 

Colonia 2: cocos Gram 

positivos aislados y en 

cadenas. 

 

P6R1 

BHI MA -6 

Colonia 1: pequeña, blanquecina, 

puntiforme, convexa de bordes 

regulares definidos. 

Colonia 2: grande, blanquecina, 

centro denso, convexa de bordes 

regulares definidos. 

 

 

Colonia 2: cocos Gram 

positivos y Gram negativos. 

AS MA -2 

Colonia 1: grande, blanquecina, 

centro denso, convexa de bordes 

irregulares definidos, forma de flor. 

Colonia 2: pequeña, puntiforme, 

translúcida. 

Colonia 1: bacilos cortos Gram 

negativos. 

AS MA -6 

Colonia 1: grande, marrón, convexa 

de bordes irregulares definidos, 

forma de huevo frito. 

Colonia 2: mediana, blanquecina, 

centro denso, translúcida en la 

periferia, convexa de bordes 

irregulares definidos, forma de flor. 

Colonia 3: blanca, convexa de bordes 

regulares. 

Colonia 1: cocos Gram 

positivos. 
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Colonia 4: puntillado translúcido. 

EAM MA -2 

Colonia 1: grande, centro denso, 

umbilicada, convexa de bordes 

definidos, brillo metálico. 

Colonia 2: puntillado translúcido. 

 

EAM A -2 y -4 

Colonia 1: grande, centro denso, 

umbilicada, convexa de bordes 

definidos, brillo metálico. 

Colonia 2: puntillado translúcido. 

Bacilos Gram negativos. 

 

AS AE -6 

Colonia 1: pequeña, marrón, 

umbilicada, convexa de bordes 

irregulares definidos. 

Colonia 2: grande, marrón, convexa 

de bordes poco definidos. 

Colonia 1: cocos Gram 

positivos aislados. 

 

P6R2 

BHI MA -2 

Colonia 1: grande, blanquecina, 

centro denso, convexa de bordes 

irregulares. 

Colonia 2: pequeña, blanquecina, 

puntiforme, convexa de bordes 

regulares. 

 

BHI MA -4 

Colonia grande, blanquecina, centro 

denso, convexa de bordes irregulares 

poco definidos. 

Cocos Gram positivos aislados 

y bacilos largos Gram 

positivos. 

AS MA -2 

Colonia 1: grande, amarillenta, centro 

denso, convexa de bordes definidos, 

hemólisis alfa. 

Colonia 2: pequeña, puntiforme, 

translúcida. 

Colonia 1: cocos Gram 

positivos en racimos. 

 

AS MA -4 

Colonia 1: pequeña, blanquecina, 

centro denso, convexa de bordes 

poco definidos. 

Colonia 2: pequeña, translúcida, 

centro denso, convexa de bordes 

irregulares. 

 

 

 

Colonia 2: cocos Gram 

positivos aislados y en 

cadenas. 

AS MA -6 
Colonia grande, translúcida, centro 

denso, convexa de bordes irregulares. 
 

EAM MA -2 

Colonia blanquecina, puntiforme, 

convexa de bordes translúcidos 

irregulares. 

Bacilos cortos Gram negativos 

en cadenas. 

EAM A -2 

Colonia blanquecina, puntiforme, 

convexa de bordes translúcidos 

irregulares. 

Bacilos cortos Gram positivos 

en cadenas. 

 

AS AE -2 
Colonia 1: grande, blanca, convexa 

de bordes definidos. 
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Colonia 2: grande, marrón, centro 

denso, convexa de bordes irregulares, 

hemólisis alfa. 

Colonia 2: cocos Gram 

variables aislados. 

 

*Tipo de cultivo: AS = agar sangre. BHI = infusión cerebro-corazón. EAM = eosina-azul de metileno. 

**Disponibilidad de oxígeno: MA = microaerofilia. A = aerobiosis. AE = anaerobiosis. 

 En la Tabla 22 se exponen las características macroscópicas y microscópicas 

observadas para los cultivos realizados. Se observó un crecimiento bacteriano en 

EAM para la muestra P6R1 cuyas colonias presentaron brillo metálico en el agar, lo 

cual es típico de microorganismos fermentadores de lactosa (ver Fig. 73); asimismo, 

se pudieron evidenciar distintas morfologías en las colonias cultivadas, entre ellas se 

puede mencionar colonias grandes, puntiformes, con forma de flor y forma de huevo 

frito, de coloración marrón u oscuras, e incluso se reportó hemólisis alfa en medios 

enriquecidos (ver Fig. 72, Fig. 73 y Fig. 74). De igual manera, al análisis 

microscópico se evidenció la presencia de microorganismos con morfologías 

cocoides y bacilares con tinción Gram positiva y Gram negativa en proporciones 

similares (ver Fig. 75, Fig. 76 y Fig. 77).  

 

  

A) Agar sangre e infusión cerebro-corazón, en condiciones de microaerofilia, dilución -2, -4, -6. B) Agar sangre, infusión 

cerebro-corazón y eosina-azul de metileno, en condiciones de microaerofilia y aerobiosis, dilución -2, -4, -6. 

Fig. 72. Características macroscópicas observadas en muestras P6R0 y P6R1. 

 

A B 
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A) Agar sangre en condiciones de microaerofilia, dilución -2. B) Agar sangre en condiciones de microaerofilia, dilución -6. C) 

Agar eosina-azul de metileno en condiciones de microaerofilia, dilución -2. D) Agar eosina-azul de metileno en condiciones de 

aerobiosis, dilución -2. 

Fig. 73. Características macroscópicas observadas en muestra P6R1.  

 

Agar sangre, infusión cerebro-corazón y eosina-azul de metileno, en condiciones de microaerofilia y aerobiosis, dilución -2, -4, -

6. 

Fig. 74. Características macroscópicas observadas en muestra P6R2. 

A B 

C D 
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A) BHI -2 en MA (colonia 2): cocos Gram negativos y cocos Gram positivos en cadenas. B) AS -6 en AE (colonia 2): cocos 

Gram positivos aislados y en cadenas. 

Fig. 75. Características microscópicas de colonias seleccionadas en muestra P6R0. 

 

   

   

A) AS -2 en MA (colonia 1): bacilos cortos Gram negativos. B) AS -6 en MA (colonia 1): cocos Gram positivos. C) BHI -6 en 

MA (colonia 2): cocos Gram positivos y Gram negativos. D) EAM -4 en A: bacilos Gram negativos. E) AS -6 en AE (colonia 

1): cocos Gram positivos aislados. 

Fig. 76. Características microscópicas de colonias seleccionadas en muestra P6R1. 

 

A B 

C D E 

A B 
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A) AS -2 en MA (colonia 1): cocos Gram positivos en racimos. B) AS -4 en MA (colonia 2): cocos Gram positivos aislados y en 

cadenas. C) BHI -4 en MA: cocos Gram positivos aislados y bacilos largos Gram positivos. D) EAM -2 en MA: bacilos cortos 

Gram negativos en cadenas. E) EAM -2 en A: bacilos cortos Gram positivos en cadenas. F) AS -2 en AE (colonia 2): cocos 

Gram variables aislados. 

Fig. 77. Características microscópicas de colonias seleccionadas en muestra P6R2. 

 

Posterior a seis semanas de la primera recolección de muestras y considerando 

una semana después de la colocación de la corona definitiva cemento atornillada en 

zirconio, se realizó una segunda recolección de muestra del surco periimplantar de la 

unidad dental UD 11 (ver Fig. 78); lo cual se registró bajo el código P6R1T2 (UD 

11: segunda recolección de muestra, surco periimplantar, corona definitiva en 

zirconio cemento atornillada). Posteriormente, se aplicó el protocolo de 

procesamiento de muestras en el laboratorio. 

B A C 

D E F 
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A) Recolección en surco periimplantar UD 11. B) Crecimiento microbiano en tubo de ensayo con tioglicolato posterior a 48 

horas de incubación. 

Fig. 78. Recolección de muestra P6R1T2.  

 

Tabla 23. Contajes bacterianos obtenidos en el segundo muestreo. Caso 6. 

Código de muestra Disponibilidad de O2 Tipo de cultivo* Carga bacteriana 

P6R1T2 

Microaerofilia (MA) 

AS 2.8x109 UFC/ml 

BHI 8.8x108 UFC/ml 

EAM 2x106 UFC/ml 

Aerobiosis (A) EAM 3x107 UFC/ml 

Anaerobiosis (AE) AS 2.8x109 UFC 

*Tipo de cultivo: AS = agar sangre. BHI = infusión cerebro-corazón. EAM = eosina-azul de metileno. 

UFC = unidades formadoras de colonias. 

 En la Tabla 23 se observan los contajes bacterianos obtenidos durante el 

segundo muestreo para la UD 11, donde se evidenció una carga bacteriana similar a la 

determinada en el mismo surco periimplantar durante la primera recolección de 

muestras.   

 

Tabla 24. Características observadas en muestra P6R1T2. 

Código de 

muestra 

Tipo de 

cultivo* 

Disponibilidad 

de O2** 
Dilución Características macroscópicas Características microscópicas 

P6R1T2 

BHI MA -6 

Colonia pequeña, blanquecina, 

puntiforme, convexa de bordes 

regulares definidos. 

Bacilos Gram positivos 

dispersos. 

AS MA -6 

Colonia pequeña, blanquecina, 

puntiforme, convexa de bordes 

regulares definidos, hemólisis alfa. 

Bacilos Gram positivos 

dispersos. 

A B 
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EAM MA -6 Puntillado translúcido.  

EAM A -6 Puntillado translúcido.  

AS AE -6 

Colonia pequeña, 

blanco/translúcida, convexa de 

bordes regulares definidos, 

hemólisis alfa, halo vinotinto. 

Bacilos Gram positivos 

dispersos 

*Tipo de cultivo: AS = agar sangre. BHI = infusión cerebro-corazón. EAM = eosina-azul de metileno. 

**Disponibilidad de oxígeno: MA = microaerofilia. A = aerobiosis. AE = anaerobiosis. 

 Tabla 24 se describen las características observadas durante el segundo 

muestreo en los medios ensayados, aquí se evidenció una proliferación de colonias 

bacterianas pequeñas, puntiformes, blanquecinas y translúcidas sugestivo de 

microorganismos comensales (ver Fig. 79 y Fig. 80). Asimismo, se observó un 

predominio de bacilos Gram positivos en los frotis de las colonias seleccionadas (ver 

Fig. 81). 

 

A) Agar sangre e infusión cerebro-corazón en condiciones de microaerofilia, dilución -2, -4, -6. B) Crecimiento en agar sangre 

en condiciones de microaerofilia, dilución -6. C) Crecimiento en agar infusión cerebro-corazón en condiciones de microaerofilia, 

dilución -6.  

Fig. 79. Características macroscópicas observadas en muestra P6R1T2. 

A 

B 

C 
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A) Agar sangre en condiciones de anaerobiosis, dilución -2, -4, -6. B) Crecimiento en agar sangre en condiciones de 

anaerobiosis, dilución -6.  

Fig. 80. Características macroscópicas observadas en muestra P6R1T2. 

 

   

A) AS -6 en MA: bacilos Gram positivos dispersos. B) BHI -6 en MA: bacilos Gram positivos dispersos. C) AS -6 en AE: 

bacilos Gram positivos dispersos. 

Fig. 81. Características microscópicas de colonias seleccionadas en muestra P6R1T2. 

 

 

 

 

 

 

 

A B 

A B C 
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CAPÍTULO V 

DISCUSIÓN 

 Las biopelículas microbianas indudablemente desempañan un papel esencial 

en el proceso de salud y enfermedad en torno a los implantes dentales, lo cual sucede 

de una forma similar en los dientes naturales. Las bacterias se adhieren a la porción 

supragingival del implante y posteriormente colonizan el surco periimplantario. La 

instalación de nuevas superficies en cavidad bucal, representan nuevas oportunidades 

de colonización por distintos tipos de microorganismos, sin embargo, la adhesión 

bacteriana está influida por el tipo de material implantado y las características de su 

superficie(74–76). 

El objetivo de esta investigación fue analizar la variación de la microbiota del 

surco periimplantar en seis pacientes sometidos a rehabilitación protésica con 

implantes dentales endoóseos unitarios, considerando la recolección de muestras en al 

menos dos momentos durante el proceso de rehabilitación en los surcos 

periiimplantares de las unidades dentales seleccionadas como parte del estudio, así 

como una recolección de muestra en surcos gingivales de los dientes naturales 

adyacentes a los implantes en cuestión, con el fin de obtener una referencia de los 

posibles colonizadores iniciales del espacio biológico.   

En cuanto a los hallazgos obtenidos del Caso 1, se pudo evidenciar una carga 

bacteriana más elevada en la primera recolección de muestra del surco periimplantar 

de la UD 24 (P1M1), la cual contaba con un pilar de cicatrización instalado, en 

comparación de la carga bacteriana obtenida del surco gingival de la UD 25 (P1M0). 

Sin embargo, se observaron niveles similares de carga bacteriana en la segunda 

recolección de muestra de la UD 24 encontrándose en esta oportunidad en un estadio 

de provisionalización (P1M1T2), con resultados mayores a los cuantificables por 

medio de las diluciones realizadas en casi la totalidad de los medios de cultivos 

utilizados.  
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Autores como Scarano et al.(77), Cortés(4) y Pérez y Pérez(43) reportaron en 

sus investigaciones que las características de las superficies del implante, su 

rugosidad y la energía libre superficial del material son un factor clave para la 

adhesión bacteriana, sirviendo el implante como base para el establecimiento y 

crecimiento de la nueva biopelícula en el ecosistema oral. Diversos estudios que 

comparan distintos tipos de superficies, incluyendo lisas, rugosas y moderadamente 

rugosas, concluyen que la adhesión bacteriana y posible aparición de enfermedades 

periimplantarias son más propensas a ocurrir en presencia de superficies rugosas, por 

lo tanto las superficies más lisas y menos porosas dificultan el acumulo de biopelícula 

disminuyendo o impidiendo la adhesión bacteriana(74,77). 

Si bien los niveles de carga bacteriana fueron similares en ambos momentos 

de la rehabilitación protésica en el Caso 1, se observaron variaciones en cuanto a las 

características macroscópicas y microscópicas encontradas en los cultivos. Para las 

primeras recolecciones de muestras se encontró en el diente natural adyacente 

(P1M0) en frotis obtenidos a partir de cultivos en condiciones de microaerofilia, una 

predominancia de cocos Gram positivos en racimos así como bacilos cortos Gram 

variables en condiciones de anaerobiosis, lo que podría presumir presencia de 

microorganismos como Staphylococcus spp. y Fusobacterium spp., respectivamente. 

Por otra parte, en el implante correspondiente a la UD 24 (P1M1), se encontró 

crecimiento de enterobacterias en condiciones de aerobiosis observando cocobacilos 

Gram variables, así como también se pudo evidenciar el crecimiento de bacilos cortos 

Gram negativos en condiciones de anaerobiosis, sugiriendo la presencia de géneros 

bacterianos como Klebsiella spp. y Capnocytophaga spp., respectivamente. 

Observando características microbianas de géneros comúnmente involucrados en 

procesos patológicos periodontales, y de acuerdo a lo expuesto por Di Spirito et al. 

(78), los hallazgos podrían presumir una disbiosis incipiente en la microbiota 

periimplantaria lo que podría aumentar la patogenicidad de la biopelícula y afectar la 

respuesta inmune local con mayor riesgo inflamatorio.  

Sin embargo, en la segunda recolección de muestra de la UD 24 (P1M1T2) se 

encontró predominancia de cocos y bacilos Gram positivos facultativos, lo cual 

www.bdigital.ula.ve

Reconocimiento-No comercial-Compartir igual



119 

 

sugiere presencia de géneros bacterianos como Streptococcus spp., Actinomyces spp. 

Rothia spp. y Staphylococcus spp. Estos hallazgos, junto con las características 

clínicas observadas en el paciente 1, indican una recolonización por microbiota 

comensal más madura y estable lo que se traduce a un ecosistema con menor riesgo 

de patogenicidad(78). 

Una vez el implante se expone al medio bucal, las glucoproteínas de la saliva 

se adhieren a la superficie del mismo con la consiguiente colonización microbiana; a 

partir de la formación de la película adquirida tiene lugar el primer paso para la 

formación de la biopelícula. Como reporta Burvega(74) en su estudio, dos días 

después de la colonización inicial la biopelícula supragingival está formada por cocos 

y bacilos Gram positivos anaerobios facultativos, mientras que la biopelícula 

subgingival se comporta como un reflejo de la biopelícula supragingival con las 

influencias ecológicas que supone el surco periimplantario. Así como también lo 

reporta Lafaurie et al.(35) en pacientes parcialmente edéntulos, la microbiota del 

surco periimplantar es similar a la de los sitios de dientes naturales sanos, donde se 

evidencia un número elevado de cocos y bacilos Gram positivos anaerobios 

facultativos no móviles, por esta razón los cocos predominan en estos sitios con un 

porcentaje que va del 56 al 80%, con ausencia o escasa proporción de espiroquetas y 

bacilos Gram negativos anaerobios(74–76).  

En lo referente a los hallazgos microbiológicos obtenidos del Caso 2, se 

observó una carga bacteriana mayor a lo cuantificable, según las diluciones realizadas 

en este estudio, para los medios de cultivo sometidos a microaerofilia de la muestra 

recolectada del diente natural UD 11 (P2A0) adyacente al implante dental, sin 

crecimiento reportado en aerobiosis y una carga cuantificable de 1.6x105 UFC/ml en 

anaerobiosis; por el contrario, se encontró una menor carga bacteriana en la muestra 

recolectada del surco periimplantar correspondiente a la UD 21 (P2A1) con 

crecimiento de colonias microbianas en todos los medios de cultivos sometidos a las 

distintas concentraciones de oxígeno establecidas para esta investigación. Asimismo, 

luego de cuatro meses se pudo evidenciar una disminución significativa de la carga 

bacteriana presente en el surco periimplantar de la unidad dental provisionalizada 
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(P2A1T2). Este hallazgo podría favorecer la evolución clínica del tratamiento 

rehabilitador. 

En cuanto a las características macroscópicas y microscópicas observadas en 

los cultivos obtenidos de la muestra P2A0, sugieren la presencia de una biopelícula 

mixta en el surco gingival compuesta por bacilos Gram positivos y Gram variables, 

compatibles con géneros de microorganismos comensales como Actinomyces spp. y 

Leptotrichia spp., así como también se identificó la presencia de bacilos cortos Gram 

negativos en cadenas, características que orientan a la participación de 

microorganismos asociados a procesos periodontales como Fusobacterium spp. Por 

otra parte, los hallazgos obtenidos de la muestra P2A1 de un implante dental 

provisionalizado de carga inmediata insinúan una diversidad microbiana con mayor 

relevancia clínica pero en menores proporciones en comparación con el diente 

natural, lo cual incluye morfologías microbianas tales como bacilos cortos Gram 

positivos, cocobacilos Gram negativos, diplococos y cocos Gram positivos 

orientando a la participación de géneros bacterianos como Lactobacillus spp., 

Actinomyces spp., Capnocytophaga spp. y Streptococcus spp., además de un hallazgo 

ocasional de levaduras que podría sugerir la participación de Candida spp.; esto 

sugiere la formación de una biopelícula resistente que podría favorecer la inflamación 

crónica y convertirse en un problema si no se tienen las medidas adecuadas de 

monitoreo e higiene bucal(78).  

Sin embargo, los resultados obtenidos posteriores al procesamiento de la 

segunda recolección de muestra del surco periimplantar (P2A1T2), resaltan una 

maduración en la composición de la biopelícula con el predominio de cocos Gram 

positivos y Gram negativos que sugieren la presencia de géneros como Streptococcus 

spp. y Veillonella spp., lo cual se traduce a un patrón de colonización periimplantar 

típica, de acuerdo a lo reportado por Di Spirito et al.(78), con menor complejidad 

microbiana tras cuatro meses de evolución. Esto podría correlacionarse con los 

hallazgos clínicos favorables observados en el paciente 2.  

Actualmente, se conoce que los tejidos periimplantarios se comportan de 

manera similar a los periodontales frente a la agresión microbiana, por lo cual se 
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considera estricto el control de la microbiota en torno a los implantes, mediante 

medidas adecuadas de higiene y mantenimiento para asegurar una condición de éxito 

a largo plazo en la rehabilitación(76). 

En el Caso 3, de acuerdo al registro de las unidades formadoras de colonias 

(UFC/ml) obtenido posterior al procesamiento de las recolecciones iniciales, se 

evidenció niveles de carga bacteriana similares tanto en las muestras recolectadas de 

surcos gingivales (P3R0 y P3R4) como en las muestras recolectadas de los surcos 

periimplantares de las unidades dentales consideradas para esta investigación, 

destacando que dos de ellas se encontraban en provisionalización por carga inmediata 

(P3R1 y P3R2) y una de ellas con un pilar de cicatrización (P3R3). Posteriormente, 

transcurridos dos meses, se realizó la segunda recolección de muestras en los surcos 

periimplantarios, donde se observó niveles equivalentes de carga bacteriana a las 

obtenidas de la primera recolección de muestras, evidenciando un leve aumento para 

la muestra P3R1T2 y una leve disminución para la muestra P3R2T2, correspondiente 

a las UD 11 y 21, respectivamente; con la excepción de la UD 25 (P3R3T2), la cual 

mostró un aumento significativo de la carga bacteriana mayor a lo cuantificable en las 

diluciones realizadas. Esto último podría atribuirse al cambio en el estadio de la 

rehabilitación dental, al pasar de un pilar de cicatrización a la instalación de un 

provisional de acrílico; considerando un cambio en la rugosidad de la superficie y la 

energía libre superficial de los materiales involucrados, así como lo expuesto por 

Cortés(4) en su investigación. 

 Según las características macroscópicas y microscópicas observadas de los 

cultivos realizados en el Caso 3, se puede evidenciar una variación significativa entre 

los dientes naturales y los implantes dentales analizados. Para las UD 22 y 24, 

correspondiente a dientes naturales adyacentes sin signos clínicos de inflamación, se 

encontró una predominancia de morfologías bacterianas de cocos Gram positivos y 

Gram negativos seguido de bacilos Gram variables, lo que sugiere la presencia de 

géneros bacterianos como Streptococcus spp., Peptostreptococcus spp., Veillonella 

spp. y Rothia spp., característicos de microbiota comensal en biopelículas 

subgingivales mixtas y maduras. Por el contrario, en el análisis de las muestras 
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recolectadas de los surcos periimplantares se encontró indicios de una microbiota más 

compleja y diversa a pesar de no presentarse signos clínicos de disbiosis oral en el 

paciente, durante ninguno de los dos momentos considerados para el análisis 

microbiológico de esta investigación. 

 Si bien para la UD 11 (P3R1), correspondiente a un implante provisionalizado 

de carga inmediata, durante el primer momento de recolección de muestras se 

observaron morfologías características de microorganismos comensales, tales como 

cocos Gram positivos y en menor proporción cocos Gram negativos, sugieren la 

participación de géneros bacterianos de tipo Streptococcus spp. y Veillonella spp., 

pasados dos meses de la colocación del implante dental se encontraron cambios 

significativos en las morfologías macroscópicas y microscópicas obtenidas de los 

cultivos realizados.   

En esta segunda recolección de muestra (P3R1T2) se evidenció predominio de 

bacilos cortos Gram negativos seguido de cocos Gram positivos, en los medios de 

cultivo agar sangre e infusión cerebro-corazón bajo condiciones de microaerofilia, lo 

cual sugiere, junto a las características macroscópicas de las colonias involucradas,  

posible aislamiento de Aggregatibacter actinomycetemcomitans y Streptococcus spp.; 

asimismo, se pudo describir un predominio de cocos Gram positivos seguido de 

bacilos cortos Gram positivos en condiciones de anaerobiosis lo que podría implicar 

la presencia de Peptostreptococcus spp. y Actinomyces spp.; por último, se 

encontraron colonias de aspecto mucoide, grandes, de coloración morado/rosado sin 

brillo metálico en agar eosina-azul de metileno conformado por bacilos cortos Gram 

negativos insinuando el posible hallazgo de enterobacterias como Klebsiella spp. o 

Enterobacter spp., lo cual indica una colonización oportunista que puede asociarse a 

una biopelícula madura más resistente. 

 En cuanto a la UD 21 (P3R2), la cual también corresponde a un implante 

dental provisionalizado de carga inmediata en el paciente 3, para la primera 

recolección de muestra se encontró un predominio de bacilos cortos Gram negativos 

seguido de cocobacilos y diplococos Gram variables en microaerofilia y anaerobiosis, 

esto implicaría la participación de microorganismos como Fusobacterium spp., 
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Capnocytophaga spp., Actinomyces spp. y Veillonella spp. Además, se evidenció un 

crecimiento de enterobacterias en el medio de cultivo eosina-azul de metileno bajo 

condiciones de microaerofilia y aerobiosis, conformado por bacilos Gram negativos 

que, por su característica macroscópica clásica de brillo metálico en las colonias 

cultivadas, insinúan el aislamiento de Escherichia coli.  

Estos primeros hallazgos sugieren estar en presencia de una colonización 

oportunista, sin embargo, en la segunda recolección de muestra (P3R2T2) hubo un 

mayor predominio de cocos Gram positivos aislados en agar sangre bajo condiciones 

de microaerofilia, lo que implica una colonización más estable por géneros de 

microorganismos comensales como Streptococcus spp. Del mismo modo, se reportó 

crecimiento de colonias con bacilos cortos Gram negativos en agar eosina-azul de 

metileno, que si bien no mostraron en esta oportunidad brillo metálico propio de 

microorganismos fermentadores de lactosa como E. coli, involucra posiblemente 

otras enterobacterias como Klebsiella spp. o Enterobacter spp. 

Por otra parte, para las primeras muestras recolectadas del surco 

periimplantario de la UD 25 con un pilar de cicatrización (P3R3), se observó 

predominio de bacilos largos y diplococos Gram positivos seguido de bacilos Gram 

negativos, correspondientes a posibles géneros bacterianos comensales como 

Actinomyces spp. y Streptococcus spp., así como algún posible oportunista como 

Capnocytophaga spp. Sin embargo, para la segunda recolección de muestra de la 

unidad dental ya provisionalizada (P3R3T2), se evidenció un predominio de bacilos 

cortos Gram negativos que, junto con las características macroscópicas de las 

colonias observadas, insinúan la presencia de microorganismos oportunistas como 

Klebsiella spp. o Enterobacter spp. 

El comportamiento microbiológico reportado en el Caso 3, que involucra 

tanto la exacerbación de la carga bacteriana entre los muestreos, así como también la 

participación de posibles microorganismos oportunistas con alto grado de 

patogenicidad, según lo reportado por Astudillo(79) y Dinatale y Guilarte(80), puede 

verse influenciado por la respuesta inmune local a causa de la carga inmediata a la 

cual son sometidos los implantes dentales, donde factores como la microfiltración 
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entre la interfaz implante/pilar pueden provocar un infiltrado inflamatorio crónico 

mayor que en los tejidos periodontales induciendo mayor susceptibilidad a posibles 

procesos inflamatorios. Del mismo modo, de acuerdo a los estudios de Hao et al.(81), 

Singh et al.(82), Kaintura y Ramar(83) y Mazurek(84), lo observado en el Caso 3 

también podría deberse a las propiedades de los materiales utilizados para la 

provisionalización de las unidades dentales, considerando que la porosidad de las 

resinas acrílicas y las características del pulido pueden favorecer la retención de 

biopelícula y adherencia microbiana. No obstante, así como lo afirman Abebe(85) y 

Gurenlian(86), debe tomarse en consideración factores individuales del paciente, 

como sus hábitos de higiene bucal y control de biopelícula dental.  

En lo referente al Caso 4, se pudo cuantificar una carga bacteriana baja en la 

totalidad de las muestras recolectadas en un primer momento, siendo las cargas más 

bajas obtenidas en los dientes naturales correspondientes a las UD 11 y 23 (P4C0 y 

P4C3). Por otra parte, en cuanto a las recolecciones de muestras procedentes de los 

surcos periimplantarios, se observó un ligero aumento en la carga bacteriana de la UD 

21, la cual se encontraba en un primer momento provisionalizada con la corona del 

diente natural extraído (P4C1), observándose la variación con tendencia al alza al 

cambiar el provisional “natural” por uno convencional de acrílico para la segunda 

recolección de muestra en dicha unidad dental (P4C1T2). Asimismo, la UD 22 que se 

encontraba en un primer momento con pilar de cicatrización (P4C2) presentó un 

aumento significativo mayor a lo cuantificable de acuerdo a las diluciones realizadas 

cuando se llevó a cabo la segunda recolección de muestra en el surco periimplantar, 

en esta oportunidad con un provisional de acrílico (P4C2T2).  

De acuerdo a las características macroscópicas y microscópicas observadas de 

los cultivos obtenidos desde los surcos gingivales (P4C0 y P4C3), se pudo identificar 

morfologías de tipo cocos Gram positivos y Gram negativos para posibles géneros 

tales como Streptococcus spp. y Veillonella spp., insinuando estar ante la presencia de 

microbiota subgingival comensal propia del individuo. De igual forma, los hallazgos 

obtenidos de los surcos periimplantares en una primera recolección de muestra (P4C1 

y P4C2) mostraron predominio de morfologías bacterianas tales como cocos Gram 
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positivos, seguido de cocos Gram negativos y en poca proporción cocobacilos Gram 

negativos, lo que sugiere la proliferación de microorganismos de los géneros 

Streptococcus spp., Staphylococcus spp., Micrococcus spp., Veillonella spp. y la 

posibilidad de Aggregatibacter actinomycetemcomitans. No obstante, los análisis 

posteriores a la segunda recolección de muestra para ambas unidades dentales con 

provisionales convencionales de acrílico (P4C1T2 y P4C2T2), evidenciaron una 

prevalencia de morfologías de tipo cocos Gram positivos y negativos, seguido de 

bacilos Gram negativos; considerando la participación de los géneros Streptococcus 

spp., Veillonella spp. y un hallazgo ocasional de posible Prevotella spp. o 

Porphyromonas spp., respectivamente. Si bien se detectó posible participación de 

microorganismos con signos de virulencia capaces de generar cambios inflamatorios 

en el hospedero, evidenciado por las hemólisis alfa y beta apreciadas en los medios de 

cultivo agar sangre post incubación, no se observaron signos clínicos de alarma en los 

tejidos periimplantarios de la paciente. Esto podría interpretarse como posible 

colonización persistente en una biopelícula mixta y madura que implicaría mantener 

una higiene oral y periimplantaria estricta para evitar disbiosis a largo plazo. 

De acuerdo a lo planteado por Singh et al.(82), Faruk y Güvenir(87) y Bollen 

et al.(88), el comportamiento de la microbiota se evidencia claramente afectado por 

las características de las superficies protésicas que se encuentran involucradas en la 

interfase del surco periimplantar. Un aumento significativo de carga bacteriana 

posterior al recambio de un provisional elaborado a partir de la corona natural del 

diente extraído por un provisional convencional de acrílico, apunta que se introduce 

una superficie polimérica con rugosidad intrínseca mayor y una energía superficial 

menos favorable, lo cual promueve una adhesión bacteriana y formación de 

biopelícula mayor que la superficie naturalmente lisa y mineralizada encontrada en el 

esmalte dental.  

En cuanto a los hallazgos microbiológicos encontrados en el Caso 5, se 

observó niveles significativamente bajos de carga bacteriana para ambas unidades 

dentales analizadas, tanto el diente natural UD 35 (P5D0) como el implante dental 

con tapón de cierre en una primera recolección de muestras (P5D1). Es necesario 
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acotar que se evidenció niveles de carga mayores a los cuantificables para los medios 

de cultivo sometidos a condiciones de anaerobiosis; sin embargo, esto no ocurrió 

durante la segunda recolección de muestra para el implante dental con un pilar de 

cicatrización, donde se pudo apreciar una tendencia a la disminución de la carga 

bacteriana, considerándose en esta oportunidad cuantificable dentro de los parámetros 

establecidos para las diluciones realizadas en el estudio.  

A pesar que los conteos para UFC/ml en el Caso 5 determinaron una carga 

bacteriana baja, las características cualitativas de las mismas sugieren hallazgos 

significativos. De acuerdo a los crecimientos obtenidos del surco gingival de la UD 

35 (P5D0) se evidenció una microbiota mixta compuesta por cocos Gram negativos y 

Gram positivos que presentan características posiblemente compatibles con los 

géneros bacterianos Veillonella spp. y Staphylococcus spp. Mientras tanto, en el surco 

periimplantar de la UD 34 con tapón de cierre (P5D1) se observó una potencial 

colonización mixta junto a una biopelícula periimplantar temprana con mezcla de 

bacilos anaerobios facultativos y un hallazgo ocasional de levaduras e hifas. En la 

segunda recolección de muestra, luego de dos meses con un pilar de cicatrización en 

posición (P5D1T2), se observó una biopelícula más dinámica y compleja que 

involucró la actividad de cocos Gram positivos y cocos Gram negativos con 

características compatibles con los géneros Streptococcus spp. y Veillonella spp.; esto 

indica la persistencia y heterogeneidad de la biopelícula del surco periimplantar tras 

al menos ocho semanas de cicatrización. La combinación de Gram positivos beta 

hemolíticos y Gram negativos anaerobios sugiere un posible riesgo de inflamación 

subclínica si no se mantiene un riguroso control de la microbiota asociada al implante 

dental, así como concuerdan múltiples estudios (36,89–92).  

Por último, en lo referente al Caso 6, se observó una carga bacteriana mayor a 

la cuantificable, de acuerdo a las diluciones seriadas realizadas en esta investigación, 

solo en la UD 22 correspondiente a surco gingival del diente natural (P6R0), mientras 

que para las UD 11 y 21 se registró un nivel significativamente más bajo de la carga 

bacteriana determinada tanto del surco periimplantar de la unidad dental 

provisionalizada (P6R1) cómo del surco gingival de la unidad dental coronada 
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(P6R2). Este escenario se evidenció estable para el segundo momento de recolección 

de muestra, encontrándose el surco periimplantario con la restauración definitiva de 

tipo corona de zirconio cemento atornillada (P6R1T2), observándose mayormente 

variaciones cualitativas en las características de los cultivos analizados.  

Al momento de la evaluación sobre las características macroscópicas y 

microscópicas observadas en los cultivos del Caso 6, se pudo evidenciar para la UD 

22, correspondiente a surco gingival (P6R0), un predominio de cocos Gram negativos 

y positivos lo que sugiere una coexistencia en una biopelícula temprana mixta, donde 

posibles Streptococcus spp. actúan como colonizadores primarios y posibles 

Veillonella spp. aparecen como segundos colonizadores dependientes del 

metabolismo de sus predecesores; este tipo de consorcio bacteriano se considera 

habitual en la salud periodontal y no necesariamente patológico. Asimismo, para la 

UD 21, correspondiente a surco gingival de unidad dental coronada (P6R2), se 

observó del mismo modo un predominio de morfologías de tipo cocos Gram 

positivos, seguido de bacilos largos Gram positivos y en menor proporción bacilos 

cortos Gram negativos, que sugieren la participación de posibles géneros como 

Streptococcus spp., Staphylococcus spp., Peptostreptococcus spp., Lactobacillus spp. 

y Veillonella spp. Estos hallazgos confirman la presencia de anaerobios facultativos y 

estrictos que conviven con bacilos y cocos aerobios y microaerófilos en una 

biopelícula subgingival más madura que podría considerarse normal o no patogénica, 

sin embargo, así como lo refieren Di Spirito et al.(78), estos microorganismos 

podrían fácilmente participar en infecciones si hay desequilibrio y se genera una 

disbiosis.  

En cuanto a la UD 11 del paciente 6, que corresponde a un implante dental 

provisionalizado de carga inmediata (P6R1), en un primer momento de recolección 

de muestra se pudo identificar estructuras microscópicas de tipo cocos Gram 

positivos y Gram negativos seguido de bacilos cortos Gram negativos, bajo 

condiciones de microaerofilia y anaerobiosis en medios enriquecidos, lo que insinúa 

la participación de géneros como Streptococcus spp., Peptostreptococcus spp. y 

Veillonella spp. junto a la posible coexistencia de Prevotella spp. Además, se observó 
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crecimiento de colonias convexas, umbilicadas con característico brillo metálico en 

agar eosina-azul de metileno compatible con Escherichia coli u otra enterobacteria 

fermentadora de lactosa. Sin embargo, posterior a la segunda recolección de muestra 

del surco periimplantar con la restauración definitiva ya instalada (P6R1T2), se 

evidenció un predominio de bacilos Gram positivos que insinúan la presencia de 

posibles géneros como Lactobacillus spp. e inclusive Actinomyces spp.; estos 

hallazgos indican una maduración y adaptación de la biopelícula existente en este 

espacio biológico, considerándose una microbiota habitual de cavidad bucal. 

En términos generales, a través de este estudio se evidenció que 

independientemente de la técnica utilizada por el clínico se pueden reportar cambios 

significativos en cuanto a las características cualitativas y cuantitativas de la 

microbiota periimplantaria durante la rehabilitación protésica con implantes dentales. 

El análisis obtenido a partir de los seis casos clínicos estudiados orienta que la 

colonización microbiana en los implantes dentales es un proceso dinámico, complejo 

y variable que se ve influenciado por distintos factores como el estadio de la 

rehabilitación, los microorganismos presentes en los dientes naturales adyacentes y 

por el tipo de superficie del aditamento protésico que se encuentre en contacto con el 

surco periimplantar. 

Inicialmente, se detectó microbiota periimplantaria con una mayor carga 

bacteriana y predominancia de microorganismos considerados oportunistas o 

patógenos, esto se traduce a una presencia elevada de enterobacterias y bacilos Gram 

negativos asociados a patologías periodontales, entre ellos posibles géneros 

bacterianos como Klebsiella spp., Escherichia coli, Fusobacterium spp. y 

Capnocytophaga spp., los cuales están asociados a procesos inflamatorios y disbiosis. 

Sin embargo, con la progresión del tratamiento y tras varias semanas, se evidenció 

una marcada maduración y recolonización hacia microbiota comensal más estable 

compuesta predominantemente por cocos y bacilos Gram positivos facultativos, 

representado principalmente por géneros como Streptococcus spp., Actinomyces spp., 

Rothia spp., Veillonella spp. y Lactobacillus spp., reflejando un ecosistema 
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periimplantario funcionalmente más equilibrado, con menor patogenicidad y, por 

ende, menor riesgo inflamatorio.  

Además, se observó que la transición a superficies acrílicas más rugosas 

favoreció en algunos casos la adhesión microbiana lo que resultó en un importante 

incremento en la carga bacteriana presente en el surco periimplantar; esto a su vez 

puede aumentar la complejidad y resistencia de las biopelículas potenciando la 

inflamación crónica si no se controla adecuadamente la higiene oral. Asimismo, la 

presencia ocasional de levaduras por posible participación de Candida spp. y 

microorganismos oportunistas como Escherichia coli refuerzan la importancia del 

monitoreo microbiológico específico en estos contextos.  

En este orden de ideas, los hallazgos obtenidos en los Casos 2, 3, 4 y 6, 

confirman que las unidades provisionalizadas de carga inmediata presentan una 

microbiota inicialmente compleja y diversa que puede evolucionar hacia un patrón 

más beneficioso con el paso del tiempo, siempre y cuando se mantenga un monitoreo 

riguroso y una adecuada limpieza del surco periimplantario.  

Para finalizar, la dinámica microbiológica observada en todos los casos 

subraya la necesidad de ajustar las estrategias preventivas y aplicar terapéuticas 

individualizadas para cada paciente durante el proceso de rehabilitación protésica, lo 

que ayudaría a prevenir disbiosis y asegurar así la estabilidad, el equilibrio y la salud 

a largo plazo de los implantes dentales y sus tejidos adyacentes. 
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CAPÍTULO VI 

CONCLUSIONES Y RECOMENDACIONES 

 

 En esta investigación la evolución de cada caso clínico mostró diferencias 

notables, sin embargo, luego del análisis general se puede concluir lo siguiente: 

• Generalmente, se observa una carga bacteriana variable a lo largo del 

proceso rehabilitador, con predominancia inicial de posibles 

colonizadores oportunistas o patógenos que suelen asociarse a procesos 

inflamatorios y disbiosis periimplantaria, especialmente en aquellos 

implantes dentales sometidos a carga inmediata. Sin embargo, conforme 

avanza la rehabilitación en cada caso, la microbiota tiende a mostrar una 

recolonización hacia microorganismos comensales, menos patógenos y 

más estables.  

• El análisis de la variación de la microbiota en los surcos periimplantarios 

durante la rehabilitación protésica refuerza la importancia de la 

microbiología en la toma de decisiones clínicas por parte del odontólogo, 

lo que ayudaría a minimizar riesgos infecciosos y optimizar la 

osteointegración, favoreciendo la funcionalidad protésica, la detección 

precoz de disbiosis y la prevención de complicaciones. 

• La transición a superficies protésicas acrílicas con características físico-

químicas tales como una mayor rugosidad, se relaciona en algunos casos 

al aumento significativo de la carga bacteriana, dado que favorece la 

adhesión de microorganismos y, por ende, la formación de biopelículas 

más resistentes, lo que podría potenciar la inflamación crónica si no se 

controla adecuadamente los hábitos de higiene oral. 
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• Los tejidos periimplantarios responden de forma similar a los tejidos 

periodontales ante las agresiones microbianas lo que reafirma la 

necesidad de un riguroso control de la microbiota y el mantenimiento 

higiénico para prevenir disbiosis y enfermedades periimplantarias. 

De acuerdo a las limitaciones presentadas en este estudio, se puede mencionar 

algunas recomendaciones para futuras investigaciones, tales como: 

• Es necesario realizar más estudios que determinen la variación de la 

microbiota del surco periimplantar incluyendo mayor cantidad de 

muestreos durante la rehabilitación protésica, específicamente en su 

estadio final que involucra considerar de las restauraciones definitivas. 

• Considerar la estandarización de un método de análisis de la 

microbiota periimplantar haciendo uso de técnicas de biología 

molecular, tales como la secuenciación del gen 16S, hibridación ADN-

ADN y PCR de transcripción inversa. Este tipo de técnicas permiten 

detectar con mayor especificidad los microorganismos involucrados en 

la composición de la microbiota. 

Asimismo, desde el punto de vista clínico se resalta la importancia de: 

• Integrar los aspectos microbiológicos en la planificación y 

seguimiento odontológico para optimizar la salud periimplantaria y 

evitar complicaciones relacionadas con la biopelícula microbiana. Esto 

incluye un control riguroso de los hábitos de higiene durante la 

rehabilitación protésica. 

• Considerar el uso de alternativas terapéuticas, por ejemplo el uso de 

probióticos, que sirvan como coadyuvantes en el proceso de la 

regulación y maduración de la microbiota alrededor de los implantes 

dentales, tomando en cuenta la individualización de los casos, la 

prevención de disbiosis y el desarrollo de posibles enfermedades 

periimplantarias.   
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