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Resumen
Objetivo: Determinar mediante un ensayo in 
vitro, medidas de control del biofilm en la cá-
mara interna del implante.
Método: Se seleccionaron diferentes agentes 
antimicrobianos que se colocaron en las cáma-
ras de 3 grupos de implantes. Luego de 7 días 
de inmersos en una suspensión microbiana e 
incubados, realizamos la toma, cultivo e incu-
bación de las muestras de las cámaras de cada 
grupo de estudio.
Resultados: Se constató una filtración de 
microorganismos hacia la cámara interna en 
todos los grupos de implantes estudiados, ob-
teniéndose un mayor recuento de Unidades 
Formadoras de Colonias (UFC) en el grupo 
control, mientras que en los grupos experi-
mentales se identificó una reducción significa-
tiva en el recuento de UFC.
Conclusiones: Se observó una disminución 
significativa en la cantidad de UFC en los gru-
pos experimentales respecto al grupo control, 
lo que determina la ventaja de utilizar este 
tipo de antimicrobianos.

Abstract
Objective: To determine by means of an in 
vitro test, measures of control of the biofilm 
in the internal chamber of the implant.
Method: Different antimicrobial agents 
were selected and they were placed in the 
chambers of 3 groups of implants and af-
ter 7 days immersed in a microbial sus-
pension, we took, cultured and incubated 
the samples of the chambers of each study 
group. 
Results: It was found a filtration of mi-
croorganisms into the internal chamber 
in all the groups of implants studied, re-
sulting in a higher count of units form-
ing colonies (CFU) in the control group, 
while in the experimental groups were 
identified a significant reduction in the 
CFU count.
Conclusions: A significant decrease in the 
number of CFU in the experimental groups 
was observed in relation to the control 
group, which determines the advantage of 
using this type of antimicrobials. 

Keywords: Microbial flora, dental im-
plants, internal chamber, infection con-
trol.

Palabras clave: Flora microbiana, implan-
tes dentales, cámara interna, control de la 
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Introducción
La práctica implantológica ha contribuido de 
manera decisiva al logro de la rehabilitación 
funcional y estética del edentulismo total y 
parcial. Tratamientos muy exitosos han sido 
diseñados y protocolizados en cada situación 
con altas tasas de éxito y de supervivencia de 
los implantes y de las prótesis cualquiera sea 
el tipo y modalidad de tratamiento(1)

. Sin em-
bargo, la colonización microbiana en el sis-
tema implante-pilar-restauración con preva-
lencia de Porphyromonas gingivalis, Prevotella 
intermedia y Aggregatibacter actinomycetemco-
mitans entre otras, han mostrado ser capaces 
de producir enfermedad peri-implantaria, 
caracterizada como mucositis en su estado 
inflamatorio marginal y como perimplanti-
tis cuando la interfase hueso-implante es in-
vadida y colonizada por la acción bacteriana 
desarrollando una infección peri implantaría1

. 
Esto ocurre desde el momento de la coloca-
ción del implante, atribuido a la flora pre-
sente en la cavidad bucal, así como también 
durante la cirugía de segunda fase y a la filtra-
ción en el espacio o “gap” entre pilar-implante 
y entre pilar-restauración, una vez colocada la 
prótesis. Este “gap” generalmente se encuen-
tra a nivel de la cresta alveolar siendo suscep-
tible a la colonización bacteriana y represen-
tando un reservorio de microorganismos(2,3)..

Este fenómeno ampliamente estudiado ha 
dado origen a diferentes propuestas de me-
didas preventivas y terapéuticas orientadas al 
control del biofilm en el entorno de la restau-
ración implantoasistida(3)

. Se le agrega a este 
proceso, otra área crítica como ser la cámara 
interna del implante y del sistema implante-
pilar-restauración. La contaminación de estos 
sitios durante la cirugía de segunda fase o la 
ejecución de los procedimientos protésicos, 
incluso durante la instalación de la prótesis 
definitiva, origina una colonización en un 
ambiente cerrado, no accesible a los elemen-

tos de higiene oral (mecánica y química)(4)
. En 

un estudio realizado tras 14 días de la instala-
ción de la prótesis, el recuento de microorga-
nismos fue mayor en pilares colados respecto 
a los maquinados, confirmando la microfil-
tración en el espacio comprendido entre el 
pilar y el implante(5). Este intercambio se da 
en ambos sentidos: bacterias ingresando a la 
cámara así como emergiendo de la misma(2,6). 
De esta forma la cámara interna y la conexión 
pilar-implante se constituyen en un reservo-
rio de actividad microbiana capaz de afectar 
el entorno del implante(7)..La contaminación 
interna es frecuente y capaz de persistir un 
largo período de tiempo, constatándose fil-
tración microbiana en todos los sistemas de 
implantes y pilares analizados(8,11).

Justificación
Los protocolos tradicionales no han re-
suelto la problemática planteada y en con-
secuencia no se han desarrollado medidas 
específicas para el control de la coloniza-
ción interna. Con el propósito de redu-
cir la microfiltración se han desarrollado 
pilares en nitinol (metal con memoria de 
forma) que en estudios in vitro ha dismi-
nuido el micro-gap a 1 micra. Otro camino 
experimentado es la utilización de agentes 
antimicrobianos; la clorhexidina ha sido 
estudiada colocándola en el interior del im-
plante estableciendo la posibilidad de redu-
cir a corto plazo la población microbiana 
a ese nivel(1,13). Groenendijk y col.(14), en-
sayaron el efecto de la clorhexidina al 2%, 
consiguiendo un resultado inicial alentador 
con una reducción significativa de UFC 
(48%grupo control-suero vs. 17% en el 
grupo experimental-clorhexidina al 2%). 
Los indicadores periodontales tal como el 
flujo de fluido gingival, índice de placa e 
índice gingival, no variaron significativa-
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mente en ambos grupos. Un efecto positi-
vo se establece en el tejido peri implanta-
rio ya que la clorhexidina puede permear 
desde el interior a través del “microgap” y 
reducir la colonización en el surco gingival. 
Se cuestiona el efecto a largo plazo de este 
procedimiento por la escasa vida media del 
producto una vez utilizado. En el estudio 
realizado por Groenendijk E. y col. no se 
observaron resultados concluyentes acerca 
de un control efectivo de la contaminación 
microbiana interna del implante utilizando 
la clorhexidina(14). La microflora oral juega 
un papel importante en la iniciación y per-
petuidad del proceso infeccioso a nivel de 
la cavidad bucal. Es por ello, que la inves-
tigación de los mismos, y su identificación 
contribuye con la selección y la aplicación 
de medidas preventivas, definiendo la etio-
logía e instaurando el tratamiento adecua-
do15. La aplicación de métodos moleculares 
en la identificación de patógenos orales, 
posibilita un mejor manejo y seguimiento 
de los pacientes, como el multiplex-PCR 
que permite la detección simultánea de los 
microorganismos colonizadores de la cáma-
ra interna del implante y del sistema im-
plante–pilar(16). 
El objetivo general del presente estudio, in 
vitro, fue desarrollar diferentes medidas de 
control del biofilm en la cámara interna del 
implante, por medio de la detección de las es-
pecies bacterianas presentes y el posible efecto 
de los agentes antimicrobianos utilizados so-
bre la superficie del implante. Los objetivos 
específicos fueron: 1) determinar la acción de 
diferentes agentes antimicrobianos (hidróxi-
do de calcio, yodoformo y combinados) para 
combatir la flora del biofilm, 2) cuantificar la 
microbiota, 3) obtener conclusiones de apli-
cación clínica en el control de la colonización 
microbiana de la cámara interna del implante 
y del sistema implante-pilar.

Materiales y métodos
Se describe como un estudio in vitro de tipo 
experimental.
1. Selección de medidas antimicrobianas – 
La selección de los agentes antimicrobianos 
tuvo en cuenta el cumplimiento de los siguie-
nets criterios:
•  Ser específicos en relación a la flora pre-

valente
•  No afectar la integridad de los compo-

nentes del sistema implante-pilar-restau-
ración. 

•  No actuar en ningún caso como material 
cementante

•  Ser económico, de sabor agradable y de 
fácil manipulación.

•  No agredir a los tejidos gingivales.

Se seleccionaron como agentes antimicro-
bianos: yodoformo, hidróxido de calcio y 
una combinación de ambos en un 50% cada 
uno, (Hidróxido de Calcio en polvo, Leduc®), 
Yodoformo en polvo, Leduc ®). En todos los 
casos se utilizó como vehículo Metilcelulosa 
(Leduc ®) 

2. Cepas bacterianas- Se utilizaron las si-
guientes cepas: Porphyromonas gingivalis 
(BAA-308), Prevotella intermedia (ATCC 
25611), Tannerella forsythia (ATCC 43037) y 
Fusobacterium nucleatum (ATCC 25586).

3. Grupos de estudio – 
1.1. Se utilizaron 80 implantes de titanio, ci-
líndricos, de conexión externa de 8,5 mm de 
largo x 3,75 mm de diámetro (3i FI-USA®), 
con tornillos de tapa respectivos y se confor-
maron cuatro grupos:
a) Grupo control (GC): 20 implantes sin co-
locar nada en la cámara interna del implante 
b) Grupo experimental 1(GE1): 20 implan-
tes pinceladas con hidróxido de calcio y me-
tilcelulosa en la cámara interna del implante.
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c) Grupo experimental 2(GE2): 20 implan-
tes pincelados con yodoformo y metilcelulosa 
en la cámara interna del implante.
d) Grupo experimental 3(GE3): 20 implan-
tes pinceladas con hidróxido de calcio, yodo-
formo y metilcelulosa en la cámara interna 
del implante.
Para introducir los agentes químicos se uti-
lizaron agujas y jeringas estériles descartables 
y para la toma de la muestra puntas de papel 
estériles Nº25. Los implantes del GC fueron 
colocados en un frasco estéril con tioglicola-
to(17,18) y una suspensión de bacterias fue in-
troducida en dicho medio de cultivo.
Al grupo experimental 1 (GE1) constitui-
do por 20 implantes se le colocó hidróxido 
de calcio en las cámaras correspondientes 
(Fig.1). Para ello se pesó 1gr. de este com-
puesto en balanza electrónica y con técnica 
aséptica. Se volcó sobre un vidrio estéril y se 
colocaron dos gotas de metilcelulosa sobre el 
mismo, procediendo luego a la mezcla. Abri-
mos un implante, le quitamos la tapa y con 
una jeringa y aguja descartables tomamos la 
suspensión e introducimos una gota dentro 
de la cámara.

Fig. 1. Colocación de hidróxido de calcio en la 
cámara interna del implante

Procedimos luego a colocar el tornillo de tapa 
y con una gasa estéril limpiamos el excedente. 
Una vez limpio, mediante una pinza estéril 

lo colocamos en un frasco estéril el medio de 
tioglicolato y la suspensión de bacterias.
Al Grupo experimental 2(GE2) se le colocó 
yodoformo con metilcelulosa en las cámaras 
correspondientes. Para ello pesamos 1gr. de 
este compuesto, con balanza electrónica y con 
técnica aséptica Lo volcamos sobre un vidrio 
estéril y colocamos dos gotas de metilcelulosa 
sobre el mismo, procediendo luego a la mez-
cla. Abrimos un implante, quitamos el torni-
llo de tapa y con una jeringa y aguja descarta-
bles se tomó una muestra de la suspensión e 
introducimos una gota de la misma dentro de 
la cámara. Procedimos luego a colocar el tro-
nillo de tapa limpiando con una gasa estéril 
el excedente. Una vez limpio, mediante una 
pinza estéril lo colocamos en el cultivo en me-
dio de tioglicolato. El mismo procedimiento 
fue realizado en los diecinueve restantes.
Al grupo experimental 3 (GE3) se le colocó 
hidróxido de calcio y yodoformo con metil-
celulosa en las cámaras correspondientes. Para 
ello pesamos 1gr. de este hidróxido de calcio 
y 1 gr. de yodoformo con balanza electrónica 
y con técnica aséptica. Lo volcamos sobre un 
vidrio estéril y colocamos dos gotas de metil-
celulosa sobre el mismo, procediendo luego a 
la mezcla. Abrimos un implante, quitamos el 
tronillo de tapa y con jeringa y aguja descarta-
bles tomamos una muestra de la suspensión e 
introducimos una gota de la misma dentro de 
la cámara. Procedimos luego a colocar el tor-
nillo de tapa y se limpió con una gasa estéril 
todo el excedente. Una vez limpio, mediante 
una pinza estéril lo colocamos en el cultivo 
con el medio de tioglicolato. Se repitió el 
procedimiento con los diecinueve implantes 
restantes. El contenido del frasco consistió en 
un medio de cultivo tioglicolato con una sus-
pensión de 107-8x108 UFC de Porphyromonas 
gingivalis, Prevotella intermedia, Tannerellafor-
sythia y Fusobacterium nucleatum. Estas bacte-
rias se encuentran entre las mas prevalentes en 
la enfermedad peri-implantaria (17,21) (Fig. 2).



72 Pablo Julio Pebé, Luis Eduardo Guzzetti, Virginia Papone

Fig. 2. Tioglicolato con 
suspensión microbiana 

Se incubaron los frascos a 37ºC durante 7 
días (Fig.3). Una vez transcurrido ese tiempo, 
se procedió a retirar a los implantes del culti-
vo de tioglicolato mediante una pinza estéril y 
se limpiaron y se secaron con gasa estéril. Re-
tirados los tornillos de cierre, se introdujeron 
puntas de papel estériles Nº25 (Fig.4) en cada 
cámara interna de cada uno de los implantes 
de los 4 grupos. Cada una de las 80 tomas se 
introdujeron en 80 tubos con una solución de 
1,5 ml de RTF (Reduced Trasport Fluid)(22). 
Toda la manipulación de los implantes (torni-
llado y destornillado de los tronillos de cierre) 
fue realizada por el mismo operador.

Fig. 3. Desarrollo en tioglicolato

Fig. 4. Toma de la muestra con punta de papel 

Posteriormente se prepararon las diluciones. 
En una gradilla por muestra utilizamos: un 
tubo eppendorf con 1,5 ml de RTF con las 
correspondientes 2 puntas de papel Nº25 y 2 
tubos eppendorf con 900 µl de RTF. Se proce-
dió a diluir la muestra para su cuantificación 
(Fig.5). En cada muestra había 1,5 ml de RTF 
con las correspondientes 2 puntas de papel 
Nº25. Se tomaron 100 µl de la muestra y se 
colocaron en un eppendorf con 900 µl de RTF. 
(1ª dilución: 1:10). Luego se tomaron 100 µl 
de la primera dilución y se colocaron en otro 
tubo con 900 µl de RTF (2ª dilución: 1:100). 
Se tomaron 100 µl de la primera y 100 µl de la 
segunda dilución y se sembraron en placas con 
medio agar base con sangre, con menadiona y 
hemina, se expandieron con varilla de exten-
sión de vidrio y se incubaron las placas durante 
14 días a 37ºC en anaerobiosis estricta(23-24).

Fig. 5. Diluciones de las muestras
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Transcurrido el tiempo de incubación se pro-
cedió a la lectura de las placas, realizando el 
recuento de UFC (unidades formadoras de 
colonias) de cada grupo de estudio, mediante 
lupa estereoscópica.

Resultados
Transcurridos 14 días se abrieron las placas. 
(Figs.6 y 7)
Grupo control- Muestras obtenidas de las cá-
maras de implantes sin compuestos químicos. 
Todas las placas sembradas con las dos di-
luciones mostraron desarrollo de colonias. 
Las muestras sembradas de la primera dilu-
ción mostraron: 2 placas con más de 3.000 
UFC, 2 placas con 6 UFC, 8 placas con 4 
UFC, 6 placas con 3 UFC, 2 con 1 UFC. Las 
muestras sembradas de la segunda dilución: 
2 placas con más de 100 UFC, 2 placas con 
5 UFC, 2 placas con 3 UFC, 2 con 4 UFC,6 
con 2 UFC,4 con 1 UFC y 2 placas sin cre-
cimiento.
GE1- Muestras obtenidas de las cámaras de im-
plantes con hidróxido de calcio y metilcelulosa. 
De las placas sembradas de la primera dilu-
ción en una placa desarrollaron 2 UFC, las 
segundas diluciones no mostraron desarrollo 
de microorganismos.

 
Fig. 6. Placas incubadas en anaerobiosis

Fig. 7. Desarrollo de muestra con yodoformo 

GE2- Muestras obtenidas de las cámaras de 
implantes con yodoformo y metilcelulosa. Dos 
placas sembradas de la primera dilución de las 
muestras tuvieron desarrollo con 2 UFC. Dos 
placas sembradas de la segunda dilución de 
las muestras tuvieron desarrollo con 1 UFC.
GE3- Muestras obtenidas de las cámaras de im-
plantes con mezcla de hidróxido de calcio, yodo-
formo y metilcelulosa. Dos placas sembradas de 
la primera dilución tuvieron desarrollo con 1 
UFC. Las muestras sembradas de la segunda 
dilución no tuvieron desarrollo. 
Los resultados de este estudio demuestran 
que existió una filtración de microorganismos 
hacia la cámara interna del implante. Se desa-
rrollaron colonias en todas las placas sembra-
das con tomas sin agentes químicos (100%). 
La colocación de los agentes químicos intro-
ducidos en las cámaras de los implantes resul-
tó favorable ya que disminuyeron el número 
de unidades formadoras de colonias de todas 
las muestras, tanto en la primeras diluciones 
(95%- GC1 y 90%- GC2 y GC3) como en 
las segundas diluciones (90%-GC2 y 100% 
-GC1 y GC3) obteniéndose los resultados 
más exitosos con la utilización de la mezcla de 
hidróxido de calcio y metilcelulosa y en com-
binación con el yodoformo y metilcelulosa.
El análisis descriptivo de los resultados, iden-
tificó una diferencia considerable en el creci-
miento de las UFC en el grupo “sin agente” 
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(grupo control) en relación con los otros gru-
pos experimentales, con una disminución en 
la segunda dilución, pero no se identificó una 
reducción significativa del recuento de UFC 
entre ellos (Fig.8). El uso de hidróxido de cal-
cio ya sea utilizándolo solo o en combinación 
con el yodoformo, mostró el menor recuento 
de las UFC de los grupos estudiados. El tiem-
po de duración del efecto de este agente en 
este estudio no se pudo determinar.

Fig. 8. El promedio de UFC en el grupo control 
fue de 3,56, en el grupo experimental 1 de 0,1, 
en el G.E. 2 de 0,2 y en el G.E. 3 de 0,1. Se puede 
observar una disminución significativa en la can-
tidad de UFC en los grupos tratados con algún 
agentemicrobiano respecto al grupo control. Al 
comparar los distintos grupos experimentales no 
se observa una diferencia significativa entre ellos. 
Al analizar los resultados en la segunda dilución, 
se obtienen los mismos resultados.

Discusión
El presente estudio permitió comparar la 
eficacia de dos agentes antimicrobianos y la 
combinación de ambos, en relación a la mi-
croflora que coloniza la cámara interna del 
implante. Los agentes antimicrobianos per-
mitieron determinar cuál de ellos presenta-
ba una mejor eficacia para combatir la flora 
en la cámara interna del implante. Traba-
jos que han estudiado este fenómeno de la 
contaminación del sistema implante-pilar-
restauración(1,2,4,7,12-14,21), han utilizado a la 
clorhexidina como agente antimicrobiano, 
observándose resultados variables y mencio-
nando como característica común, una corta 
vida útil del mismo. La selección del hidróxi-
do de calcio y del yodoformo, surge como 
una alternativa a la clorhexidina, tratando de 
lograr una efectividad mayor para combatir la 
contaminación. En la revisión de la literatura 
previa al presente trabajo, no se encontraron 
estudios que utilizaran a los antimicrobianos 
empleados en este ensayo. Estos son los utili-
zados en la práctica odontológica diaria con la 
misma concentración, lo que garantiza la bio-
compatibilidad del producto. Posteriormente 
a la lectura de los cultivos, se pudo establecer, 
con muestras de 20 implantes cada una, que 
el hidróxido de calcio solo o en combinación 
con el yodoformo, mostró el mejor desempe-
ño ya que se observó un mínimo desarrollo 
de Unidades Formadoras de Colonias en los 
cultivos que se utilizó este producto, aunque 
no se puede establecer una diferencia de sig-
nificación con el grupo que utilizó solamente 
al yodoformo como antimicrobiano (GE2).
Para este trabajo se utilizaron cepas bacteria-
nas que habitualmente pueden colonizar en 
esas zonas anaerobias estrictas, se considera de 
importancia realizar un estudio In Vivo, para 
evaluar la eficacia a mediano y largo plazo.
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Conclusiones
En el presente trabajo se concluye que existió 
una disminución significativa en el crecimien-
to de UFC en los Grupos Experimentales res-
pecto al Grupo Control, lo que determina la 
ventaja de la utilización del Hidróxido de cal-
cio y el yodoformo como agentes antimicro-
bianos para controlar el crecimiento de mi-
croorganismos dentro de la cámara interna de 
los implantes dentales. Estos resultados abren 
una puerta para profundizar los trabajos para 
combatir la contaminación de la cámara del 
implante, ya sea ampliando la muestra en tra-
bajos in vitro, como con la realización de un 
estudio clínico prospectivo (próximo a ini-
ciarse) que permitirá corroborar los resulta-
dos obtenidos en el laboratorio.
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