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SUMMARY 





Background and Objectives 

The human oral cavity is a complex ecological environment where 

microorganisms, bathed in a liquid medium (saliva), have access to both hard and 

soft tissue and artificial surfaces to develop biofilms. Bacteria adhered to tooth 

surfaces as a biofilm are denominated dental plaque. The development and 

maturation of dental plaque as a biofilm has profound implications in the aetiology 

and progression of the most prevalent infections affecting humans, namely, dental 

caries and periodontal diseases. 

The composition of dental plaque has been studied using different bacterial 

identification methods, identifying hundred of microorganisms. However, there is a 

lack of adequate knowledge of its structure, community dynamics and ecological 

determinants. This is probably due to the inherent heterogeneity and structural 

complexity of these biofilms and to the difficulties of studying in vivo dental plaque 

in health and disease. Moreover, owing to the well described implications of these 

biofilms in the aetiology of different oral diseases, it is important to optimize 

methodologies to assess and quantify these microbial communities, as well as to 

study the impact of different preventive and therapeutic antiplaque strategies, both 

mechanical and pharmacological, on these bacterial communities. 

The purpose of this study was, first, to develop and validate an in vitro biofilm 

model, aiming to simulate the composition of the subgingival microbiota, 

comprising initial (Streptococcus oralis and Actinomyces naeslundii), early 

(Veillonella parvula), secondary (Fusobacterium nucleatum) and late colonizers 

(Porphyromonas gingivalis and Aggregatibacter actinomycetemcomitans). Also, we 

attempted to study its structure and dynamics using both morphological (confocal 

laser scanning microscopy; CLSM) and molecular approaches (terminal restriction 

fragment length polymorphism; T-RFLP). In second place, the experimental 

subgingival biofilm model was used to evaluate the efficacy of two techniques for 

rapid quantitative evaluation of viable oral bacteria in biofilms samples, in order to 

test the bactericidal efficacy of antiseptic agents: ATP bioluminescence method and 

the quantitative real-time PCR (qPCR) in conjunction with propidium monoazide 

(PMA). 



Results, Discussion and Conclusions 

In this investigation, an in vitro biofilm model has been developed and validated, 

using defined multibacterial species from the subgingival plaque. The combined use 

of CLSM and T-RFLP of genes encoding 16S rRNA demonstrated the usefulness of 

these techniques for studying the spatial distribution and dynamics of specific 

members of the bacterial communities in a biofilm model. The experimental model, 

reproducible and technically simple to prepare, maintain and analyse, demonstrated 

to be very suitable for studying the development, structure and dynamics of the 

subgingival biofilm, as well as for undertaking comparative studies to test different 

antimicrobial approaches. For this purpose, the use of the ATP bioluminescence 

method for rapid quantitative evaluation of viable total oral bacteria in biofilm 

samples after exposure to the antimicrobial agents was validated. The obtained 

results have shown that the ATP bioluminescence method was capable of 

quantifying bacterial vitality, when applied to a validated in vitro biofilm model. In 

fact the relative antimicrobial effect of three tested antimicrobial compounds was 

demonstrated with this method when compared with a negative control, and these 

results were similar when compared to standard culturing techniques. Also, the 

efficacy and applicability of the PMA-based live–dead method, when combined with 

qPCR, was demonstrated, for assessing the bacterial viability within the biofilm and 

thus discriminating the DNA counts from viable versus dead cells once the biofilm 

has been exposed to an antimicrobial agent. This method was targeted, not only to 

evaluate the antibacterial impact on the total amount of bacteria, but also to specific 

bacterial pathogens, such as to bacteria strongly associated with periodontitis (P. 

gingivalis and A. actinomycetemcomitans), or to moderately associated pathogens 

such as F. nucleatum, which may play an important role in biofilm development, by 

building the scaffold between the early colonizers and the true oral pathogens. 
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1. LA BIOPELÍCULA BACTERIANA 

Las bacterias están ampliamente distribuidas en la naturaleza, pudiendo 

presentar dos fenotipos de crecimiento: células individuales de libre flotación 

(planctónicas) o células agregadas en colonias de microorganismos sésiles. Este 

último se conoce comúnmente como el modo de crecimiento en biopelícula o 

“biofilm” (Donlan, 2002; Lasa y col., 2005). La capacidad de formar biopelícula no 

parece restringirse a ningún grupo específico de bacterias y, en la actualidad, se 

considera que, bajo condiciones ambientales adecuadas, la inmensa mayoría de 

estas, independiente de la especie, puede habitar en biopelículas; se estima que 

aproximadamente el 99% de las células bacterianas están en la naturaleza en 

forma de biopelícula, y tan sólo el 1% viven en estado planctónico (Costerton y col., 

1995; Donlan y Costerton, 2002). 

Son numerosas las definiciones propuestas de una biopelícula bacteriana, 

coincidiendo en ser descrita como una comunidad de microorganismos incluidos 

en una matriz producida por ellos, para unirse entre sí y a sustratos vivos o inertes. 

Donlan y Costerton (2002) puntualizan que se trata de «una comunidad bacteriana 

sésil inmersa en un medio líquido, caracterizada por bacterias que se hallan unidas 

a un substrato o superficie, o unas a otras, que se encuentran embebidas en una 

matriz extracelular producida por ellas mismas, y que muestran un fenotipo 

alterado en cuanto al grado de multiplicación celular o la expresión de sus genes». 

En efecto, numerosos estudios han demostrado que las bacterias en la biopelícula 

poseen una expresión génica diferente respecto a sus homólogas planctónicas, 

originando bacterias fenotípicamente distintas respecto a aquéllas. Por ejemplo, la 

adhesión de Pseudomonas aeruginosa a una superficie conlleva la regulación 

positiva de genes involucrados en la síntesis de alginato en los 15 minutos del 

contacto inicial, o en el caso de Porphyromonas gingivalis, que cuando crece en 

biopelícula aproximadamente el 18% de su genoma se expresa diferencialmente, 

con regulación negativa de genes involucrados en el crecimiento y en la biosíntesis 
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de cofactores, y regulación positiva de genes involucrados en la síntesis de 

proteínas de transporte y de mecanismos de unión (Marsh y col., 2011). 

Las biopelículas microbianas son ubicuas. Podemos encontrar biopelículas en 

cualquier medio donde existan microorganismos, ya que pueden desarrollarse 

sobre todo tipo de superficies (hidrófobas o hidrófilas, bióticas o abióticas) o bien 

unidas unas a otras; solo se requiere la presencia de un entorno hidratado y una 

mínima cantidad de nutrientes. Se observan biopelículas recubriendo las piedras 

de los lechos de los arroyos, ríos y con frecuencia en la superficie de aguas 

estancadas, en los ambientes más extremos, como por ejemplo, en geiseres con 

temperaturas muy elevadas, en aguas de manantiales termales de un amplio rango 

de pH, desde muy ácido a muy alcalino, o en glaciares. Cotidianamente convivimos 

con ellas en las duchas, en las tablas de cortar alimentos, incluso en las cerdas de 

un cepillo de dientes (Lasa, 2005: Zamora, 2009). Su presencia ejerce un enorme 

impacto en diversos aspectos de nuestra vida, como son el tratamiento de aguas 

residuales, la transformación de productos fermentados, la corrosión de 

materiales, la contaminación de alimentos durante su procesamiento en la 

industria alimentaria, el colapso de tuberías, las interacciones planta-

microorganismo en la rizosfera, la formación de la placa dental, el desarrollo de 

infecciones crónicas sobre tejido vivo o asociadas a implantes médicos, entre otros 

(Figura 1) (Costerton y col., 1999; Zamora, 2009).  

   

Figura 1. Biopelículas microbianas en diferentes hábitats: en el lecho de un río (masa verdosa), en 

el interior de una tubería (masa anaranjada), y  sobre dientes (masa blanquecina-amarillenta). 
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Pero, ¿por qué son tan importantes? Aunque están ampliamente distribuidas 

en la naturaleza y en muchos casos tienen efectos beneficiosos, las biopelículas son 

un problema de salud pública. Son las responsables de infecciones tales como 

periodontitis, otitis media, endocarditis, fibrosis quística, y de la mayoría de las 

infecciones nosocomiales (infecciones de catéteres, implantes médicos, prótesis, 

etc.). Investigaciones recientes estiman que, de las infecciones microbianas que 

afectan al cuerpo humano, entre el 66-80% están causadas por bacterias 

organizadas en biopelículas (Lewis, 2001). Es evidente que la formación de 

biopelículas es una estrategia adaptativa de los microorganismos; en el interior de 

la biopelícula, las bacterias son más resistentes a los antibióticos y al sistema 

inmune, lo cual explica el carácter crónico y la dificultad del tratamiento de estas 

infecciones (Marsh y col., 2011; Lasa y col., 2005). El crecimiento en biopelícula 

ofrece cuatro ventajas importantes: 

 proporciona protección a los microorganismos frente a fluctuaciones 

medioambientales de humedad, temperatura y/o pH, a la acción de los 

agentes adversos como son los mecanismos de defensa del hospedador, a 

sustancias potencialmente tóxicas como productos químicos o antibióticos 

letales o protección frente a microorganismos competidores; 

 incrementa la disponibilidad de nutrientes para su crecimiento y facilita la 

eliminación de desechos; 

 facilita el aprovechamiento del agua, reduciendo la posibilidad de 

deshidratación; 

 posibilita la transferencia de material genético: ácido desoxirribonucleico 

(ADN).  
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1.1. EL ADVENIMIENTO DE LA “ERA BIOPELÍCULA” 

Desde 1880 hasta mediados del siglo XX, la microbiología convencional se 

encontraba en el popularmente denominado “período del cultivo puro” (Atlas y 

Bartha, 1997). Durante este período, las bacterias se estudiaban como células 

individuales de flotación libre. La primera observación de bacterias como 

agregados asociados a una superficie fue hecha por Antonie van Leeuwenhoek en 

1684, que, utilizando sus simples microscopios de luz (Figura 2), describió la 

presencia de microorganismos adheridos a superficies dentales (Donlan y 

Costerton, 2002). Sin embargo, el interés por las mismas no surge hasta comienzos 

del siglo XX, cuando comenzamos a conocer que, en la mayoría de los ambientes 

naturales y patogénicos, la forma preferente de crecimiento bacteriano es 

constituyendo comunidades altamente estructuradas (Costerton y col., 1978 y 

1999). 

.  

En ese momento, destacan los trabajos con las bacterias organizadas en 

biopelículas de Heukelekian y Heller (1940), que trabajaron con microorganismos 

marinos y observaron que, tanto la tasa de crecimiento, como la actividad 

bacteriana se veían substancialmente mejoradas por la incorporación de una 

superficie sobre la cual estos microorganismos pudieran unirse; o las 

investigaciones de Zobell (1943), que revelaron como el número de bacterias en 

superficies era mucho mayor que las que permanecían suspendidas en el agua 

marina que las rodeaba. Sobresalen también los trabajos de Winogradsky y 

Figura 2. Dibujo de los microscopios de Antonie 

van Leeuwenhoek realizado por Henry Baker. 

http://es.wikipedia.org/wiki/Henry_Baker
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colaboradores, que observaron las diferencias en el crecimiento de bacterias 

obtenidas a partir de suelo, cultivadas en una fase acuosa frente a las adheridas a 

un portaobjetos, y de Characklis (1973), que procedió a estudiar limos 

microbianos en sistemas de aguas industriales, logrando demostrar su tenacidad y 

resistencia a diferentes desinfectantes, entre ellos, al cloro. Posteriormente, 

Costerton y colaboradores (Costerton y col., 1978), tratando de encontrar una 

explicación de la resistencia bacteriana a desinfectantes en sistemas de aguas 

industriales, describieron la presencia de comunidades bacterianas embebidas en 

una matriz glucoproteica desarrolladas en superficies en contacto con el agua, a las 

que denominaron biopelículas. Como hipótesis, achacaron la resistencia 

investigada a esa forma de organización. Por tanto, no fue hasta 1978, cuando se 

utilizó el término de biopelícula por primera vez para describir este fenómeno.  

En 1993, la Sociedad Americana de Microbiología reconoció que el fenotipo 

de crecimiento microbiano en biopelículas era pertinente a la microbiología 

(Costerton, 1994). Como resultado, el crecimiento bacteriano en biopelícula será 

aceptado cada vez más como un importante rasgo bacteriano, y en la actualidad es 

un importante objetivo de investigación en el campo de la microbiología. El avance 

de las técnicas de biología molecular y de microscopía está permitiendo un examen 

más detallado de estas comunidades tan complejas. Dos grandes avances han 

incrementado substancialmente la comprensión de las mismas: (1) la utilización 

del microscopio láser confocal y electrónico de barrido, que ha permitido 

caracterizar la ultraestructura de la biopelícula, y (2) la investigación de los genes 

involucrados en la adhesión celular y la formación de la biopelícula (Tolker-

Nielsen y Molin, 2000; Donlan, 2002). 

1.2. ARQUITECTURA DE LA BIOPELÍCULA MICROBIANA 

Toda comunidad microbiana desarrollada en biopelícula es única en su 

género, aunque algunos atributos estructurales pueden ser considerados 

universales (Figura 3) (Tolker-Nielsen y Molin, 2000).  

http://www.monografias.com/trabajos10/restat/restat.shtml
http://www.monografias.com/trabajos11/teosis/teosis.shtml
http://www.monografias.com/trabajos14/problemadelagua/problemadelagua.shtml
http://www.monografias.com/trabajos15/hipotesis/hipotesis.shtml
http://www.monografias.com/trabajos6/napro/napro.shtml
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Figura 3. Representación de la arquitectura de una biopelícula microbiana (EPS: sustancias 

poliméricas extracelulares, por sus siglas en inglés); figura adaptada del “Center for Biofilm 

Engineering, Montana State University, Bozeman”. 

La arquitectura de las biopelículas es muy heterogénea y en ella podemos 

distinguir tres elementos clave: grandes colonias de microorganismos sésiles 

incrustadas o rodeadas por una matriz polimérica extracelular o glicocálix, y 

separadas unas de otras por espacios intersticiales huecos (Donlan, 2002). 

Los microorganismos que componen una biopelícula representan el 15-20% 

del total del volumen y se organizan en torreones celulares, que se extienden en 

forma tridimensional desde la superficie a la cual están adheridas. Estos torreones 

están compuestos por microcolonias de diferentes células microbianas, tanto 

aeróbicas como anaeróbicas, englobadas por una matriz polimérica extracelular 

(Figura 4) (De Beer y col., 1994; Donlan, 2002).  
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La matriz representa aproximadamente el 85% del total de la biopelícula 

(Figuras 4 y 5). Está formada fundamentalmente por agua, llegando este elemento 

a representar hasta el 97% de la matriz, y por sustancias poliméricas 

extracelulares (EPS, por sus siglas en inglés), producidas por los propios 

microorganismos integrantes y que aportarán entre el 50 y 90% del carbono 

orgánico total de la biopelícula (Costerton y col., 1995; Sutherland, 2001; Donlan, 

2002; Branda y col., 2005; Lasa y col., 2005). 

La composición en EPS de la matriz de una biopelícula no está perfectamente 

definida, y es que difiere de una biopelícula a otra debido a que cada 

microorganismo producirá uno de diferente composición; esto no es de extrañar, 

ya que los microorganismos poseen vías metabólicas distintas que les permite 

sintetizar una gran variedad de sustancias poliméricas. En el caso de las bacterias, 

los EPS procedentes de las Gram-negativas son, por lo general, polisacáridos 

neutros o polianiónicos, mientras que los procedentes de las bacterias Gram-

positivas son de carácter catiónico. Así, por ejemplo, P. aeruginosa produce un 

exopolisacárido rico en alginato, en celulosa en el caso de Salmonella enterica 

serovar Typhimurium, un exopolisacárido rico en glucosa y galactosa en Vibrio 

Figura 4. Micrografía obtenida por 

microscopía electrónica de barrido a 

bajas temperaturas de una biopelícula 

bacteriana madura, desarrollada en un 

sistema in vitro de biopelícula oral, 

sobre titanio. Se puede apreciar la 

estructura típica de una biopelícula, con 

los torreones de bacterias (flecha 

amarilla) compactadas por la matriz 

polimérica extracelular (flecha azul) y 

separadas por espacios intersticiales 

huecos (barra escala = 5 µm). 
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cholerae, rico en poli-Nacetilglucosamina en Staphylococcus aureus, etc. Además, 

estudios recientes han puesto de manifiesto que, incluso una misma bacteria, 

dependiendo de las condiciones ambientales en las que se encuentre, puede 

producir distintos exopolisacáridos como componentes de la matriz de la 

biopelícula. Así, algunas cepas de P. aeruginosa son capaces de producir, además de 

alginato, un polisacárido rico en glucosa que forma una película en la interfase 

medio-aire al que se ha denominado “Pellican” (Sutherland, 2001; Branda y col., 

2005; Lasa y col., 2005).  

 

 

 

Los EPS desempeñan un papel esencial en el mantenimiento de la integridad 

de la biopelícula, en la prevención de la desecación y frente al ataque de agentes 

perjudiciales, y es que: 

 actúan como material de sostén de la estructura. La presencia de ácidos 

urónicos como el D-glucurónico, D-galacturónico, el ácido manurónico o los 

piruvatos confieren a la matriz un carácter aniónico, que permite la fijación 

de cationes divalentes como el calcio y el magnesio. Estos cationes 

Figura 5. Micrografía obtenida por 

microscopía electrónica de barrido a 

bajas temperaturas de una biopelícula 

bacteriana de 12 horas de evolución, 

desarrollada en un sistema in vitro de 

biopelícula, sobre titanio. Se pueden 

apreciar las bacterias (flecha amarilla) 

compactadas por la matriz polimérica 

extracelular, que se aprecia como una 

masa densa brillante (flecha azul) 

(barra escala = 2 µm). 
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establecen enlaces entre las cadenas de polímeros que proporcionan 

potentes fuerzas de unión en la biopelícula (Donlan, 2002); 

 pueden fijar nutrientes esenciales, como cationes, para crear un medio 

nutricio rico que favorezca a microorganismos específicos. Además, pueden 

actuar como amortiguadores y ayudan a la retención de enzimas 

extracelulares y sus sustratos, que favorecen la utilización de los mismos 

por parte de las células microbianas (Sutherlan, 2001; Donlan, 2002); 

 los EPS están altamente hidratados por la incorporación de grandes 

cantidades de agua en su estructura mediante enlaces de hidrógeno, 

evitando la desecación de la biopelícula (Donlan, 2002); 

 los EPS pueden estar asociados con iones metálicos y cationes divalentes. 

Pueden tener carga neutra o carga polianiónica, según el tipo de 

exopolisacárido, lo que les permitiría interactuar con distintos agentes 

antimicrobianos, de forma tal que estos pueden quedar atrapados en la 

matriz sin capacidad para actuar sobre las bacterias (Donlan, 2000).  

En menor cantidad, en la matriz se encuentran otras macromoléculas como 

proteínas, sales, ácidos nucléicos y diversos productos que proceden de la lisis 

microbiana (Lasa y col., 2005). Estudios recientes postulan que la matriz de 

biopelículas de P. aeruginosa contienen ADN como constituyente principal 

(Donlan, 2002). En la matriz también pueden hallarse materiales no microbianos, 

tales como cristales de sales minerales, partículas de corrosión y/o de sedimento, o 

componentes sanguíneos, según sea el medioambiente en el cual se desarrolla la 

biopelícula. 

El tercer elemento característico en la arquitectura de una biopelícula lo 

componen los espacios intersticiales huecos (Figura 4). Se trata de canales de agua, 

que permiten el flujo de líquido y actúan como un sistema circulatorio primitivo 

para el transporte y difusión de nutrientes y oxígeno a los microorganismos 



Introducción 

 

10 

 

ubicados en su interior, incluso aquéllos situados en las zonas más profundas de la 

biopelícula. Asimismo, estos canales constituyen un mecanismo para la eliminación 

de productos de desecho metabólico. La existencia de estos canales dentro de la 

biopelícula provocará que se generen ambientes en los que la concentración de 

nutrientes, pH u oxígeno será diferente; se generan gradientes de tensión de pH y 

de oxígeno, siendo metabólicamente más activas las áreas superficiales respecto a 

las más profundas. En estas últimas, los microorganismos deberán adaptarse a una 

disponibilidad reducida de oxígeno (De Beer y col., 1994; Donlan, 2002; Sanderson 

y col., 2006).  

Del mismo modo, la arquitectura de la biopelícula microbiana no es solo 

heterogénea en su distribución espacial, sino también en el tiempo, 

constantemente cambiante debido a procesos internos y externos. La arquitectura 

de las microcolonias evoluciona desde una estructura compacta a una pérdida de 

la misma en el tiempo, pasando las células de dichas microcolonias a un estado 

móvil que les permitirá dispersarse desde la biopelícula y colonizar otras 

superficies cercanas (Tolker-Nielsen y Molin, 2000).  

1.3. FORMACIÓN, DESARROLLO Y DIFERENCIACIÓN DE UNA BIOPELÍCULA MICROBIANA 

La formación de una biopelícula es un proceso dinámico y complejo. El 

mecanismo de formación depende de numerosos factores tanto intrínsecos al 

microorganismo como propios del medio que lo rodea, incluida las características 

del substrato al cual se une. Así, por ejemplo, las biopelículas generadas en una 

superficie biótica como una mucosa animal son fisiológicamente diferentes de 

aquellas formadas en superficies inertes y es que las primeras son moduladas por 

la respuesta inflamatoria, por proteínas y por células del hospedador, que 

contribuyen al proceso de desarrollo y composición (Post y col., 2004). Sin 

embargo, al igual que ocurre con su arquitectura, la formación de las mismas 

podría considerarse como un evento caracterizado por tres fases comunes a todo 

proceso de diferenciación y desarrollo, con resultados similares en el progreso de 
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ellas, independientemente de las especies que participen y el ambiente donde se 

desarrolle: fase (1) de adhesión reversible de los microorganismos a la superficie 

seguida de unión irreversible y fase inicial de maduración de la biopelícula con 

crecimiento y división de los microorganismos, (2) una etapa de producción de 

exopolímero y maduración, y (3) fase de desarrollo final de las colonias y 

dispersión de células colonizadoras (figura 6) (Davey y O’Toole, 2000). 

 

Figura 6. Representación de la dinámica de formación de una biopelícula microbiana, figura 

adaptada del “Center for Biofilm Engineering, Montana State University, Bozeman”. 

A continuación se detallan los procesos incluidos dentro de cada fase del 

desarrollo de una biopelícula: 

Fase 1. Adhesión reversible y posteriormente irreversible a una superficie 

La etapa inicial del proceso de formación de una biopelícula es la adhesión de 

una célula sobre una superficie, o bien entre ellas mismas. Este fenómeno puede 

verse afectado por una serie de factores: por un lado, factores biológicos 

inherentes a los microorganismos que van a participar (motilidad, tasa de 

crecimiento, producción de EPS, etc.); por otra parte, por factores físicos y 
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químicos de la superficie, como su rugosidad y composición química; y finalmente, 

por factores del medio líquido en el que se desarrolla, como la velocidad del flujo o 

la composición química del mismo (Stoodley y col., 2002). 

La adhesión de los microorganismos a las superficies sólidas se produce en 

dos etapas: un estado reversible en el que los mismos se adhieren débilmente, y 

posteriormente un estado de unión irreversible, durante el cual la adherencia se 

consolida (Figura 7). 

La fase reversible consiste en una unión débil de los microorganismos con el 

sustrato mediante fuerzas de van der Walls, electrostáticas e interacciones 

hidrofóbicas. Este proceso va a depender de factores ambientales, como la 

temperatura y el pH, y de factores genéticos que afectan a aspectos como la 

motilidad, la sensibilidad ambiental y la presencia de determinadas proteínas en la 

superficie de la célula en cuestión (Stoodley y col., 2002). En bacterias Gram-

negativas (por ejemplo: P. aeruginosa, V. cholerae, Escherichia coli o S. enterica) se 

ha visto que la presencia de flagelos, fimbrias de tipo I y IV y curli, son importantes 

para la etapa de adherencia primaria. La motilidad parece también que ayuda a los 

microorganismos a alcanzar la superficie y contrarrestar las repulsiones 

hidrofóbicas. Sin embargo, aunque la motilidad ayuda al proceso no parece ser un 

requisito esencial, pues muchas bacterias Gram-positivas no motiles como 

estafilococos, estreptococos y micobacterias son capaces de formar biopelículas. 

En el caso de las bacterias Gram-positivas, se ha descrito la participación de 

proteínas de superficie (por ejemplo: AtlE, Bap, Esp) en esta primera etapa de 

adherencia (Lasa y col., 2005).  



Introducción 

 

13 

 

 

 

La fase irreversible es dependiente del tiempo y resulta del anclaje a la 

superficie de los apéndices microbianos, en caso de que existan y/o de la 

producción por parte de las células microbianas inicialmente adheridas de 

compuestos poliméricos extracelulares. En esta fase los microorganismos 

sintetizan la matriz de exopolisacáridos para establecer un contacto físico entre 

ellos y la superficie. El tiempo de contacto necesario es mínimo; este periodo es 

usualmente corto y varía en función de la disponibilidad de nutrientes, 

temperatura o presencia de antibióticos (Stoodley y col., 2002; Chmielewsky y 

Frank, 2003; Lasa y col., 2005). 

Durante las fases de adhesión, los microorganismos cambian su fenotipo y 

llegan a ser básicamente diferentes respecto a su forma planctónica. Este cambio 

implica la expresión de genes específicos, se producen cambios y alteraciones en 

su morfología y cambia su tasa de crecimiento (Donlan y Costerton, 2002). 

Figura 7. Micrografía obtenida por 

microscopía laser confocal  y teñida 

con el colorante vital LIVE/DEAD® 

BacLightTM de una biopelícula 

bacteriana de 12 horas de evolución, 

desarrollada en un sistema in vitro de 

biopelícula, sobre el material de 

hidroxiapatita. Se puede apreciar las 

bacterias colonizando la superficie 

del material como células 

individuales o pequeños agregados 

(barra escala = 17,29 µm). 
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Fase 2. Crecimiento y maduración 

Una vez se han establecido, las células microbianas se multiplican dando 

lugar a microcolonias y posteriormente a la biopelícula madura (Figura 8).  

 

 

El microorganismo que se ha adherido a la superficie comienza a dividirse y 

las células microbianas se extienden alrededor del sitio de unión, formando una 

microcolonia similar a como sucede durante el proceso de formación de colonias 

en las placas de medios con agar (Lasa y col., 2005). Sin embargo, dado que 

también pueden proliferar otros tipos de microorganismos en una región 

adyacente, la película comienza a adquirir una mezcla de distintos 

microorganismos, creciendo en complejidad. Si las condiciones son adecuadas para 

un crecimiento suficiente de la biopelícula, se desarrollará una estructura 

organizada; a este proceso se le denomina maduración. Una biopelícula madura 

puede consistir en una simple capa de microorganismos o en múltiples capas de 

microcolonias embebidas por las sustancias poliméricas extracelulares. Esta fase 

de crecimiento y maduración depende de factores como la disponibilidad de 

Figura 8. Micrografía obtenida por 

microscopía laser confocal  y teñida con 

el colorante vital LIVE/DEAD® 

BacLightTM de una biopelícula bacteriana 

de 72 horas de evolución, desarrollada 

en un sistema in vitro de biopelícula, 

sobre el material de hidroxiapatita. Se 

puede apreciar una población densa de 

bacterias, colonizando la superficie del 

material como microcolonias (barra 

escala = 17,29 µm). 
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nutrientes, la diversidad microbiana de la comunidad, la disponibilidad de agua y 

el transporte celular (Chmielewsky y Frank, 2003). 

A medida que madura la biopelícula, se va adaptando a la presencia de 

nutrientes, al oxígeno y a los cambios poblacionales, formando microcolonias 

discretas separadas por canales de agua. La densidad estructural de la matriz se 

incrementa en el núcleo mientras que las capas superiores permanecen porosas. 

Los microorganismos con un metabolismo más activo permanecen en la superficie 

de las capas de la matriz, cerca de los canales de agua. El número de 

microorganismos viables se reduce con la edad de la biopelícula; así en una 

biopelícula bacteriana joven se han detectado cerca de un 80% de células viables, y 

tan solo un 50% en una biopelícula madura (Branda y col., 2005). 

Fase 3. Dispersión de células colonizadoras 

Finalmente, algunos microorganismos de la matriz de la biopelícula se 

liberan de la misma para poder colonizar nuevas superficies cerrando el proceso. 

La liberación de los microorganismos desde la biopelícula es la parte del proceso 

que menos se conoce (Figura 9).  

La dispersión se puede deber a: 

  modificaciones internas en la estructura de la biopelícula, que conlleva la 

dispersión de células microbianas (Donlan, 2002; Lasa y col., 2005);  

 la actuación de fuerzas físicas. Los tres principales procesos que permiten la 

liberación celular son la erosión (eliminación continua de pequeñas 

porciones de la biopelícula), la muda (liberación rápida y masiva) y la 

abrasión (desprendimiento debido a la colisión de partículas de líquido 

contra la biopelícula) (Donlan, 2002); 
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 las capacidades innatas de las propias bacterias integrantes de la 

biopelícula; por ejemplo, para la bacteria Aggregatibacter 

actinomycetemcomitans se ha descrito una actividad enzimática que 

degrada de forma específica el exopolisacárido de la matriz de la 

biopelícula. La presencia en distintos proteomas de hipotéticas proteínas 

(endoglucanasas) que podrían ser responsables de una función similar, 

sugiere que la degradación controlada del exopolisacárido puede 

representar un mecanismo controlado de liberación de bacterias de la 

biopelícula (Lasa y col., 2005). 

 

Figura 9. Diferentes fenómenos observados en las biopelículas microbianas y que están 

implicados en la dispersión de las células microbianas de la misma. Figura adaptada del 

“Center for Biofilm Engineering, Montana State University, Bozeman”. 

La liberación de bacterias desde la biopelícula, por ejemplo, también se ha 

demostrado que es un proceso especie-específico; Pseudomonas fluorescens se 

dispersa y recoloniza una superficie después de aproximadamente 5 h, Vibrio 

parahaemolyticus después de 4 h y Vibrio harveyi después de sólo 2 h. Este proceso 

probablemente proporciona un mecanismo de migración bacteriana desde áreas 
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fuertemente colonizadas que han agotado los nutrientes a áreas más favorables 

para el crecimiento (Donlan, 2002). 

El modo de dispersión influye, aparentemente, en las características 

fenotípicas de los microorganismos. Los agregados erosionados desde la 

biopelícula por fuerzas físicas mantienen ciertas características del fenotipo 

biopelícula, como las propiedades de resistencia antimicrobiana, mientras que las 

bacterias que han sido dispersadas como resultado del crecimiento normal de la 

biopelícula pueden revertir rápidamente al fenotipo planctónico (Donlan, 2002). 

1.4. REGULACIÓN DEL PROCESO DE FORMACIÓN DE LA BIOPELÍCULA MICROBIANA 

La comunicación entre los microorganismos es esencial para diferenciarse 

con éxito en biopelícula. En la unión de los microorganismos a una superficie y 

ulterior formación de una biopelícula, se requiere de señales químicas coordinadas 

que les permitan comunicarse entre ellos. Este proceso se denomina “quorum-

sensing” y beneficia a la bacteria al permitirle detectar la presencia de 

microorganismos próximos, determinar la densidad de la población existente y 

responder a eventuales condiciones cambiantes (Figura 10) (Kolenbander y col., 

2002; Lasa y col., 2005).  

 

Figura 10. Representación del fenómeno “quorum-sensing” dentro de una biopelícula microbiana. 

Figura adaptada del “Center for Biofilm Engineering, Montana State University, Bozeman”. 
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El sistema de “quorum-sensing” es un mecanismo de regulación de la 

expresión génica dependiente de la acumulación en el medioambiente de una 

molécula señal denominada autoinductor. Cada microorganismo que se une a una 

superficie produce una molécula, de manera tal que cuantos más microorganismos 

se unen, mayor es el incremento de la concentración local de esta señal. La 

detección de un umbral mínimo de concentración de estas moléculas induce a los 

microorganismos a una modificación en su expresión génica. Recientes avances en 

este campo indican que la comunicación célula-célula vía autoinductores ocurre 

tanto entre células de la misma especie como entre especies diferentes (Miller y 

Bassier, 2001). Igualmente, ha quedado demostrado que la detección de “quorum-

sensing” puede influir también en la composición microbiana de la comunidad al 

alentar la proliferación de especies beneficiosas para la biopelícula y desalentar la 

proliferación de competidores (Davies y col., 1998; Potera, 1999; Singh y col., 

2000; Donlan, 2002; Post y col., 2004). Xie y colaboradores (2000) describen como 

ciertas bacterias presentes en la placa dental pueden influir en la incorporación de 

determinadas especies patógenas como P. gingivalis. La colonización de P. 

gingivalis está mediada, entre otros factores, por la adhesión mediante fimbrias. El 

gen fimA codifica la subunidad proteica mayor de la fimbria y puede ser regulada 

por factores ambientales. Streptococcus cristatis es capaz de modular, 

concretamente de reprimir, por este sistema de regulación, la expresión del gen 

fimA de P. gingivalis evitando su colonización. 

Entre las bacterias, las principales moléculas empleadas para comunicarse 

son las acilhomoserina lactonas, que predominan en bacterias Gram-negativas, y 

oligopéptidos modificados en bacterias Gram-positivas (Miller y Bassier, 2001). Al 

mismo tiempo, las bacterias poseen un receptor que puede detectar 

específicamente el autoinductor respectivo. Cuando éste se une al receptor, activa 

la trascripción de determinados genes, incluyendo aquellos para la síntesis del 

inductor (Thomas y Nakaishi, 2006).  
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Además del “quorum-sensing”, otros reguladores globales como CsrA en E. 

coli, o CytR en V. cholerae, han demostrado que son determinantes importantes 

para el desarrollo de la biopelícula de estas bacterias. En S. aureus, Lasa y 

colaboradores (Lasa y col., 2005) han demostrado que un regulador global de 

virulencia denominado SarA es esencial para el desarrollo de la biopelícula de esta 

bacteria, evidenciando que un regulador de virulencia es, a su vez, un regulador de 

la formación de la biopelícula, sirviendo de conexión entre ambos procesos.  

Conjuntamente con la regulación a nivel transcripcional, existen numerosos 

indicios de la existencia de una regulación postranscripcional del proceso de 

formación de la biopelícula. Así, por ejemplo, para V. cholerae, Yersinia pestis o P. 

fluorescens se han descrito proteínas implicadas en la formación de la biopelícula, 

indicando que estas moléculas son un transmisor secundario de señal común al 

proceso de regulación de la producción de exopolisacáridos en bacterias (Lasa y 

col., 2005). 

1.5. INTERCAMBIO GÉNICO 

La emisión de señales no es la única manera de transferir información en las 

biopelículas. La alta densidad de células bacterianas que proliferan allí facilita el 

intercambio de información genética (ADN extracromosómico o plásmidos) entre 

bacterias de la misma especie y entre especies o, incluso, géneros distintos. 

Estudios recientes demuestran una tasa de transferencia génica mediada por 

plásmidos enormemente incrementada entre las bacterias de biopelículas, que 

sugiere que la redistribución de genes entre éstas es un proceso continuo con 

importantes consecuencias en su adaptación evolutiva (Post y col., 2004). La 

conjugación (o transferencia de plásmidos) y la transferencia de transposones 

ocurren en biopelículas de especies mixtas in vivo e in vitro (Donlan, 2002). Ghico y 

colaboradores (2001) han sugerido que especies bacterianas de relevancia médica 

como E. coli, que contienen plásmidos conjugativos, desarrollan biopelículas más 

fácilmente. La capacidad de transformación genética innata se ha descrito para la 
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mayoría de los estreptococos, con capacidad de integrar una variedad de 

plásmidos y ADN cromosómico (Kolenbrander y col., 2002). Ya que en muchas 

ocasiones los plásmidos contienen la información frente a la resistencia a agentes 

antimicrobianos, la asociación en biopelículas les proporciona además a las 

bacterias un poderoso mecanismo de defensa (Huang y col., 2011). Así, por 

ejemplo, Roberts y colaboradores (2001) han descrito, en un modelo de biopelícula 

oral, la transferencia del transposon conjugativo Tn916-like entre diferentes 

especies de estreptococos, transfiriéndose así la resistencia a tetraciclinas.  

Además, las células lisadas en la biopelícula pueden actuar como donadoras 

de ADN cromosómico (Marsh y col., 2011). 

1.6. RESISTENCIA BACTERIANA 

Como ya se ha comentado, las bacterias incluidas en una biopelícula 

presentan una organización estructural que las hace resistentes a los mecanismos 

de defensa del hospedador. Las biopelículas, revestidas por la matriz extracelular y 

conteniendo múltiples microcolonias bacterianas en su interior, se convierten en 

estructuras demasiado grandes como para ser fagocitadas, reduciendo la 

accesibilidad del sistema inmune. Por añadidura, la biopelícula provee de una 

barrera física que aumenta la resistencia de patógenos a las defensas del 

hospedador como la opsonización o lisis por complemento (Post y col., 2004). Aún 

así, las biopelículas provocan respuesta inmune celular y humoral, demostradas 

por la identificación de citoquinas liberadas por leucocitos expuestos a la 

biopelícula. Sin embargo, debido a su aislamiento del entorno por la matriz y su 

reducido estado metabólico, esta respuesta sistémica es muy pequeña (Donlan, 

2002). 

Otra ventaja, extremadamente importante desde el punto de vista clínico, es 

que las bacterias incluidas en biopelículas son muy resistentes a los antibióticos, 

siendo capaces de sobrevivir frente a concentraciones de antibiótico miles de veces 

superiores a las que toleran las bacterias planctónicas (Stewart y Costerton, 2001; 
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Huang y col., 2011). Para intentar explicar esta resistencia se han planteado 

diversas hipótesis: 

 penetración lenta o incompleta del antibiótico en la biopelícula: se debería a 

que la matriz de exopolisacáridos constituye una barrera, impidiendo este 

ingreso. Si bien estudios in vitro muestran que algunos antibióticos logran 

ingresar con cierta facilidad (Lynch y col., 2007), se postula que el 

antibiótico podría ser desactivado por acción de polímeros extracelulares 

presentes en la matriz, y, por tanto, su difusión sería limitada dentro del 

mismo (Donlan, 2000; Stewart y Costerton, 2001; Fine y col., 2001; Donlan 

y Costerton, 2002; Socransky y Haffajee, 2003; Xu, 2004); 

 dosis subletales: las bacterias serían capaces de desarrollar resistencia 

frente a los antimicrobianos al ser atacadas con dosis subletales (Donlan y 

Costerton, 2002; Socransky y Haffajee, 2003; Xu, 2004); 

 causas metabólicas: una baja actividad metabólica de las bacterias dentro 

de la biopelícula por limitación de oxígeno y nutrientes puede causar que 

pasen a un estado de latencia o cese de su mitosis, con lo cual dejan de ser 

susceptibles a los antimicrobianos (Stewart y Costerton, 2001; Donlan y 

Costerton, 2002; Socransky y Haffajee, 2003; Xu, 2004). Además, se ha 

descrito la formación de nichos anaeróbicos en zonas profundas de las 

biopelículas debido a un consumo completo del oxígeno en las capas 

superficiales. Algunos antibióticos, como los aminoglicósidos, son 

comprobadamente menos eficaces contra la misma bacteria en condiciones 

anaeróbicas que aeróbicas. Finalmente, una eventual acumulación de 

productos ácidos en la biopelícula puede conducir a diferencias 

significativas de pH entre el exterior y el interior de ésta, interfiriendo con 

la acción del antibiótico (Stewart y Costerton, 2001; Post y col., 2004); 
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 cambios genéticos: se producirían modificaciones en la fisiología de las 

bacterias de la biopelícula que conllevarían la aparición de genes 

específicos, producto de cambios genéticos, que potenciarían mecanismos 

de resistencia a múltiples antibióticos. Según diversos investigadores, esta 

resistencia se debería principalmente a modificaciones fenotípicas, como 

por ejemplo generar el cese de la mitosis. Por ende, la resistencia a 

antibióticos también podría inducirse mediante una situación de presión 

selectiva a una población; una vez que se producen los cambios génicos 

descritos, las bacterias podrían transmitir los nuevos genes a través de 

trasferencia horizontal (entre individuos) por intercambio de plásmidos; o 

igualmente producto de una conversión lisogénica (Donlan y Costerton, 

2002; Socransky y Haffajee, 2003; Chole y Faddis, 2003; Scott y Manning, 

2003; Post y col., 2004; Xu, 2004; Sanclement y col., 2005; Lynch y col., 

2007); 

 formación de esporas: esta hipótesis plantea la posibilidad de génesis de 

una subpoblación de bacterias dentro de la biopelícula con un estado 

fenotípico muy especial y altamente protegido, con una diferenciación 

similar al de las esporas. Este planteamiento es apoyado por investigaciones 

que muestran resistencia en biopelículas recientemente formadas, aun 

cuando estas son demasiado delgadas para constituir una barrera a la 

penetración de agentes antimicrobianos (Stewart y Costerton, 2001); 

 fenómeno de “quorum-sensing”: el papel del sistema de señalización en la 

resistencia a antimicrobianos está siendo estudiado, aunque todavía no está 

clara su posible implicación. Davies y colaboradores (1998) presentaron 

datos que mostraban como biopelículas mutantes en el sistema de 

“quorum-sensing” (concretamente en el gen LasI) fueron anormalmente 

sensibles al tratamiento con SDS, aunque la cuestión de si estas biopelículas 

mutantes tenían la resistencia a antibióticos alterada no se abordó. Brooun 

http://es.wikipedia.org/wiki/Bacteria
http://es.wikipedia.org/wiki/Transferencia_horizontal_de_genes
http://es.wikipedia.org/wiki/Pl%C3%A1smido
http://es.wikipedia.org/wiki/Conversi%C3%B3n_lisog%C3%A9nica
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y Lewis (2000) mostraron que biopelículas mutantes defectuosas en la 

detección de este sistema de señalización veían afectada su resistencia a 

detergentes y antibióticos.  

1.7. BIOPELÍCULAS E INFECCIONES 

El termino infección hace referencia a la colonización de un organismo 

hospedador por microorganismos o especies exteriores. En la utilización clínica del 

término infección, el microorganismo colonizador es perjudicial para el 

funcionamiento normal y/o supervivencia del hospedador, por lo que se califica al 

microorganismo como patógeno. 

Las enfermedades infecciosas durante el siglo pasado (difteria, tuberculosis, 

cólera, etc.) eran causadas por microorganismos dotados de mecanismos 

patogénicos específicos. Los antibióticos y vacunas desarrollados para estos 

patógenos lograron una notable eficacia en su control. En la actualidad, estos 

microorganismos han sido desplazados del primer plano por microorganismos 

ubicuos, capaces de producir infecciones de tipo crónico, que responden de 

manera limitada a los tratamientos antibióticos y no pueden prevenirse mediante 

inmunización. Diversas publicaciones señalan que, por lo menos, el 65% de todos 

los procesos infecciosos bacterianos humanos podrían involucrar biopelículas 

(Potera, 1999; Sanclement y col., 2005; Ramadan y col., 2005 y 2006; Sanderson, 

2006). Entre estas enfermedades destacan la caries, las enfermedades 

periodontales, la otitis media, la neumonía por Pseudomonas spp., la fibrosis 

quística, la cistitis crónica, la endocarditis bacteriana, la osteomielitis o la 

prostatitis crónica. También se ha demostrado que se pueden desarrollar 

biopelículas sobre distintos dispositivos médicos implantables, provocando 

infecciones, destacando la sepsis por catéteres endovenosos y arteriales. Además, 

se han descrito en catéteres urinarios, en sigmoidoscopios y en lentes de contacto. 

Constituyen, también, un problema relevante en válvulas cardíacas artificiales, 

marcapasos y prótesis ortopédicas, las cuales, una vez infectadas, generan 

http://es.wikipedia.org/wiki/Cl%C3%ADnica
http://es.wikipedia.org/w/index.php?title=Perjudicial&action=edit&redlink=1
http://es.wikipedia.org/wiki/Supervivencia
http://es.wikipedia.org/wiki/Hu%C3%A9sped
http://es.wikipedia.org/wiki/Microorganismo
http://es.wikipedia.org/wiki/Pat%C3%B3geno
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infecciones muy difíciles de resolver con el uso de antibióticos (Costerton y col., 

1999; Costerton, 2001; Stewart y Costerton, 2001; Donlan, 2002). 

Las características que mejor describen las infecciones relacionadas con las 

biopelículas son su cronicidad y su limitada respuesta a tratamientos antibióticos. 

Mientras que las infecciones agudas suelen ser eliminadas tras un breve 

tratamiento antibiótico, las infecciones por biopelículas normalmente no 

consiguen ser completamente eliminadas, y producen episodios recurrentes (Lasa 

y col., 2005). Como ya hemos comentado anteriormente, utilizando diferentes 

mecanismos, las bacterias pueden ser hasta mil veces más resistentes a los 

antibióticos que esas mismas bacterias crecidas en estado planctónico. Pero 

además, hay que tener en cuenta que los antibióticos que utilizamos 

rutinariamente han sido seleccionados por su actividad frente a bacterias 

planctónicas. Así, los ensayos de sensibilidad o susceptibilidad a los 

antimicrobianos (antibiogramas) que se realizan rutinariamente están diseñados 

para medir la susceptibilidad frente al antimicrobiano de la bacteria crecida de 

forma planctónica, sin tener en cuenta que los resultados obtenidos pueden no ser 

extrapolables a esa misma bacteria cuando está creciendo en el interior de una 

biopelícula. 
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2. LA PLACA DENTAL COMO UNA BIOPELÍCULA BACTERIANA 

2.1. LA CAVIDAD ORAL, UN HÁBITAT MICROBIANO 

La boca es un hábitat cálido y húmedo, susceptible de ser colonizado por una 

gran variedad de microorganismos, que incluye virus, micoplasmas, arqueas, 

hongos, protozoos y bacterias, siendo este último grupo el más numeroso (Marsh y 

col., 2011). 

En la cavidad oral se describen diferentes superficies de contacto donde 

establecerse los microorganismos y desarrollar biopelículas. El área superficial 

media de la cavidad oral de un adulto es aproximadamente 215 cm2, representada 

por los dientes (20% de la superficie) y las mucosas, con tejidos blandos tanto 

queratinizados (30%) como no-queratinizados (50%) (Mager y col., 2003).  

En el caso concreto de los dientes, estos presentan una peculiaridad única en 

el cuerpo humano, y es que se trata de superficies rígidas y no descamativas 

expuestas en un medio muy rico en microorganismos, lo que facilita la formación 

de biopelículas (Figura 11), denominadas genéricamente placa dental o placa 

bacteriana (Lang y col., 2009). Según su localización, la placa dental se denomina:  

 placa supragingival, localizada en la proximidad del margen gingival;  

 placa subgingival, localizada en el interior del surco gingival o bolsa 

periodontal, bajo el margen de la encía; 

 placa proximal, localizada en los espacios interproximales; 

 placa de fosas y fisuras, localizada en las superficies oclusales. 
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Figura 11. Placa dental en adulto (flecha azul). 

 

El concepto y descripción de la placa dental han ido evolucionando a lo 

largo de la historia, dependiendo de los avances técnicos disponibles para su 

estudio. La placa dental ha sido definida como una biopelícula, al ser una 

comunidad microbiana embebida en una matriz de polímeros de origen 

microbiano y salivar, constituida por una gran diversidad de microorganismos y 

que se localiza adherida a la superficie del diente (Marsh y Martin, 2009). Ya en 

1684, Antonie van Leeuwenhoek, con la aparición del microscopio óptico, observó 

que la placa dental estaba compuesta por depósitos blandos con microbios y restos 

de comida, y comprobó que las bacterias asociadas a la superficie del diente 

presentaban propiedades diferentes comparadas con sus homólogas planctónicas. 

Únicamente era capaz de destruir las bacterias de su propia placa dental si 

previamente esta era recogida de sus molares y mezclada con una solución de 

vinagre in vitro, fallándole el tratamiento cuando se aplicaba la misma solución por 

lavados bucales prolongados (Marsh y col., 2011). Posteriormente, en 1898, Black 

definió la placa dental como placas blandas gelatinosas. A mediados de 1960, la 

placa dental comenzó a ser el foco de atención de la comunidad investigadora en el 
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ámbito dental, poniéndose énfasis en los factores contribuyentes a la diversidad de 

ecosistemas, incluyendo pH, potencial de oxido-reducción y requerimientos 

nutricionales (Thomas y Nakaishi, 2006). En 1970, en un congreso en Edimburgo, 

se definió la placa dental como microorganismos más polisacáridos extracelulares, 

recubierta por leucocitos, células epiteliales y restos de comida. A partir de 1990, 

gracias al desarrollo y perfeccionamiento del microscopio láser confocal y del 

microscopio electrónico de barrido, se llegó a un mejor conocimiento de la placa 

dental y de su estructura (Marsh, 1995 y 1997; Costerton y col., 1987 y 1993; 

Costerton, 1994; Donlan, 2002; Donlan y Costerton, 2002; Bernimoulin, 2003; 

Serrano-Granger y Herrera, 2005). 

2.2. ARQUITECTURA DE LA PLACA DENTAL 

La estructura de la biopelícula oral presenta los tres elementos 

característicos ya detallados en el capítulo anterior: grandes colonias de 

microorganismos sésiles embebidas en una matriz polimérica extracelular y 

separadas unas de otras por espacios intersticiales huecos (Figura 12).  

Entre los diferentes ambientes que podemos encontrar en la cavidad oral, 

es posible reconocer una estructura similar de la placa bacteriana en sitios 

específicos. Esto ocurre en la placa de localización supragingival versus la placa de 

fisuras y surcos gingivales o bolsas periodontales de diferente profundidad, 

además de la localizada en superficies como reconstrucciones, prótesis e 

implantes. Parece por tanto que la estructura de la placa formada sobre ellos, como 

los patrones de crecimiento y maduración, no difieren significativamente (Theilade 

y col., 1982 a y b; Lang y col., 2009), por lo que, al menos, algunos de los 

mecanismos principales que interviene en la formación de la misma no guardan 

relación con la naturaleza de la superficie sólida colonizada. A pesar de las 

diferencias en cuanto a rugosidad superficial, energía libre o carga, las 

características más importantes de la estructura y del desarrollo de la placa son 

similares en todos estos materiales (Siegrist y col., 1991). 
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Destacar únicamente que del estudio de la composición de la matriz 

extracelular (EPS, lípidos, restos celulares, ADN, etc.) se desprende que tres 

fuentes van a contribuir en la composición de la misma: los microorganismos de la 

placa (a través de la síntesis de EPS), la saliva y el exudado gingival. Las bacterias 

en degeneración o muertas también pueden contribuir a la matriz. Las diferencias 

descritas anteriormente en cuanto a la composición en EPS de la matriz en 

biopelículas también se hace patente en la placa dental. Se observan cambios en la 

composición de la misma en función de la localización dentro de la cavidad oral y 

de las especies bacterias predominantes en ese momento en la biopelícula. 

Podemos destacar, entre los EPS de la placa mejor caracterizados, a los 

polisacáridos fructanos (levanos) y glucanos, ambos obtenidos a partir de la 

sacarosa de la dieta y que constituyen la reserva de energía disponible para los 

microorganismos de la biopelícula (levano y dextrano) o actuando como esqueleto 

de la matriz (mutano). Además podemos encontrar una pequeña cantidad de 

lípidos (Lang y col., 2009). 

Figura 12. Micrografía obtenida por 

microscopía electrónica de barrido a 

bajas temperaturas de una biopelícula 

bacteriana madura, desarrollada en un 

sistema in vitro de biopelícula oral, 

sobre titanio. Se puede apreciar la 

estructura típica de una biopelícula, con 

los torreones celulares, la matriz y los 

espacios intersticiales huecos (barra 

escala = 5 µm). 
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2.3. DESARROLLO DE LA PLACA DENTAL 

El desarrollo de la placa dental sigue las pautas generales en todo proceso de 

formación de biopelículas, ya descritas en el capítulo anterior; el proceso 

comprende unas etapas comunes de adhesión y agregación, producción de una 

matriz extracelular, comunicación intercelular y generación de heterogeneidad.  

La formación de la placa dental comienza con la adsorción de 

macromoléculas hidrófobas a las superficies del diente, para formar una película 

condicionante denominada película adquirida (Figura 13). La composición de esta 

película incluye principalmente glucoproteinas salivales (mucinas) y anticuerpos. 

Estas moléculas derivan mayoritariamente de la saliva, pero, en la región 

subgingival, también proceden del fluido gingival crevicular (Marsh y col., 2011). 

Esta película altera la carga y la energía libre de la superficie, aumentando así la 

eficiencia de la adhesión bacteriana (Kolenbrander y col., 2002). 

 A continuación, algunas bacterias, en su mayoría transportadas pasivamente 

a la superficie a colonizar por la saliva o el fluido gingival crevicular, comenzarán a 

adherirse de forma reversible a la película adquirida (Marsh y col., 2011). Tanto el 

inicio como la posterior asociación de especies bacterianas implicadas en el 

desarrollo de la biopelícula oral no será un proceso aleatorio, sino que existirían 

asociaciones específicas entre bacterias dentro de la misma (Figura 13) 

(Kolenbrander y col., 2002 y 2010; Socransky y Haffajee, 2003). La colonización 

primaria está dominada por cocos Gram-positivos anaerobios facultativos, más 

algunas células epiteliales y leucocitos polimorfonucleares. Las bacterias 

implicadas serán capaces de desarrollar diferentes mecanismos que les permitan 

adherirse rápidamente al entrar en contacto con la película adquirida, como 

estructuras de adhesión específicas (fimbrias, fibrillas, etc) y polímeros 

extracelulares (Huang y col., 2011). Así, colonizadores primarios como Actinomyces 

naeslundii y varias especies de estreptococos, como Streptococcus salivarius, 

Streptococcus parasanguis y Streptococcus mitis, muestran fimbrias y fibrillas en su 
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superficie. Otros factores que favorecen la adhesión de las bacterias orales a una 

superficie son la capacidad de motilidad que muestran algunas especies 

bacterianas o la expresión de ciertas proteínas en su superficie celular, 

denominadas adhesinas, como, por ejemplo, la adhesina GalNAcβ1-3 de las 

especies Streptococcus oralis y Streptococcus sanguis (Kolenbrander y col., 2002). 

 

Figura 13. Modelo espacio-temporal de colonización bacteriana bucal, adaptado de Kolenbrander y 

col., 2010, que ilustra la forma en que las bacterias colonizadoras iniciales o primarias reconocen 

los receptores de la película adquirida y las coagregaciones entre colonizadores iniciales, 

fusobacterias y colonizadores tardíos de la superficie dentaria. 

 

En la Figura 14 podemos observar bacterias en las primeras horas de 

formación de una biopelícula oral desarrollada in vitro, como microorganismos 

únicos o en agregados. La unión de estas especies pioneras, que inicialmente se 

lleva a cabo a través de interacciones físico-químicas débiles reversibles, se 

tornará permanente a través de interacciones estereoquímicas fuertes (Do y col., 
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2013). Durante las primeras horas de formación, estas bacterias comienzan a 

proliferar y forman colonias pequeñas. Sin embargo, dado que otros tipos de 

microorganismos también pueden proliferar en una región adyacente, la película 

comienza a adquirir una mezcla de microorganismos, creciendo la complejidad.  

 

 

Al aumentar el espesor de la biopelícula en formación, debido a la 

proliferación continua de los microorganismos adheridos, a la adhesión de nuevas 

bacterias y a la síntesis de polímeros extracelulares, la difusión en los dos sentidos 

de la biopelícula es cada vez más difícil. Las bacterias de las capas más 

superficiales utilizan rápidamente el oxígeno y la difusión de este será deficiente a 

través de la matriz de la biopelícula, generándose un gradiente de oxígeno y 

creándose condiciones de anaerobiosis total en las capas más profundas. Así 

mismo, se generan gradientes decrecientes de nutrientes provistos por la fase 

acuosa, esto es, la saliva. Como resultado del metabolismo bacteriano aparecerán 

gradientes inversos de productos de fermentación.  

Ahora, los bacilos Gram-positivos, presentes al principio en muy bajo 

número, aumentan gradualmente su presencia, sobre todo las especies de 

Actinomyces, que predominan en esta etapa de la formación de la placa. Los 

Figura 14. Micrografía obtenida por 

microscopía electrónica de barrido a 

bajas temperaturas, que muestra el 

primer estadío de la formación de una 

biopelícula oral desarrollada en un 

sistema in vitro sobre el material de 

hidroxiapatita. Se puede apreciar una 

población de bacterias, entre las que 

destacan la morfología cocoide, coco-

bacilar y fusiforme, como células 

individuales o pequeñas colonias (barra 

escala = 20 µm). 
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receptores de superficie de los cocos y los bacilos Gram-positivos agregados 

permiten la adhesión ulterior de los microorganismos Gram-negativos, con menor 

capacidad de adherencia directa a la película. Veillonella spp., las fusobacterias y 

otras especies bacterianas Gram-negativas anaerobias caracterizan esta fase. La 

heterogeneidad de la placa aumenta gradualmente, incluyendo grandes cantidades 

de microorganismos Gram-negativos. El resultado de esta evolución es un conjunto 

complejo de especies bacterianas interrelacionadas, estructural y funcionalmente 

organizado (Figura 15). 

 

 

2.4. COMPOSICIÓN BACTERIANA DE LA PLACA DENTAL 

La mayoría de los ecosistemas naturales contienen un gran número de 

microorganismos genéticamente distintos, y la cavidad bucal humana no es 

diferente. Numerosos estudios han abordado la descripción de la composición 

microbiana de la placa dental, tanto en individuos en estado de salud como en 

situación de enfermedad, describiendo la presencia de cientos de microorganismos 

organizados en comunidad (Ximenez-Fyvie y col., 2000; Aas y col., 2005; Paster y 

col., 2006). Actualmente, no se puede determinar con exactitud el número de 

 

Figura 15. Micrografía obtenida por 

microscopía electrónica de barrido a bajas 

temperaturas, que muestra la estructura 

madura de una biopelícula oral 

desarrollada en un sistema in vitro sobre 

titanio. Se puede apreciar una densa 

población de bacterias organizadas en 

biopelícula (barra escala = 10 µm). 
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especies bacterianas presentes, ya que este va aumentando a medida que los 

avances en técnicas moleculares permiten una identificación más específica 

(Socransky y col., 2004; Rasiah y col., 2005; Ledder y col., 2007; Keijser y col., 

2008). Los análisis moleculares de las comunidades microbianas orales mediante 

clonación y secuenciación del gen 16S rRNA han sugerido la presencia de 

aproximadamente 800 especies de bacterias habitando la boca, y que entre 100 y 

200 especies diferentes conviven en la cavidad bucal de un individuo sano 

(Kolenbrander y col., 2010; Dewhirst y col., 2010; Filoche y col., 2010). Este 

número puede diferir entre unos y otros estudios en función, principalmente, del 

método de análisis aplicado. Así, por ejemplo, mediante la tecnología de 

pirosecuenciación se ha sugerido que la diversidad bacteriana puede alcanzar los 

1200 taxones diferentes y hasta 500 especies presentes en individuos sanos 

(Keijser y col., 2008; Zaura y col., 2009; Kolenbrander y col., 2010). Pero, en lo que 

sí coinciden todos los estudios es en reflejar la grandísima diversidad bacteriana 

presente en este pequeño nicho. 

En la cavidad bucal es posible reconocer una composición muy similar de la 

placa bacteriana en las diferentes localizaciones (supragingival, subgingival, 

además de la localizada en superficies como reconstrucciones, prótesis e 

implantes), solamente hallando variaciones considerables en los microorganismos 

predominantes detectados, debido en gran parte a la estrecha relación entre las 

propiedades del hábitat y los organismos que son capaces de predominar 

(Ximenez-Fyvie y col., 2000; Mager y col., 2003; Aas y col., 2005; Paster y col., 

2006; Socransky y Haffajee, 2009; Marsh y col., 2011). 

Pese a la altísima diversidad microbiana de las biopelículas orales, podemos 

destacar la presencia de un determinado grupo de bacterias que caracterizan la 

composición de las mismas. Socransky y colaboradores (1998) demostraron la 

presencia de grupos microbianos específicos dentro de la placa bacteriana (Figura 

16). Se reconocieron seis grupos de especies bacterianas íntimamente asociadas. 
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Por un lado, los colonizadores iniciales de la superficie dentaria, que incluían 

especies de Actinomyces, un complejo amarillo compuesto por miembros del 

género Streptococcus, un complejo verde compuesto por especies de 

Capnocytophaga, el serotipo a de A. actinomycetemcomitans, Eikenella corrodens y 

Campylobacter concisus y un complejo violeta compuesto por Veillonella parvula y 

Actinomyces odontolyticus. Estos grupos suelen preceder a la multiplicación 

predominante de los complejos rojo y naranja de Gram-negativos. El complejo 

naranja está compuesto por Campylobacter gracilis, Campylobacter rectus, 

Campylobacter showae, Eubacterium nodatum, subespecies de Fusobacterium 

nucleatum, Fusobacterium periodonticum, Parvimonas micra, Prevotella intermedia, 

Prevotella nigrescens y Streptococcus constellatus, mientras que el complejo rojo 

está compuesto por Tannerella forsythia, P. gingivalis y Treponema denticola 

(Figura 16). 

 

Figura 16. Esquema de la asociación entre especies subgingivales (adaptado de Socransky y col., 

1998).  
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De los seis grupos de especies bacterianas mencionados anteriormente, la 

mayoría de las bacterias predominan tanto en los estados de salud como en los de 

enfermedad, aunque los recuentos, las proporciones y la prevalencia varían debido 

a las condiciones físicas y biológicas que prevalecen en las distintas localizaciones 

(Ximenez-Fyvie y col., 2000; Aas y col., 2005; Paster y col., 2006; Filoche y col., 

2010).  

La carga microbiana de la mucosa es relativamente baja debido a la 

descamación, a pesar de que las biopelículas con una mayor densidad y diversidad 

microbiana se encuentran en la superficie altamente papilosa de la lengua. En 

contraste, los dientes permiten la acumulación de la mayor cantidad de biomasa al 

ser superficies no descamativas; las cifras más altas y la mayor diversidad de 

microorganismos se encuentran en los sitios de estancamiento que ofrezcan 

protección contra las fuerzas de eliminación orales. Las fisuras en las superficies 

oclusales tienen un alto número de bacterias aerobias, anaerobias facultativas y 

sacarolíticas Gram-positivas, especialmente estreptococos, y hay pocos 

microorganismos anaerobios Gram-negativos. En contraste, el surco gingival tiene 

las proporciones más altas de las bacterias proteolíticas y anaerobias obligadas, 

muchos de los cuales son Gram-negativos. La saliva contiene hasta 108 

microorganismos por mililitro que derivan de otras superficies orales, 

especialmente la lengua (Marsh y Martin, 2009; Marsh y col., 2011). En una boca 

sana, los recuentos de microorganismos correspondientes a la placa supragingival 

pueden ser mayores que 109 en la superficie de un solo diente, y entre 103-108 en 

los sitios subgingivales, en función de que sean surcos poco profundos o bolsas 

periodontales profundas (Socransky y Haffajee, 2009). 

2.5. INTERACCIÓN ENTRE MICROORGANISMOS, COMUNICACIÓN CÉLULA A CÉLULA Y 

TRANSFERENCIA DE GENES EN LA PLACA DENTAL 

En las biopelículas, los microorganismos están físicamente muy próximos los 

unos a los otros, e interactúan en consecuencia (Figura 17).  
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Figura 17. Representación esquemática de los tipos de interacción (inter-bacterianas y bacterias-

hospedador) que se producen en una comunidad microbiana, como la placa dental, creciendo como 

biopelícula (adaptado de Marsh y col., 2011). Las bacterias se adhieren a través de interacciones 

adhesina-receptor o bien a la película adquirida (derivada de la saliva o del fluido del surco 

gingival) o a células ya unidas (co-adherencia). Las bacterias interactúan sinérgicamente para 

metabolizar moléculas endógenas (por ejemplo, glicoproteínas).  Las bacterias se comunican entre 

sí a través de moléculas señalizadoras difusibles, y con células del hospedador. Las células son más 

tolerantes a los agentes antimicrobianos, ya sea a causa de los atributos físicos de la biopelícula, a 

través de la transferencia de genes de resistencia o a través de protección por las células vecinas 

que producen enzimas neutralizantes. Las células también pueden obtener una ventaja por la 

producción de moléculas inhibidoras. 

Entre las bacterias orales se han descrito interacciones metabólicas 

convencionales tanto de sinergismo como de antagonismo. Hay ejemplos claros de 

interacciones de sinergismo: el producto metabólico de un organismo se convierte 

en el nutriente principal para un segundo; las bacterias colaboran para catabolizar 

moléculas complejas del hospedador (proteínas, glicoproteínas, etc); bacterias 

anaerobias obligadas tales como P. gingivalis pueden sobrevivir en entornos 
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aeróbicos si se asocian y co-agregan con géneros que consumen oxígeno tales 

como Neisseria. En el sentido opuesto, también se ha descrito la producción de 

compuestos inhibidores (bacteriocinas, ácidos, H2O2, etc) para inhibir el 

crecimiento de determinadas células vecinas (Marsh y col., 2011). Además, se han 

descrito otros fenómenos metabólicos de señalización inter-bacteriana, como el 

aumento de la expresión de la α-amilasa por Streptococcus gordonii en presencia 

de Veillonella atypica o, como ya se ha mencionado en el capítulo anterior, una 

menor tasa de formación de biopelícula para P. gingivalis en presencia de  S. 

cristatus, que a través de una proteína de la superficie puede reprimir los genes 

implicados en la expresión de las fimbrias de P. gingivalis (Marsh y col., 2011). 

Igualmente, el fenómeno de “quorum-sensing” ha sido descrito para las 

bacterias de la placa, aunque con alguna diferencia con respecto a las 

generalidades descritas en el capítulo anterior y es que estudios de este fenómeno 

en bacterias periodontales Gram-negativas sugieren que estos microorganismos 

no poseen como principal molécula autoinductora las acilhomoserina lactonas, que 

predominan en bacterias Gram-negativas del medio ambiente (Frías y col., 2001). 

En su lugar, estas bacterias Gram-negativas (por ejemplo, F. nucleatum, P. 

intermedia, P. gingivalis o A. actinomycetemcomitans) y varios géneros de bacterias 

orales Gram-positivas poseen como molécula clave el autoinductor denominado 

IA-2, que es codificada por el gen LuxS (Marsh y col., 2011). En A. 

actinomycetemcomitans, la señalización dependiente del gen LuxS induce la 

expresión de la leucotoxina y de una proteína de transporte involucrada en la 

adquisición de hierro, mientras que en P. gingivalis, la detección de “quorum-

sensing” dependiente de LuxS modulada actividades de hemaglutininas y 

proteasas, pero no es esencial para virulencia (Marsh y col., 2011). Incluso, se ha 

podido observar cómo la ausencia en algunas bacterias del AI-2 puede ser 

complementada por las moléculas producidas por otra (pero no todas) las 

especies. Por ejemplo, el AI-2 producido por A. actinomycetemcomitans 

complementa una mutación en el gen luxS de P. gingivalis y la secreción de AI-2 de 
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P. gingivalis podría estimular la formación de biopelículas por F. nucleatum, lo que 

sugiere un papel importante para estas moléculas en la comunicación intra-e inter-

especies (Marsh y col., 2011). Hay descritas otras moléculas involucradas en 

“quorum-sensing” de bacterias orales: en Streptococcus mutans, la detección de 

“quorum-sensing” está mediada por un péptido estimulante de competencia (CSP, 

por sus siglas en inglés), que aumenta la tasa de crecimiento en biopelícula entre 

10 y 600 veces (Li y col., 2002).  

Las bacterias orales también se comunican e interactúan unas con otras en 

las biopelículas mediante transferencia horizontal de genes. Por ejemplo, la 

transferencia de transposones conjugativos que codifican resistencia a la 

tetraciclina entre los estreptococos ha sido demostrada in vivo e in vitro, o la 

transferencia de genes entre T. denticola y S. gordonii. La presencia de islas de 

patogenicidad en patógenos periodontales, tales como P. gingivalis, es también 

prueba indirecta de la transferencia horizontal de genes que tiene lugar en 

biopelículas de la placa en algún tiempo lejano en el pasado, y puede explicar la 

evolución de cepas más virulentas. Además, las células lisadas en las biopelículas 

podrían actuar como donantes de ADN cromosómico, con lo cual aumenta la 

oportunidad de transferencia horizontal de genes en la placa dental (Marsh y col., 

2011).  

3. PLACA DENTAL Y ENFERMEDAD 

Una vez que la biopelícula oral se ha formado, la composición microbiana de 

la misma se caracteriza por presentar un alto grado de estabilidad o de equilibrio, 

a pesar de las tensiones ambientales a las que es sometida regularmente, como la 

higiene bucal periódica, la ingesta de alimentos o los cambios diurnos en el flujo de 

saliva (Marsh y col., 2011). Las bacterias responden a estos cambios ambientales a 

través de los mecanismos anteriormente descritos de interacciones microbianas, 

incluyendo acciones de sinergismo y antagonismo. Pero, en ocasiones, la 

homeostasis microbiana puede romperse si un parámetro clave para la estabilidad 
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de esa comunidad supera un umbral. Una consecuencia de la alteración de la 

homeostasis es la reorganización de la estructura y la composición de la 

comunidad microbiana, y es que especies que hasta el momento estaban en menor 

proporción se hacen más dominantes. Este cambio en la composición de la 

comunidad y actividad puede predisponer a la enfermedad (Marsh y col., 2011).  

Se ha descrito como la placa dental tiene profundas implicaciones en la 

etiología y progresión de algunas de las enfermedades más prevalentes que afectan 

a los humanos, como son la caries dental y las enfermedades periodontales 

(Filoche y col., 2010; Do y col., 2013). La prevalencia de estas enfermedades orales 

es muy elevada en los países desarrollados y tiene un gran impacto económico, 

demandando recursos médicos y sociales enormes en la prestación sanitaria en 

todo el mundo: por ejemplo, en el caso de la caries dental, en muchos países 

alrededor del 80% de la población se ve afectada (Do y col., 2013); en el caso de la 

periodontitis, y concretamente en España, según la Encuesta Nacional de Salud en 

España en 2005, cerca del 40% de las personas entre 65-74 años tendrían lesiones 

evidentes de periodontitis, y en el grupo etario entre 35-44 años la proporción 

sería superior al 25% (ENSE, 2005). Por añadidura, las biopelículas y entre ellas 

los orales, se relacionan con infecciones de carácter crónico, las cuales tienen un 

fuerte impacto en la calidad de vida, así como para la salud sistémica. Las 

infecciones crónicas orales han sido asociadas con, entre otras enfermedades, 

diabetes, enfermedades cardiovasculares, úlceras de estómago o cáncer gástrico 

(Do y col., 2013).  

3.1. PLACA DENTAL E INFECCIONES 

Entre las principales enfermedades relacionadas con la placa dental destacan 

la caries dental, las enfermedades periodontales y las enfermedades peri-

implantarías, que se describen a continuación por su importancia y prevalencia. 

Hay otras patologías en las que la biopelícula oral también está implicada en el 

inicio y progresión, como la infección pulporeriapical, halitosis, etc.  
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Caries dental  

El término de caries dental se utiliza para describir el resultado -signos y 

síntomas- de la disolución química localizada de la superficie del diente, causada 

por la actividad  metabólica de las bacterias ubicadas en la biopelícula oral (o placa 

dental) que cubre el área afectada (Fejerskov y col., 2008) (Figura 18). 

 

Figura 18. Caries dental en adulto. 

El papel de la biopelícula oral como factor etiológico de esta enfermedad se 

asignó desde el comienzo de su estudio. Ya en 1882, Walter Miller propuso como 

factor más importante en la patogenia de la misma la capacidad de un gran número 

de bacterias bucales de producir ácidos a partir de los hidratos de carbono de la 

dieta. Más adelante, en 1960, Paul Keyes estableció que la etiopatología de la caries 

obedecía a la interacción simultánea de tres elementos o factores principales: los 

microorganismos de la biopelícula oral, el sustrato y el diente. A partir de los años 

ochenta se incluirán el factor tiempo y los factores de riesgo. En 2004, Fejerskov 

(2004) la denominó como una enfermedad infecciosa que se origina como la 

consecuencia de cambios ecológicos que se producen en la placa dental, 
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conformada por microorganismos autóctonos y no por microorganismos 

patógenos oportunistas. 

En la actualidad, la caries está considerada como una enfermedad infecciosa 

compleja,  transmisible y multifactorial, que causa la destrucción localizada de los 

tejidos dentales duros por los ácidos generados por las comunidades microbianas 

adheridas al diente. Las lesiones son el resultado de la disolución del esmalte o 

cemento y posteriormente de la dentina, por los ácidos producidos por los 

microorganismos al metabolizar los hidratos de carbono de la dieta, consecuencia 

de un cambio en la ecología y actividad metabólica de la biopelícula. No obstante, 

es importante destacar que la biopelícula oral que se forma y crece ubicuamente 

en las superficies duras de la cavidad oral no va a conducir necesariamente al 

desarrollo de caries dentales clínicamente visibles. Sin embargo, será un requisito 

para que se produzca la caries (Marsh y Nyvad, 2008). 

Se ha intentado describir la microbiota asociada con el desarrollo de la caries. 

Durante muchos años, se han mantenido dos corrientes sobre el papel de la placa 

dental en la etiología de la caries. La “hipótesis de placa específica” proponía que, a 

pesar de la gran variedad microbiana presente en la placa dental, solo un 

microorganismo o un número reducido de ellos, estaban involucrados en la 

enfermedad. En contraste, la “hipótesis de placa no específica” consideraba que la 

enfermedad se debía a la actividad del conjunto de los microorganismos presentes 

en la placa (Marsh y Nyvad, 2008). Recientemente, se ha propuesto una hipótesis 

alternativa (“hipótesis de la ecología de la placa”), que recoge los elementos clave 

de las dos hipótesis (Marsh, 1994 y 2003). Esta propone que la enfermedad resulta 

de un cambio en el balance de la microbiota residente como consecuencia de un 

cambio en las condiciones ambientales locales. En el caso de la caries dental, 

situaciones con continuas bajadas de pH y un consumo frecuente de azúcar podría 

favorecer el crecimiento de especies bacterianas acidogénicas y acidúricas y, por 

tanto, predisponer una localización a la caries. 
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Habitualmente, las bacterias acidogénicas y acidúricas forman parte de la 

biopelícula oral, pero a pH neutro, estas bacterias son poco competitivas y se 

encuentran en bajas concentraciones frente al total de microorganismos de la 

biopelícula. En esta situación, la producción de ácidos, por parte de estas bacterias, 

es clínicamente insignificante o puede ser contrarrestado por otras bacterias, 

estando los procesos de demineralización y remineralización en equilibrio. Si la 

frecuencia de consumo de carbohidratos  fermentables se incrementa y/o el flujo 

salival está dañado, la biopelícula mantendrá más tiempo el pH por debajo del 

punto crítico para el proceso de demineralización (aproximadamente pH 5,5). 

Además, esta situación favorecerá la proliferación de bacterias  acidogénicas y 

acidúricas (especialmente S. mutans y lactobacilos, pero no exclusivamente), lo que 

conlleva a una mayor producción de ácidos y, por tanto, de demineralización 

(Marsh y Nyvad, 2008). 

Para que una bacteria oral pueda ser considerada que juega un papel en el 

desarrollo de la caries, debe poseer ciertas características promotoras de caries 

(Loesche, 1986), que incluyen: 

 la capacidad de utilizar rápidamente azúcares fermentables, en competición 

con otras bacterias de la placa dental, y transformarlos en ácidos. Un 

ejemplo es S. mutans, con numerosos sistemas de transporte de azúcares; 

 la capacidad de mantener el metabolismo del azúcar bajo condiciones 

ambientales extremas, como a pH bajos. Muy pocas bacterias son capaces 

de soportar condiciones ácidas por períodos prolongados de tiempo; sin 

embargo, especies de los géneros estreptococo y lactobacilo no solo 

mantienen su viabilidad a pH bajos, sino que esta situación favorece su 

crecimiento. Esta capacidad se debe a su capacidad de mantener un 

ambiente intracelular favorable, la posesión de enzimas con una zona de 

trabajo óptima a pH ácido, y la producción de proteínas específicas de 

respuesta a estrés ácido; 
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 la producción de polisacáridos extracelulares y polisacáridos intracelulares 

(IPS). Los EPS incluyen glucanos y fructanos, que, además de dar soporte 

estructural a la biopelícula, ayudan a acumular ácidos en sitios concretos y 

actúan como fuente de carbohidratos en situaciones de escasez. Los IPS 

podrán ser usados por las bacterias para la producción de energía y 

convertirlos en ácidos cuando no están disponibles azúcares en la cavidad 

oral, y de esta manera mantener períodos de pH bajos en la biopelícula. 

Como se ha comentado, otros factores van también a contribuir al desarrollo 

de la caries. Por un lado, pueden existir determinadas características anatómicas 

que influyan en que un diente o superficie dentaria sea más susceptible a la caries 

(las fosas y fisuras pueden ser más profundas y estrechas o presentar defectos 

morfológicos; una incorrecta disposición de los dientes en las arcadas; la presencia 

de aparatos fijos o removibles de ortodoncia o de prótesis, etc). Junto a los dientes, 

la saliva es otro factor implicado en la etiología de la enfermedad. Esta representa 

un papel protector, ya que ejerce una labor de autolimpieza y aclaramiento, tiene 

una alta capacidad tampón, influye en la remineralización por su alto contenido en 

calcio y fosfato y es rica en factores antimicrobianos (inmunoglobulinas, lisozimas, 

etc). Una reducción de la secreción salivar provocará cambios en la microbiota 

oral, que junto con la disminución de su papel protector, aumenta el riesgo de 

caries. Y, finalmente, otro facto relevante es la dieta: ya se ha detallado el papel 

crucial de los hidratos de carbono, y especialmente los azúcares (sacarosa, 

fructosa, glucosa y lactosa) en el inicio y desarrollo de la enfermedad. 

Enfermedades periodontales 

La placa dental juega un papel fundamental en el inicio y progresión de estas 

enfermedades. Las enfermedades periodontales son infecciones causadas por 

microorganismos que colonizan la superficie dentaria, o placa dental, en el margen 

gingival o por debajo de él, afectando a los tejidos de soporte del diente, el 

periodonto (Figura 19).  
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La Tabla 1 muestra la clasificación de las enfermedades que afectan al 

periodonto, atendiendo a lo establecido en el “International Workshop for a 

Classification of Periodontal Diseases and Conditions” de  1999 (Armitage, 1999). 

 

 

I. Enfermedades gingivales 

Enfermedades gingivales inducidas por placa* 

Enfermedades gingivales no inducidas por placa 

V. Enfermedades periodontales necrosantes 

Gingivitis ulcerativa necrosante 

Periodontitis  ulcerativa necrosante 

II. Periodontitis crónica 

Localizada 

Generalizada 

VI. Abscesos del periodonto 

Absceso gingival 

Absceso periodontal 

Absceso pericoronario 

III. Periodontitis agresiva** 

Localizada 

Generalizada 

VII. Periodontitis relacionadas con lesiones 

endodónticas 

Lesión endodóntica-periodontal 

Lesión periodontal-endodóntica 

Lesión combinada 

IV. Periodontitis como manifestaciones de 

enfermedades sistémicas 
VIII. Malformaciones y lesiones congénitas o 

adquiridas 

*Estas enfermedades pueden presentarse en un periodonto que no perdió inserción o en uno con 
pérdida de inserción estabilizada y que no avanza. 

**La periodontitis agresiva también puede clasificarse según su extensión e intensidad. 

Figura 19. Periodontitis crónica. 

Tabla 1. Clasificación de las enfermedades y lesiones periodontales establecidas en el 

“International Workshop for a Classification of Periodontal Diseases and Conditions” de  1999 

(Armitage, 1999). 
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La búsqueda de los agentes etiológicos de las enfermedades periodontales ha 

ido progresando durante más de un siglo. Hasta mediados de la década de 1960, se 

mantenía una corriente de pensamiento a la que se denominó “hipótesis de la placa 

no específica” que postulaba como causa de las enfermedades periodontales a 

algún defecto constitucional del paciente, al trauma oclusal, a la atrofia por desuso 

o a alguna combinación de estos factores. Se consideraba que las bacterias no eran 

más que invasores secundarios en este proceso o que, a lo sumo, contribuían a la 

inflamación observada en la destrucción periodontal (Lang y col., 2009). Si bien los 

microorganismos se acumulaban en el margen gingival o por debajo de él 

produciendo ácidos, endotoxinas y antígenos que conducían a la inflamación, que a 

su vez ocasionaba destrucción del tejido periodontal, se pensaba que las bacterias 

desempeñaban un papel de agentes causales inespecíficos en la etiología de la 

periodontitis.  

Más tarde, varios estudios realizados a finales de 1960 sugirieron la idea de 

la especificidad en la etiología microbiana de las enfermedades periodontales. Se 

aceptó, en términos generales, que la placa bacteriana estaba vinculada de algún 

modo con las enfermedades periodontales en humanos. Se pensaba que el hecho 

desencadenante de mayor importancia en la periodontitis era el aumento de 

volumen de la placa bacteriana, posiblemente acompañado por una disminución de 

la resistencia del hospedador. Una serie de investigaciones condujeron al 

reconocimiento de las diferencias de composición de la placa bacteriana entre un 

individuo y otro, y entre distintos sitios del mismo individuo (Lang y col., 2009). Se 

demostró que la composición microbiana de la placa subgingival tomada de 

localizaciones clínicamente afectadas difería sustancialmente de la de las muestras 

obtenidas de localizaciones sanas en sujetos con periodontitis juvenil localizada 

(ahora denominada, agresiva localizada) (Newman y col., 1976; Slots, 1976). Se 

reconoció que no todos los tejidos inflamados (gingivitis) evolucionaban hacia una 

destrucción tisular activa con pérdida de inserción (periodontitis), asumiéndose la 

“hipótesis de la placa específica”. Esta sugiere que solo ciertos microorganismos de 
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la placa son patógenos, y que la patogenicidad depende del sobrecrecimiento o 

selección de los microorganismos más virulentos, proponiendo como posibles 

patógenos a algunos de los microorganismos hallados regularmente en las lesiones 

periodontales en concentraciones elevadas en comparación con las observadas en 

situaciones de salud clínica. Según esta teoría, la periodontitis sería el resultado de 

noxas celulares causadas por patógenos específicos, las que provocarían 

respuestas inflamatorias e inmunes del hospedador (Thomas y Nakaishi, 2006). 

La etiología de las enfermedades periodontales se considera, hoy en día, 

como multifactorial. El factor primario son los patógenos periodontales. Los 

microorganismos causantes de las enfermedades periodontales residen en las 

biopelículas depositadas sobre los dientes o sobre las superficies epiteliales. Las 

relaciones ecológicas entre la flora microbiana periodontal y su hospedador son, 

en términos generales, benignas. En muchos individuos no se percibe daño de las 

estructuras de sostén dentario en ningún momento. Sin embargo, en ocasiones, 

estos microorganismos participan en la iniciación y progresión de la enfermedad. 

Se piensa que la progresión de la periodontitis depende de la existencia simultánea 

de varios factores (Socransky y Haffajee, 1992 y 1993). El hospedador debe ser 

susceptible, tanto desde el punto de vista sistémico como local. El medio local debe 

contener especies bacterianas que promuevan la infección o que, al menos, no 

inhiban la actividad del patógeno y, además, tiene que conducir a la expresión de 

los factores de virulencia del patógeno. Numerosos factores ambientales o del 

hospedador repercuten sobre la iniciación y la velocidad de progresión de las 

enfermedades periodontales. Estos factores incluyen defectos en la cantidad o la 

función de los leucocitos polimorfonucleares, respuestas inmunitarias mal 

reguladas, el hábito de fumar, la dieta y diversas enfermedades sistémicas 

(Socransky y Haffajee, 2009). 

Para que un patógeno periodontal cause enfermedad es esencial que sea 

capaz de colonizar el área subgingival. Para colonizar localizaciones subgingivales 

(Socransky y Haffajee, 2009), una especie debe:  
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 adherirse a una o más superficies disponibles, como por ejemplo el diente 

(o sustancias unidas al diente), el surco, el epitelio de la bolsa o a otras 

especies bacterianas adheridas a esas superficies, esto es, a la biopelícula 

bacteriana;  

 multiplicarse: el surco gingival y la bolsa periodontal constituyen un medio 

poco favorable para las especies bacterianas que lo habitan. La temperatura 

de esta zona oscila entre los 30 y 38ºC (Haffajee y col., 1992), con lo que 

microorganismos termófilos y psicrófilos tienen dificultad en colonizar esta 

área. El pH es bastante restringido (7,0-8,5) y para numerosas especies 

microbianas este rango es inaceptable (Cimasoni, 1983). El ambiente físico 

selectivo del área del surco gingival se acompaña de una disponibilidad 

limitada de nutrientes, cuya fuente son: la dieta, el hospedador y otras 

especies subgingivales;  

 competir satisfactoriamente contra otras especies que deseen ese hábitat;  

 superar los mecanismos de defensa del hospedador. Para colonizar un sitio 

subgingival una especie bacteriana debe superar varios obstáculos 

provenientes del hospedador entre los que figuran: 

- el flujo de saliva y el líquido gingival así como el desplazamiento 

mecánico provocado por la masticación y la fonación;  

- los anticuerpos específicos, glucoproteinas salivales, mucinas y prolina 

rica en proteínas que contienen la saliva y el líquido gingival, que 

pueden actuar como agentes de bloqueo inespecífico de las células 

bacterianas a las superficies del hospedador;  

- una vez que la célula bacteriana se une a la superficie del área 

subgingival, los anticuerpos específicos de dicha área podrían tornar a 

las bacterias susceptibles a diversos mecanismos de fagocitosis o 
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destrucción. Los leucocitos polimorfonucleares afectan a las especies 

bacterianas mediante fagocitosis o por liberación de sus enzimas 

lisosómicas en el surco o en la bolsa;  

- cuando una especie bacteriana penetra en el tejido conjuntivo 

subyacente ha llegado a la zona en la que los mecanismos de defensa 

del hospedador son más poderosos. Los macrófagos y diversos tipos de 

linfocitos se unen a los leucocitos polimorfonucleares y anticuerpos.   

Además, para que un patógeno periodontal cause enfermedad es esencial que 

sea capaz de producir factores que lesionen directamente el tejido del hospedador 

o que lleven al propio hospedador a lesionar sus tejidos (Socransky y Haffajee, 

2009). Las sustancias microbianas que causan daño en los tejidos periodontales 

pueden englobar sustancias que dañan las células tisulares (como el sulfuro de 

hidrógeno), sustancias que determinan que las células liberen sustancias 

biológicamente activas (como los lipopolisacáridos) y sustancias que afecten a la 

matriz intercelular (como la colagenasa). Además, los factores que afectan a las 

células que intervienen en los mecanismos de defensa del hospedador pueden 

inhibir las respuestas protectoras o llevar a la producción de sustancias que 

lesionen directamente los tejidos. Así, por ejemplo, las enzimas producidas por 

especies subgingivales son capaces de degradar casi todas las macromoléculas 

halladas en los tejidos periodontales. El patógeno periodontal P. gingivalis es un 

claro ejemplo de ello, dado que produce una amplia gama de proteasas entre las 

que se incluyen las que degradan el colágeno, inmunoglobulinas y fibronectina. 

El informe de consenso del “Workshop” Mundial de Periodoncia de 1996 

concluyó que  A. actinomycetemcomitans, P. gingivalis y T. forsythia eran patógenos 

periodontales con asociación calificada como fuerte como agentes etiológicos de 

las periodontitis. Además, cabe destacar el papel en la patogenia de las 

periodontitis de otros microorganismos como son diferentes especies de 

espiroquetas, P. intermedia, F. nucleatum y C. rectus (Socransky y Haffajee, 2009). 



Introducción 

 

49 

 

Enfermedades peri-implantarias 

En las últimas décadas, el uso de implantes dentales como recurso para 

sustituir dientes naturales perdidos por caries, traumatismos o enfermedades 

periodontales, ha supuesto un gran adelanto en el tratamiento de pacientes 

edéntulos o parcialmente edéntulos. Sin embargo, estos implantes no están 

exentos de problemas a medio y largo plazo, destacando la aparición de 

enfermedades peri-implantarias (Berglundh y col., 2002). Las enfermedades peri-

implantarias incluyen aquellos procesos inflamatorios en los tejidos que rodean un 

implante (Albrektsson e Isidor, 1994), y podemos distinguir: la mucositis peri-

implantaria, que consiste en una inflamación reversible en los tejidos blandos que 

rodean un implante en funcionamiento; y la peri-implantitis en la que, además de 

inflamación, hay pérdida de hueso peri-implantario (Zitzmann y Berglundh, 2008). 

Se postula que las enfermedades peri-implantarias tienen origen infeccioso y 

naturaleza inflamatoria y están causadas por bacterias presentes en las 

biopelículas orales, tanto sobre las superficies de los implantes como en los tejidos 

blandos peri-implantarios (Lang y Berglundh, 2011). Cuando se coloca un implante 

en la cavidad oral se proporciona una superficie nueva y diferente desde el punto 

de vista físico para la colonización de microorganismos. Al igual que ocurre sobre 

los dientes naturales, una vez que se expone el implante en la cavidad oral, se 

formará sobre la superficie del mismo una película adquirida. Esta película actuará 

como substrato para la colonización bacteriana, que ocurrirá en tan solo 30 

minutos desde la exposición de la superficie implantaria; la biopelícula, a 

continuación, evolucionará hasta la madurez, siguiendo las directrices ya 

comentadas (Fürst y col., 2007). 

Al igual que en el periodonto sano alrededor de un diente natural, los 

microorganismos asociados con implantes sanos son predominantemente cocos y 

bacilos Gram-positivos. Las especies dominantes son miembros del complejo 

amarillo y púrpura, además de miembros independientes como A. naeslundii o 
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Actinomyces viscosus. Las bacterias Gram-negativas estarán en menor proporción, 

representadas principalmente por miembros de los complejos naranja, rojo y 

verde (P. intermedia, P. gingivalis, T. forsythia, P. nicrescens y C. rectus) (Quirynen y 

col., 2006; Fürst y col., 2007; Lee y Wang, 2010; Kumar y col., 2012; Do Nascimento 

y col., 2013). El adecuado sellado permucoso del tejido blando a la superficie del 

implante protege la base del surco contra la penetración de sustancias extrañas. 

Con la pérdida de este sellado inicial, la mucosa peri-implantaria podrá progresar 

desde la salud hasta la mucositis y, en algunos casos, a la peri-implantitis. En este 

momento, la microbiota alrededor del implante va cambiando, predominando 

ahora las bacterias Gram-negativas anaerobias. Los implantes fracasados se 

caracterizan por presentar una alta proporción de miembros del complejo rojo (P. 

gingivalis, T. denticola y T. forsythia) y del naranja (P. intermedia y F. nucleatum), 

así como A. actinomycetemcomitans y E. corrodens. De hecho, la principal diferencia 

entre salud y enfermedad se asocia a la mayor proporción de Actinomyces, y 

miembros del complejo rojo y naranja. Otros microorganismos como S. aureus, 

Candida albicans o enterobacterias han sido también asociados a la peri-implantitis 

(Quirynen y col., 2006; Shibli y col., 2008; Tabanella y col., 2009; Lee y Wang, 2010; 

Kumar y col., 2012).  

Los tejidos peri-implantarios se comportaran de una manera muy similar a 

los periodontales frente a la agresión bacteriana, con la subsiguiente formación de 

una placa subgingival con todos los factores de virulencia, la respuesta del 

hospedador, etc (Lee y Wang, 2010; Lang y Berglundh, 2011). 

3.2. REPERCUSIONES SISTÉMICAS DE LAS BIOPELÍCULAS ORALES 

Durante siglos, los médicos y los odontólogos creían que las bacterias que 

cubrían los dientes, esto es, la placa dental, y las consiguientes enfermedades 

infecciosas, como caries, gingivitis y periodontitis, eran focos de infección que 

conducían a una amplia variedad de alteraciones sistémicas (van Winkelhoff y 

Slots, 1999; O´Reilly y Claffey 2000). Ya en la antigua Grecia, Hipócrates informó de 
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la curación de un caso de artritis mediante la extracción de un diente 

(Baumgartner, 2008). En 1891, Willoughby Miller hizo hincapié en la posibilidad 

de que microorganismos orales diseminados a localizaciones no orales pudieran 

producir enfermedad, tales como otitis, osteomielitis, septicemia, piemia, 

trastornos del aparato digestivo, noma, difteria, tuberculosis, sífilis y muguet 

(O´Reilly y Claffey, 2000). Tras estas afirmaciones, las siguientes décadas fueron 

testigos de un temor a las infecciones focales de origen bucal, llegando a 

proponerse por parte de algunos clínicos, como el médico británico William 

Hunter, las intervenciones dentales drásticas (exodoncias) para evitar la sepsis 

inducida por vía oral. Surgió entonces, en 1911, el concepto de “infección focal 

oral”, que calificaba a ciertas bacterias presentes en la placa dental, o a sus toxinas, 

como factores de riesgo de varias afecciones sistémicas (Williams y Paquette, 

2009). Sin embargo, durante las décadas que siguieron poco se tuvo en cuenta la 

posibilidad de infección focal oral, excepto para los pacientes con riesgo de sufrir 

quizá endocarditis infecciosa y tal vez para los individuos severamente 

inmunocomprometidos.  

A pesar de los informes anecdóticos de mejora de las enfermedades no orales 

tras el seguimiento de un tratamiento dental o la extracción de un diente, el 

concepto de infección focal oral sigue siendo controvertido debido a la falta de 

pruebas irrefutables sobre el origen de la infección o del microorganismo, o bien 

de la toxina, que produce la enfermedad. En la actualidad, con el avance de técnicas 

aplicadas en microbiología, se ha demostrado que el hábitat que algunas de las 

bacterias orales es únicamente la cavidad oral, lo que ha abierto una nueva vía de 

investigación acerca de la infección focal oral, y es que la cavidad oral actuaría 

como el lugar de origen de la difusión de microorganismos patógenos a sitios 

distantes del cuerpo. Se han detectado bacterias orales, entre otras localizaciones, 

en placas ateroscleróticas, válvulas cardíacas o aneurismas aórticos, 

principalmente de las especies A. actinomycetemcomitans, T. denticola y P. 

gingivalis (Pucar y col., 2007; Figuero y col., 2011).  
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La ciencia emergente propone a la periodontitis como posible factor de 

riesgo de varias afecciones sistémicas, a saber, enfermedades cardiovasculares, 

diabetes mellitus, enfermedades pulmonares y causas de efectos adversos sobre el 

embarazo (van Winkelhoff y Slots, 1999; Singh y col., 2000; Williams y Paquette, 

2009; Parahitiyawa y col., 2009; Kebschull y col., 2010). Además, los tratamientos 

odontológicos y las actividades orales cotidianas pueden ser las causantes de una 

diseminación hematógena de bacterias periodontopatógenas. Numerosos trabajos 

científicos avalan la incidencia de bacteriemia después de procedimientos 

dentales, como extracciones, endodoncias, cirugías periodontales o raspado 

radicular (Li y col., 2000; Castillo y col., 2011). En las últimas guías publicadas por 

la Sociedad Británica de Antimicrobianos y quimioterapia (Gould y col., 2006), la 

Asociación Americana del Corazón (AHA) (Wilson y col., 2007), el Instituto 

Nacional para la Salud y Excelencia Clínica (NICE) del Reino Unido (Instituto 

Nacional para la Salud y la Excelencia Clínica, 2008), y la Sociedad Europea de 

Cardiología (2009), se concede importancia a las bacteriemias post-tratamientos y 

las debidas a las actividades orales diarias, como el cepillado y la masticación.  

Sin embargo, para que la hipótesis no caiga en descrédito por segunda vez, no 

deben hacerse atribuciones sin base de sustentación, ni teorías sin pruebas. La era 

actual de la medicina y la odontología basadas en la evidencia provee un excelente 

entorno en el cual examinar las posibles relaciones entre infecciones bucales y 

trastornos sistémicos (Mealey y Klokkevold, 2009). 

Se han propuesto tres vías que vinculan las infecciones orales con infecciones 

secundarias no orales (Li y col., 2000): 

 Infección metastásica: como se mencionó anteriormente, las infecciones 

orales y procedimientos dentales pueden causar bacteriemia transitoria, y 

es que generalmente los microorganismos que consiguen acceder al 

torrente sanguíneo son eliminados por el sistema reticuloendotelial en 

cuestión de minutos. Sin embargo, si los microorganismos encuentran 
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condiciones favorables, pueden alcanzar un órgano determinado, y después 

de un lapso de tiempo, incluso multiplicarse. 

 Lesión metastásica: algunas bacterias Gram-positivas y Gram-negativas 

tienen la habilidad de producir proteínas difusibles, o exotoxinas, las cuales, 

cuando acceden al hospedador, desencadenan un gran número de 

manifestaciones patológicas. 

 Inflamación metastásica: antígenos solubles pueden acceder al torrente 

sanguíneo, reaccionar con anticuerpos específicos y formar un 

inmunocomplejo que puede dar lugar a una variedad de reacciones 

inflamatorias agudas y crónicas en los sitios de deposición. 

En la Tabla 2, adaptada de Li y col., 2000, se enumeran las posibles vías de 

infecciones orales y las enfermedades no orales relacionadas.  

Tabla 2. Posibles vías de infecciones orales y las enfermedades no orales relacionadas.  

Vía para la infección oral Posible enfermedad no oral 

Infección metastásica desde la cavidad oral 

vía bacteriemia transitoria 

Endocarditis infecciosa subaguda y aguda, 

miocarditis bacteriana, absceso cerebral, trombosis 

del seno cavernoso, sinusitis, absceso/infección 

pulmonar, angina de Ludwig, celulitis orbitaria, 

úlceras en la piel, osteomielitis, infección de la 

articulación protésica 

Lesión metastásica por la circulación de 

toxinas de microorganismos orales 

Infarto cerebral, infarto agudo de miocardio, 

resultado anormal embarazo, pirexia persistente, 

neuralgia del trigémino idiopática, síndrome del 

shock tóxico, fallos en el sistema celular 

granulocítico, meningitis crónica 

Inflamación metastásica causada por lesión 

inmunológica de microorganismos orales 

Síndrome de Behcet, urticaria crónica, uveítis, 

enfermedad inflamatoria del intestino, enfermedad 

de Crohn. 
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4. CONSTRUYENDO UNA BIOPELÍCULA. MODELOS IN VITRO DE BIOPELÍCULA 

ORAL 

Como ya se ha comentado, el medio ambiente oral humano es un nicho 

complejo en el que los microorganismos de los tres dominios de la vida se 

encuentran formando biopelículas, y donde las bacterias constituyen el 

componente más abundante y diverso, con aproximadamente 1200 taxones 

bacterianos presentes. Pese a que numerosos estudios de investigación están 

aplicando y desarrollando nuevas técnicas de cultivo y de biología molecular como 

parte de un esfuerzo para describir el microbioma oral, todavía estamos en los 

escalones de entrada en términos de la comprensión del funcionamiento de estas 

comunidades microbianas organizadas en biopelícula. Por ende, la biopelícula oral, 

concretamente la placa dental, es el agente etiológico de algunas de las 

enfermedades más prevalentes del ser humano, como son las enfermedades 

periodontales y la caries, además de estar relacionado con enfermedades 

sistémicas. A todo esto se suma la resistencia de las bacterias en biopelícula a 

tratamientos antimicrobianos, que es casi 1000 veces superior que en estado 

planctónico.  

Está descrito en la literatura científica como diversos grupos de investigación 

han creado modelos que representen a la biopelícula oral, que faciliten el estudio 

en profundidad de su estructura, la dinámica de la comunidad microbiana que 

albergan, los determinantes ecológicos que marcan pautas en su formación y 

desarrollo, o su posible susceptibilidad o resistencia a agentes antibacterianos. 

Con este fin se han aplicado distintas tecnologías, que combinan diferentes 

tipos de inoculos bacterianos de partida y mecanismos de generación. Entre los 

distintos tipos de inoculos bacterianos se han descrito férulas parciales que se 

insertan en pacientes, placa dental de pacientes como inoculo, o consorcios 

definidos de especies bacterianas. En cuanto a la dinámica del sistema, se han 
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propuesto modelos en modo estático, utilizando placas de cultivo, o en modo 

dinámico, basados en biogeneradores (Netuschil y col., 1998; Wecke y col., 2000; 

Pratten y col., 2000; Guggenheim y col., 2001; Auschill y col., 2001; Takeuchi y col., 

2004, Eick y col., 2004; Foster y col., 2004; Kuramitsu y col., 2005; Hope y Wilson, 

2006; Díaz y col., 2006; Walker y Sedlacek, 2007; Tamura y col., 2008; Periasamy y 

Kolenbrander, 2009; Dige y col., 2009; Amman y col., 2012). Sin embargo, son 

pocos los modelos multiespecies descritos hasta el momento que reproduzcan las 

condiciones ambientales de la placa dental, dado que la mayoría no tienen una 

distribución de especies representativas. 
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1. JUSTIFICACIÓN 

Es necesario estudiar el comportamiento de las bacterias orales en 

biopelícula para poder establecer estrategias terapéuticas adecuadas a las 

enfermedades derivadas de su acción. Teniendo en cuenta que resulta muy difícil 

la investigación de las biopelículas orales in vivo, así como conseguir un modelo de 

placa oral reproducible desde placa recogida de pacientes, y que son pocos los 

modelos multiespecies disponibles que reproduzcan las condiciones ambientales 

de la placa dental, consideramos de interés desarrollar un modelo de biopelícula 

oral in vitro, sencillo de manejar y reproducible, en el que se incluyan las 

principales bacterias periodontopatógenas, y que nos permita estudiar, mediante 

la puesta a punto de técnicas metodológicas basadas en biología molecular, la 

dinámica de la comunidad microbiana que alberga, los determinantes ecológicos 

que marcan pautas en su formación y desarrollo, o su posible susceptibilidad o 

resistencia a agentes antibacterianos. 

2. HIPÓTESIS 

Partiendo de las directrices que describen in vivo la formación y desarrollo de 

la placa dental, se va a desarrollar un modelo in vitro de biopelícula oral, que sea 

reproducible y sencillo de manejar, inoculando bacterias representativas de la 

placa dental en un medio ambiente físico-químico similar a las condiciones 

ambientales de la cavidad oral. El modelo permitirá mejorar el conocimiento de 

estas comunidades y evaluar su posible susceptibilidad o resistencia a agentes 

antibacterianos, sin los problemas éticos que supone trabajar con pacientes. 

3. OBJETIVOS 

Los objetivos del presente trabajo fueron: 
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1. Desarrollar y validar un modelo experimental de biopelícula oral in vitro, que 

sea reproducible y sencillo de manejar, que simule la composición de la 

microbiota subgingival, y que permita estudiar tanto su estructura como su 

evolución a lo largo de todas sus fases de desarrollo, desde los primeros pasos 

de colonización hasta la madurez.  

2. Evaluar la posibilidad de usar la técnica de bioluminiscencia procedente de la 

molécula adenosin trifosfato (ATP, por sus siglas en inglés) para una valoración 

cuantitativa de la vitalidad bacteriana en el modelo de biopelícula oral, y 

compararlo con el método de cultivo estándar, para testar la resistencia de las 

bacterias incluidas en la biopelícula frente a agente antibacterianos. 

3. Evaluar la utilidad de la técnica de la reacción en cadena de la polimerasa en la 

modalidad cuantitativa a tiempo real (qPCR, por sus siglas en inglés) 

combinada con monoazida de propidio (PMA, por sus siglas en inglés) para el 

análisis de la vitalidad de A. actinomycetemcomitans y P. gingivalis en estado 

planctónico. 

4. Evaluar la eficacia de la técnica combinada de qPCR y PMA en el modelo in vitro 

de biopelícula oral para analizar la vitalidad de A. actinomycetemcomitans, P. 

gingivalis, F. nucleatum y bacterias totales en estado de biopelícula, tras la 

exposición a un agente antibacteriano. 
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Los materiales y métodos, al igual que los resultados de las investigaciones 

realizadas en la presente tesis, han sido publicados como artículos científicos 

originales en cuatro publicaciones independientes en las revistas científicas 

Journal of Periodontal Research y Medicina Oral, Patología Oral y Cirugía Bucal con 

las siguientes referencias: 

1. Sánchez MC, Llama-Palacios A, Blanc V, León R, Herrera D, Sanz M. Structure, 

viability and bacterial kinetics of an in vitro biofilm model using six bacteria from 

the subgingival microbiota. Journal of Periodontal Research 2011; 46:252-260. 

2. Sánchez MC, Llama-Palacios A, Marín MJ, Figuero E, León R, Blanc V, Herrera D, 

Sanz M. Validation of ATP bioluminescence as a tool to assess antimicrobial effects 

of mouthrinses in an in vitro subgingival-biofilm model. Medicina Oral, Patología 

Oral y Cirugía Bucal 2013; 18:e86-92. 

3. Sánchez MC, Marín MJ, Figuero E, Llama-Palacios A, Herrera D, Sanz M. Analysis 

of viable versus dead Aggregatibacter actinomycetemcomitans and Porphyromonas 
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1. ESTUDIO 1 

Sánchez MC, Llama-Palacios A, Blanc V, León R, Herrera D, Sanz M. Structure, 

viability and bacterial kinetics of an in vitro biofilm model using six bacteria 

from the subgingival microbiota. Journal of Periodontal Research 2011; 

46:252-260. 

 

RESUMEN 

 

Antecedentes y objetivo: hay muy pocos modelos in vitro descritos en la 

literatura científica que permitan estudiar la estructura, formación y evolución de 

una biopelícula subgingival. El objetivo de este estudio fue desarrollar y validar un 

modelo de biopelícula in vitro, seleccionando bacterias representativas de la 

microbiota subgingival. 

 

Material y Método: se utilizaron seis bacterias de referencia para generar la 

biopelícula sobre discos cerámicos estériles de hidroxiapatita cálcica (HA), 

cubiertos con saliva, en placas multipocillo de cultivo celular. Las bacterias 

seleccionadas representan colonizadores primarios (S. oralis y A. naeslundii), 

tempranos (V. parvula), secundarios (F. nucleatum) y tardíos (P. gingivalis y A. 

actinomycetemcomitans). La estructura de la biopelícula se analizó usando una 

técnica vital de fluorescencia combinada con microscopía laser confocal (CLSM, 

por sus siglas en inglés). La cinética bacteriana de la biopelícula se estudió 

mediante el análisis del polimorfismo en la longitud del fragmento terminal de 

restricción (T-RFLP, por sus siglas en inglés).  

 

Resultados: después de 12 h, los primeros microorganismos detectados en la 

superficie de los discos de HA fueron los colonizadores primarios y tempranos. El 

colonizador secundario F. nucleatum no fue detectado en el modelo hasta pasadas 

24 h de incubación. Los colonizadores tardíos P. gingivalis y A. 



Materiales y Métodos. Resultados 

 

66 

 

actinomycetemcomitans pudieron ser detectados en la biopelícula después de 48 h 

de incubación. La biopelícula alcanza la madurez entre las 72 y 96 h de inoculación, 

con un incremento de la vitalidad bacteriana desde la superficie del disco de HA 

hacia la parte central de la biopelícula. 

 

Conclusión: el estudio ha permitido el desarrollo y validación de un modelo de 

biopelícula oral in vitro, demostrando un patrón de colonización bacteriana y 

maduración similar al desarrollo in vivo de la biopelícula subgingival. 
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2. ESTUDIO 2 

Sánchez MC, Llama-Palacios A, Marín MJ, Figuero E, León R, Blanc V, Herrera 

D, Sanz M. Validation of ATP bioluminescence as a tool to assess 

antimicrobial effects of mouthrinses in an in vitro subgingival-biofilm model. 

Medicina Oral, Patología Oral y Cirugía Bucal 2013; 18:e86-92. 

 

RESUMEN 

 

Objetivo: el propósito de este trabajo de investigación ha sido evaluar si el método 

basado en la bioluminiscencia procedente de la molécula adenosin trifosfato (ATP) 

es una herramienta útil para estudiar la eficacia de colutorios antisépticos frente a 

bacterias orales en biopelícula en términos de la reducción del número de 

bacterias totales viables en la biopelícula in vitro. 

 

Diseño del estudio: tres colutorios, que contenían, respectivamente, clorhexidina 

y cloruro de cetilpiridinio (CHX/CPC), aceites esenciales (EO) y fluoruro de 

amina/fluoruro de estaño (AFSF), así como un buffer fosfato salino (PBS) usado 

como control, fueron testados en un modelo estático de biopelícula in vitro 

mediante la técnica de ATP-bioluminiscencia, y los resultados fueron comparados 

con los obtenidos por la técnica de cultivo. Las biopelículas se desarrollaron sobre 

discos cerámicos estériles de hidroxiapatita cálcica (HA), cubiertos con saliva, 

durante 72 h y después se expusieron durante 1 minuto a los colutorios y a la 

solución control por inmersión. El efecto antibacteriano de los colutorios se testó 

mediante el análisis de la varianza. La validez del método ATP-bioluminiscencia 

fue estudiado calculando los coeficientes de correlación de Pearson, cuando se 

compararon los resultados obtenidos por esta técnica con los obtenidos por la 

técnica de cultivo. 

 



Materiales y Métodos. Resultados 

 

78 

 

Resultados: usando la técnica de ATP-bioluminiscencia, la actividad 

antimicrobiana de los colutorios testados ha sido demostrada, comparando con el 

control. Los valores obtenidos por ATP-bioluminiscencia presentan una 

correlación estadísticamente significativa (0,769; p<0,001) con los que se 

obtuvieron del recuento de las células viables por cultivo. Los colutorios con 

CHX/CPC y AFSF presentaron una actividad antimicrobiana similar, aunque AFSF 

tuvo un efecto menos homogéneo, siendo ambos más efectivos que el colutorio con 

EO. 

 

Conclusión: la técnica de ATP-bioluminiscencia puede ser considerada una 

herramienta útil para testar in vitro la eficacia de compuestos antibacterianos. En 

el modelo propuesto de biopelícula multiespecie, los colutorios con CHX/CPC y 

AFSF presentaron una actividad antimicrobiana superior cuando se comparan con 

el colutorio que contenía EO.  
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3. ESTUDIO 3 

Sánchez MC, Marín MJ, Figuero E, Llama-Palacios A, Herrera D, Sanz M. 

Analysis of viable versus dead Aggregatibacter actinomycetemcomitans and 

Porphyromonas gingivalis using selective quantitative real-time PCR with 

propidium monoazide. Journal of Periodontal Research 2013; 48:213–220. 

 

RESUMEN 

 

Antecedentes y objetivo: una de las mayores desventajas del diagnóstico 

microbiológico basado en el ADN es la incapacidad de algunas técnicas para 

diferenciar entre el ADN de las células vivas y de las muertas, de vital importancia 

cuando se estudian patógenos etiológicamente relevantes. El objetivo de este 

trabajo ha sido optimizar un método para la detección y cuantificación selectiva de 

células vivas de Aggregatibacter actinomycetemcomitans y Porphyromonas 

gingivalis, combinando la técnica de la reacción en cadena de la polimerasa 

cuantitativa (qPCR) y el compuesto monoazida de propidio (PMA). 

 

Materiales y método: se utilizaron tres concentraciones finales diferentes de PMA 

(10, 50 y 100 µM) con una suspensión de 106 unidades formadoras de colonia 

(UFC)/mL de células vivas/muertas de A. actinomycetemcomitans y P. gingivalis. 

Después de la extracción del ADN, se llevó a cabo la qPCR utilizando primers y 

sondas específicos para cada bacteria. La actividad del PMA fue a continuación 

testada con muestras que contenían diferentes ratios de células vivas y muertas. La 

eficacia del PMA para diferenciar entre células vivas y muertas fue analizada 

mediante el análisis de la varianza. 

 

Resultados: para estas bacterias patógenas concretas, el uso de PMA, a una 

concentración final de 100 µM, se traduce en una reducción significativa de la 

amplificación por qPCR cuando la muestra presenta todas las células muertas (106 
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UFC/mL), mientras que dicha reducción no se detecta cuando todas las células 

están vivas. El PMA ha sido también eficaz detectando selectivamente las células 

vivas por qPCR en muestras que presentaban células vivas y muertas, 

conjuntamente, a diferentes ratios. 

 

Conclusiones: este estudio demuestra la eficacia del PMA para diferenciar entre 

células vivas y muertas de las bacterias A. actinomycetemcomitans y P. gingivalis. 

Este método podría ser útil para monitorizar nuevas estrategias antimicrobianas y 

para evaluar el potencial patogénico de A. actinomycetemcomitans y P. gingivalis en 

diferentes situaciones orales, usando métodos de diagnóstico basados en técnicas 

moleculares. 
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4. ESTUDIO 4 

Sánchez MC, Marín MJ, Figuero E, Llama-Palacios A, León R, Blanc V, Herrera 

D, Sanz M. Quantitative real-time PCR combined with propidium monoazide 

for the selective quantification of viable periodontal pathogens in an in vitro 

subgingival biofilm model. Journal of Periodontal Research 2013; doi: 

10.1111/jre.12073. 

 

RESUMEN 

 

Antecedentes y objetivo: la diferenciación entre células vivas y muertas es un 

importante factor a tener en cuenta cuando se utilizan técnicas de diagnóstico 

basadas en biología molecular. Esto es especialmente relevante cuando las 

bacterias han sido expuestas a un agente antimicrobiano. El objetivo de este 

estudio ha sido testar la técnica de la reacción en cadena de la polimerasa 

cuantitativa (qPCR) combinada con el compuesto monoazida de propidio (PMA), 

como método para la detección y cuantificación selectiva de las células vivas de 

Porphyromonas gingivalis, Aggregatibacter actinomycetemcomitans, Fusobacterium 

nucleatum y de las bacterias totales en un modelo de biopelícula in vitro después 

de un tratamiento antimicrobiano.  

 

Materiales y método: el método de PMA-qPCR ha sido testado en un modelo de 

biopelícula in vitro, usando alcohol isopropílico como agente antimicrobiano. Las 

biopelículas maduras se sometieron durante 1, 5, 10 y 30 min al alcohol por 

inmersión. Tras ello, las biopelículas se disgregaron y se trataron con PMA 

(concentración final 100 µM). Después de la extracción del ADN, se llevó a cabo la 

qPCR utilizando cebadores y sondas específicos para cada bacteria. La 

diferenciación entre células vivas y muertas fue analizada mediante el análisis de 

la varianza. 
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Resultados: cuando el PMA se usa en presencia de las bacterias vivas no se detecta 

ninguna inhibición significativa de la señal obtenida por qPCR (p>0,05 en todos los 

casos). En cambio, después de la inmersión de las biopelículas en alcohol 

isopropílico, el efecto del PMA se traduce en una reducción significativa de la señal 

de qPCR, para el total de las bacterias de hasta 4 log10, para P. gingivalis de 3 log10, 

y de 2 log10 para A. actinomycetemcomitans y F. nucleatum. 

 

Conclusiones: estos resultados demuestran la eficiencia del PMA para diferenciar 

entre células vivas y muertas de P. gingivalis, A. actinomycetemcomitans, F. 

nucleatum y de las bacterias totales en un modelo de biopelícula in vitro después 

de un tratamiento antimicrobiano. Por consiguiente, este método podría ser útil 

para estudiar el efecto de productos antimicrobianos en biopelículas orales. 
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“E plurubis unum”, de la pluralidad la unidad. Hablamos de los “biofilms” o 

biopelículas, comunidades estructuradas de microorganismos y forma habitual de 

crecimiento de las bacterias en la naturaleza. La biopelícula oral constituye una 

compleja comunidad donde todos sus miembros se encuentran interconectados 

para actuar como uno solo, con importantes repercusiones en la salud humana 

(Zamora, 2009). 

En el presente trabajo, y dada la naturaleza compleja y variable de la placa 

dental, se ha desarrollado y validado un modelo de biopelícula oral in vitro, 

reproducible y sencillo de manejar, que representa la microbiota más 

característica de la placa subgingival, y que exhibe patrones de colonización y 

maduración similares a los que acontecen in vivo. Además, y con el fin de aplicarlo 

en la evaluación inicial de nuevas estrategias terapéuticas, previo a su evaluación 

in vivo, así como en estudios comparativos sin necesidad de pacientes, hemos 

puesto a punto varias técnicas basadas en biología molecular, e independientes de 

cultivo, que nos permitirán testar el efecto de los productos antisépticos frente a 

las principales bacterias periodontopatógenas, así como al total de las bacterias, 

que constituyen la biopelícula. 

 La composición bacteriana de la biopelícula oral ha sido estudiada en detalle 

utilizando numerosas técnicas, cada vez más sofisticadas, tanto en estado de salud 

como en situación de enfermedad (Smith y col., 1989; Ximenez-Fyvie y col., 2000; 

Socransky y col., 2004; Aas y col., 2005; Rasiah y col., 2005; Paster y col., 2006; 

Ledder y col., 2007; Keijser y col., 2008; Zaura y col., 2009; Kolenbrander y col., 

2010; Dewhirst y col., 2010). Sin embargo, no son muchos los estudios que 

abordan su estructura, dinámica o determinantes ecológicos que marcan pautas en 

su formación y desarrollo, incrementándose la publicación de estudios sobre estos 

puntos clave poco a poco, junto con aquellos trabajos que abordan la respuesta de 

estas bacterias en biopelícula a los tratamientos antisépticos o frente a inhibidores 

de su formación (Zaura-Ariete y col., 2001; Shapiro y col., 2002; Foster y col., 2004; 
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Hope y col., 2004; Takenaka y col., 2008; Zijnge y col., 2010; Sliepen y col., 2010; 

Corbin y col., 2011; Schalafer y col., 2012; Xiao y col., 2012; Astasov-Frauenhoffer y 

col., 2013; Do y col., 2013; Belibasakis y Thurnheer, 2013). Esto se debe, en gran 

medida, a la inherente heterogeneidad de esta comunidad, que puede abarcar 

hasta 200 especies diferentes conviviendo en un individuo sano (Kolenbrander y 

col., 2010; Dewhirst y col., 2010; Filoche y col., 2010), a la complejidad estructural 

que adquieren, o al gran número de interacciones que tienen lugar entre las 

bacterias que conviven en ellas, sumado a las consideraciones éticas asociadas con 

el estudio microbiológico in vivo en pacientes con enfermedades periodontales o 

caries dental.  

1. DESARROLLO DE UN MODELO EXPERIMENTAL DE BIOPELÍCULA ORAL IN 

VITRO. ESTRUCTURA DE LA BIOPELÍCULA, VITALIDAD BACTERIANA Y CINÉTICA 

DE INCORPORACIÓN  

Son pocos los modelos in vitro de biopelículas descritos en la literatura 

científica, y es que su desarrollo no está exento de dificultades. Stoodley y 

colaboradores (2004) atribuyen gran parte del retraso en el estudio de las 

biopelículas a la dificultad de trabajar con estas poblaciones heterogéneas en 

comparación con los estudios, que se venía realizando de poblaciones planctónicas 

homogéneas. En un artículo de 2004, en Nature Reviews, Stoodley y colaboradores 

describen muchas de las razones por las que las biopelículas son extremadamente 

difíciles de estudiar in vitro, tales como el hecho de que la difusión de líquido a 

través de una biopelícula y las fuerzas de fluido que actúan sobre la misma han de 

ser cuidadosamente calculadas si se quiere trabajar correctamente. Según Stoodley 

y colaboradores, la necesidad de dominar estas técnicas de laboratorio ha 

disuadido a muchos científicos de trabajar con biopelículas in vitro. 

En el caso de la microbiología oral, en las últimas décadas, se han llevado a 

cabo estudios in vivo utilizando férulas parciales que se insertan en pacientes 
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(Netuschil y col., 1998; Wecke y col., 2000; Auschill y col., 2001; Takeuchi y col., 

2004, Díaz y col., 2006; Dige y col., 2009). Igualmente, se han venido desarrollando 

modelos de biopelícula oral in vitro principalmente enfocados a representar la 

placa supragingival, bien utilizando la placa dental de pacientes como inoculo o 

consorcios definidos de especies bacterianas, tanto en sistemas estáticos como 

dinámicos (Pratten y col., 2000; Guggenheim y col.,  2001; Eick y col., 2004; Foster 

y col., 2004). Sin embargo, son pocos los modelos descritos que permitan estudiar 

la estructura, formación y desarrollo de la placa subgingival, así como el efecto de 

tratamientos antisépticos sobre las bacterias incluidas en ellos (Kuramitsu y col., 

2005; Hope y Wilson, 2006; Walker y Sedlacek, 2007; Tamura y col., 2008; 

Periasamy y Kolenbrander, 2009; Amman y col., 2012). 

El modelo in vitro de biopelícula subgingival que proponemos en este trabajo 

de investigación subsana algunas de las dificultades detalladas, y cumple con las 

premisas propuestas como objetivos principales, ya que es un modelo de 

biopelícula subgingival in vitro reproducible y sencillo de manejar, y que nos 

permite: 

1.1 controlar las condiciones ambientales como aporte de nutrientes, pH,   

condiciones de anaerobiosis o temperatura; 

1.2  trabajar con un consorcio definido de especies bacterianas; 

1.3 evaluar el desarrollo de esta comunidad, haciendo un seguimiento de 

su evolución a lo largo de todas sus fases de desarrollo, desde los 

primeros pasos de colonización hasta que alcanza la madurez.  

1.1 Control de las condiciones ambientales como aporte de nutrientes, pH, 

condiciones de anaerobiosis o temperatura 

En primer lugar, el modelo de biopelícula desarrollado permite controlar las 

condiciones ambientales más relevantes para la formación de la biopelícula oral, 
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como es el aporte de nutrientes. Un punto crítico al trabajar con biopelículas orales 

es obtener un crecimiento reproducible de los microorganismos implicados, 

siendo el aporte de nutrientes un factor clave que afectará a la coagregación intra- 

e inter-especies (unión de dos microorganismos en suspensión que se produce por 

medio de interacciones específicas entre componentes de las superficies 

respectivas de las células) (Guggenheim y col., 2001). Para favorecer el crecimiento 

óptimo de las seis bacterias seleccionadas y facilitar su convivencia en la 

biopelícula, hemos utilizado un medio de cultivo con un alto contenido en 

proteínas, principalmente mucina, reproduciendo la fuente de carbono y energía 

disponibles para las bacterias en la cavidad oral (Marsh y col., 2011). Además, se 

ha incluido ácido glutámico, uno de los aminoácidos no esenciales más abundantes 

en la naturaleza, que favorecerá el crecimiento de F. nucleatum, algo que ha 

resultado complicado de conseguir para otros autores en sus modelos de 

biopelículas in vitro (Schmidlin y col., 2013), y los factores de crecimiento hemina y 

menadiona. La hemina, producto de la descomposición de la hemoglobina, y la 

vitamina K3 o menadiona, considerada como una de las provitaminas 

fundamentales, son factores relevantes para el crecimiento de la bacteria P. 

gingivalis, tanto in vivo como in vitro (Holt y col., 1994; Koneman y col., 1999; 

Bartelt, 2000). 

Por ende, el modelo descrito nos va a permitir controlar las condiciones de 

anaerobiosis, de temperatura y de pH, que serán siempre las mismas inter- e intra- 

experimentos.  

Las condiciones experimentales del modelo desarrollado también incluyen 

un sistema discontinuo o estático de flujo en placas de cultivo, buscando minimizar 

las fuerzas de dispersión que actúan sobre la biopelícula y las complicaciones 

derivadas de la difusión de líquido a través de ella (Guggenheim y col., 2001; 

Stoodley y col., 2004). Recientemente, con el ánimo de mejorar la reproducibilidad 

del modelo respecto a la dinámica de fluidos que se producen in vivo, se ha 

validado el modelo en un sistema de flujo continuo en colaboración con otro 
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equipo de investigación (Dentaid, Barcelona, España) (Blanc y col., 2013). No se 

han observado diferencias significativas en la vitalidad bacteriana de las 

biopelículas maduras obtenidas por ambos sistemas, dinámico y estático (Tabla 3). 

Sin embargo, sí que se observan diferencias en cuanto a la altura alcanzada entre 

las biopelículas maduras desarrolladas por los dos sistemas, que, entre otras 

causas podría deberse al mecanismo porta-muestras que posee el microscopio 

confocal utilizado para su medición en cada caso (en nuestro caso, el modelo de 

biopelícula estática, el mecanismo portamuestras es un sistema invertido, donde se 

podría oprimir ligeramente la estructura de la biopelícula generada por el propio 

peso del disco de hidroxiapatita).  

Tabla 3. Comparación de la vitalidad bacteriana y de la altura alcanzada de una biopelícula madura 

desarrollada siguiendo las mismas pautas experimentales pero en dos modelos de flujo: estático y 

dinámico. Los datos se presentan como media y desviación estándar. 

 Modelo estático Modelo dinámico 

Vitalidad (%) 60,7 (9,5) 50,5 (10,5) 

Altura (µm) 35,1 (16,9) 52,7 (3,9) 

 

En cuanto al número de bacterias incorporadas en las biopelículas maduras, 

tanto en el sistema estático como en el dinámico, se observa la presencia de las 6 

bacterias utilizadas a concentraciones muy similares y en órdenes de magnitud 

adecuados para trabajar con ellas (Tabla 4). El número total de bacterias obtenido 

por ambos sistemas coincide con lo descrito in vivo,  del orden de 103-108 bacterias 

para la biopelícula subgingival por diente (Socransky y Haffajee, 2009).  

Por lo tanto, consideramos que el modelo estático presentado aquí es válido 

en cuanto a condiciones de crecimiento y desarrollo de una biopelícula oral 

representativa de la microbiota subgingival in vivo. 
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Tabla 4. Número de bacterias (bacterias/biopelícula) en una biopelícula madura desarrollada 

siguiendo las mismas pautas experimentales pero en dos modelos de flujo: estático y dinámico. Los 

datos se presentan como media y desviación estándar. 

 Modelo estático  Modelo dinámico 

So 1,2x107 (5,5x106) 3,6x107 (1,0x107) 

An 9,4x106 (2,0x106) 3,1x106 (1,6x106) 

Vp 1,5x108 (2,5x107) 1,9x108 (6,0x107) 

Fn 1,3x107 (1,5x106) 3,4x107 (1,0x107) 

Pg 2,6x106 (1,2x106) 4,9x108 (1,1x108) 

Aa 2,4x107 (4,9x106) 1,2x107 (5,8x106) 

So, S. oralis; An, A. naeslundii; Vp, V. parvula; Fn, F. nucleatum; Pg, P. gingivalis; Aa, A. actinomycetemcomitans 

1.2 Consorcio definido de especies bacterianas 

En segundo lugar, el modelo experimental desarrollado nos permite 

determinar la composición bacteriana que lo constituye, a diferencia de trabajar 

con placa dental de pacientes como inoculo o con férulas parciales, donde si bien la 

composición bacteriana será más diversa, la variabilidad de la misma 

presumiblemente será muy alta entre experimentos llevados a cabo en diferentes 

días. Las especies seleccionadas para este modelo experimental son las que 

frecuentemente se localizan en la placa subgingival (Ximenez-Fyvie y col., 2000; 

Paster y col., 2006; Ledder y col., 2007) e incluye colonizadores primarios (S. oralis 

y A. naeslundii), tempranos (V. parvula), secundarios (F. nucleatum) y tardíos (P. 

gingivalis y A. actinomycetemcomitans), pertenecientes a los diferentes clústeres o 

complejos descritos por Socransky y colaboradores (1998). 
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1.3 Evaluación de la evolución a lo largo de todas sus fases de desarrollo de 

la biopelícula, desde los primeros pasos de colonización hasta la 

madurez 

En tercer lugar, el modelo de biopelícula oral in vitro desarrollado nos 

permite evaluar la evolución de esta comunidad, permitiendo el seguimiento de 

dicha evolución a lo largo de todas sus fases de formación, desde los primeros 

pasos de colonización hasta que alcanza la madurez. Como ya hemos detallado, los 

procesos de colonización y desarrollo en la biopelícula oral consisten en una 

sucesión microbiana repetible que depende de las interacciones entre los 

organismos, y entre los organismos y su medio ambiente, lo que indica que la 

interacción no es aleatoria (Kolenbrander y col., 2010).  

Numerosos estudios in vivo han demostrado que miembros de los géneros 

Streptococcus y Actinomyes destacan como colonizadores iniciales predominantes 

en el origen de una biopelícula oral, y cómo el fenómeno de coagregación entre 

estas especies colonizadoras y otras bacterias específicas, como son las del género 

Veillonella, Fusobacterium, Aggregatibacter o Porphyromonas, juega un papel 

fundamental en el proceso de maduración de estas comunidades (Kolenbrander y 

col., 2010). Kolenbrander y colaboradores (2010) proponen que estos 

colonizadores iniciales, Streptococcus spp. y Actinomyes spp., poseen un conjunto 

de características que están bien adaptadas para la formación de la comunidad, y 

que estas comunidades iniciales son las piedras angulares del nuevo crecimiento 

de la biopelícula oral después de cada procedimiento de higiene. Así, por ejemplo, 

los estreptococos reconocen la mayoría de los receptores en la película adquirida 

que recubre el esmalte dental inmediatamente después de limpiar la superficie, 

tales como estaterina, proteínas ricas en prolina, α-amilasa salival, mucinas 

sialiladas y aglutinina salival. Actinomyces  spp. se une a las proteínas ricas en 

prolina y estaterina, una proteína que contiene fosfato. Sin embargo, las 

fusobacterias pueden unirse a la estaterina pero no a las proteínas ricas en prolina. 

En nuestro modelo de biopelícula in vitro se cumple la secuencia de incorporación 
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descrita anteriormente, y es que en las primeras horas de formación in situ, se 

puede observar, por la técnica de T-RFLP, como las bacterias predominantes son S. 

oralis, A. naeslundii y V. parvula. 

In vivo, las bacterias del género Fusobacterium exhiben más asociaciones que 

cualquier otro género. Debido a que las cepas de F. nucleatum coagregan con 

colonizadores iniciales, secundarios y tardíos, Kolenbrander y colaboradores 

(2010) sugieren que este género se comporta como bacteria "puente" en la 

sucesión de los géneros en el desarrollo de la placa dental de forma natural. En 

nuestro modelo in vitro de biopelícula, queda patente como la presencia de esta 

bacteria precede a la aparición de los colonizadores tardíos, representados por P. 

gingivalis y A. actinomycetemcomitans.  

De acuerdo con lo publicado por otros autores, nuestro modelo presenta una 

disposición estructural representativa de la placa dental (Netuschil y col., 1998; 

Pratten y col., 2000; Auschill y col., 2001; Hope y col., 2006; Dige y col., 2009) y 

corrobora lo postulado por Branda y colaboradores (2005), que afirman que las 

biopelículas maduras presentan tan solo alrededor del 50% de sus células vivas. 

2. APLICACIÓN DE TÉCNICAS METODOLÓGICAS BASADAS EN BIOLOGÍA 

MOLECULAR, E INDEPENDIENTES DE CULTIVO, PARA EVALUAR LA ACCIÓN DE 

AGENTES ANTIBACTERIANOS EN EL MODELO DE BIOPELÍCULA IN VITRO 

Combatir la formación de la biopelícula oral es una de las medidas más 

efectivas para la prevención de las enfermedades bucales más prevalentes. Está 

comprobado, por ejemplo, que una correcta higiene oral con el adecuado control 

de la placa dental limitará la acumulación de biopelícula, previniendo o 

revertiendo el estado inflamatorio de los tejidos gingivales (Gunsolley y col., 2006; 

Barnett y col., 2006; Teles y col., 2009). Sin embargo, los datos epidemiológicos 

indican que la mayoría de las personas no controlan adecuadamente la 
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acumulación de placa y la gingivitis sigue siendo una enfermedad muy prevalente 

(Sheiham y col., 2000; Teles y col., 2009;).  

Esta falta de control se achaca principalmente a la falta de motivación o de 

destreza por parte del paciente (Teles y col., 2009). Pero hay que tener en cuenta 

que la mayoría de los productos antibacterianos presentes en el mercado, ya sean 

formulados como productos de higiene cotidiana o como antimicrobianos, han sido 

testados frente a bacterias planctónicas y no frente a biopelículas microbianas, el 

estado natural de las bacterias patógenas orales. Por ejemplo, y como ya hemos 

mencionado, las bacterias pueden ser hasta mil veces más resistentes a los 

antibióticos que esas mismas bacterias crecidas en estado planctónico (Fine y col., 

2001; Zaura-Arite y col., 2001; Davies, 2003; Filoche y col., 2010), posiblemente 

por varias de las razones que se han argumentado, como la baja o incompleta 

penetración del antibiótico en la biopelícula, la expresión de genes de confieren 

resistencia a dicho antibiótico, la baja tasa de crecimiento de las bacterias sésiles, 

etc. Así mismo, los ensayos de sensibilidad a los antimicrobianos (antibiogramas) 

que se realizan rutinariamente en la clínica están diseñados para medir la 

susceptibilidad frente al producto de la bacteria crecida de forma planctónica, sin 

tener en cuenta que los resultados obtenidos pueden no ser extrapolables a esa 

misma bacteria cuando está creciendo en el interior de una biopelícula. 

Por ello, los modelos de biopelícula in vitro se van a convertir en 

herramientas útiles para llevar a cabo, por ejemplo, estudios que comparen la 

concentración mínima inhibitoria (CMI) o concentración bactericida mínima 

(CMB) de agentes antimicrobianos en bacterias plantónicas y sésiles, para estudiar 

el efecto de dichos agentes antimicrobianos sobre las bacterias 

periodontopatógenas en biopelícula, para la evaluación inicial de la eficacia de 

nuevos tratamientos antisépticos frente a las bacterias en tal situación, en 

biopelícula, o bien para llevar a cabo estudios comparativos de eficacias 

antibacterianas sin necesidad de llevarlos a cabo con pacientes (Zaura-Ariete y col., 

2001; Shapiro y col., 2002; Nori y col., 2003; Foster y col., 2004; Hope y col., 2004; 
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Takenaka y col., 2008; Sliepen y col., 2010; Corbin y col., 2011; Schalafer y col., 

2012; Astasov-Frauenhoffer y col., 2013; Blanc y col., 2013; Belibasakis y 

Thurnheer, 2013). 

Los esfuerzos científicos están dando lugar al desarrollo de nuevos métodos 

basados en técnicas de cultivo y/o moleculares para cuantificar bacterias viables, 

por ende potencialmente patogénicas, tanto en muestras procedentes de pacientes 

afectados de enfermedad como en aquellas procedentes de modelos in vitro. La 

detección, identificación y cuantificación de bacterias en muestras orales mediante 

la técnica de cultivo es la metodología de diagnóstico de referencia. Presenta una 

gran ventaja, y es que el diagnóstico se basa en la cuantificación de las bacterias 

viables y, por tanto, metabólicamente activas, presentes en la muestra recogida. 

Sin embargo, esta técnica tiene algunas desventajas, como los procedimiento 

laboriosos que requiere, con tiempos muy largos de incubación, que en el caso de 

algunas bacterias como T. forsythia es de 14 días, la necesidad de medios de cultivo 

específicos para grupos de bacterias, la maestría en la identificación morfológica 

de las colonias, etc. (Breeuwer y col., 2000) (Figura 20). 

 

 

Figura 20. Detalle de una placa de 

medio agar sangre con unidades 

formadoras de colonias de 

diferentes géneros bacterianos 

procedentes de una muestra de 

fluido crevicular. 
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Las técnicas de diagnóstico basadas en biología molecular solventan algunos 

de los inconvenientes de las técnicas de cultivo, y es que son más sensibles, 

precisas y rápidas. En los últimos años, se han venido aplicando diferentes técnicas 

basadas en biología molecular en la identificación de la microbiota que habita la 

cavidad bucal, incrementándose el número de especies bacterianas detectadas a 

medida que avanza la tecnología (Smith y col., 1989; Ximenez-Fyvie y col., 2000; 

Socransky y col., 2004; Aas y col., 2005; Rasiah y col., 2005; Paster y col., 2006; 

Ledder y col., 2007; Keijser y col., 2008; Zaura y col., 2009; Kolenbrander y col., 

2010; Dewhirst y col., 2010) así como para la identificación y cuantificación de 

patógenos subgingivales en muestras orales (Boutaga y col., 2003, 2005, 2006 y 

2007; Sanz y col., 2004; Suzuki y col., 2004; Preza y col., 2008; Aas y col., 2008; 

Nocker y col., 2009; Teles y col., 2011; Park y col., 2011). Pero son menos las 

aplicaciones de las mismas para estudiar la eficacia de los tratamientos 

antisépticos en estas comunidades multi-microbianas. 

En el presente trabajo, y con el fin de optimizar el estudio del efecto de 

productos antimicrobianos basados en la reducción de la vitalidad y/o presencia 

de las bacterias en las biopelícula orales, y en un futuro poder validarlos como 

pruebas rápidas de diagnóstico en pacientes para el seguimiento de los 

tratamientos periodontales, se han puesto a punto dos técnicas moleculares 

independiente de cultivo. 

2.1. MÉTODO DE CUANTIFICACIÓN DE LA VITALIDAD BACTERIANA BASADO EN LA 

BIOLUMINISCENCIA PROCEDENTE DE LA MOLÉCULA ADENOSIN TRIFOSFATO (ATP). 

Una primera alternativa que proponemos es el método de ATP-

bioluminiscencia, que se viene aplicando con éxito como herramienta de 

cuantificación para evaluar la vitalidad bacteriana en diferentes muestras 

biológicas (Chen y col., 1994; Arakawa y col., 2004; Schwarz y col., 2005; Pellegrini 

y col., 2009; Pan y col., 2010). Previamente a nuestro estudio, varios autores 

demostraron la correlación entre las medidas de ATP y el número de células 
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viables obtenidas por técnicas de cultivo estándar para la determinación de 

bacterias orales totales (Gallez y col., 2000; Pellegrini y col., 2009; Fazilat y col., 

2010). Sin embargo, hasta el momento, este método no había sido aplicado en un 

modelo de biopelícula oral in vitro representativo de la microbiota subgingival con 

el fin de testar la respuesta de las bacterias incluidas en el mismo a compuestos 

antisépticos. 

La bioluminiscencia es una tecnología basada en la detección de la molécula 

adenosin trifosfato (ATP). Fue primeramente introducida por la NASA en 1960 

como una posible medida para detectar vida en otros planetas y como medida 

preventiva de contaminación en el agua reciclada durante largos viajes al espacio. 

La bioluminiscencia es un fenómeno natural que ocurre en muchas algas y 

bacterias acuáticas, así como en la luz producida por las luciérnagas, que es de 

donde ha evolucionado esta tecnología. Las luciérnagas poseen una enzima 

llamada Luciferasa, que cataliza la oxidación de un sustrato, la luciferina, usando 

ATP-Mg2+ como donador de electrones, produciendo luz.  

La técnica se basa en la actividad del nucleótido ATP como elemento clave en 

el intercambio de energía de todos los sistemas biológicos, interviniendo tanto en 

procesos catabólicos como anabólicos; el ATP sirve como principal donador de 

energía y está presente en todas las células metabólicamente activas. Es un 

nucleótido constituido por una adenina, una ribosa y una unidad trifosfato (Figura 

21). Constituye una molécula rica en energía debido a que su unidad trifosfato 

contiene dos enlaces fosfoanhídridos. Se libera una gran cantidad de energía 

cuando el ATP se hidroliza a adenosin difosfato (ADP) y ortofosfato (Pi) o cuando 

se hidroliza a adenosin monofosfato (AMP) y pirofosfato (PPi) (Figura 21). 
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Figura 21. Molécula de adenosin trifosfato (ATP). 

El método utilizado incluye el lisado de las células totales presentes en la 

muestra y la cuantificación mediante bioluminiscencia del ATP derivado de las 

células viables, reacción que se esquematiza en la Figura 22. 

 

Figura 22. Esquema de la reacción química de bioluminiscencia del método utilizado. 
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Del estudio detallado de los resultados se desprende que el método es una 

herramienta útil para evaluar cuantitativamente y de forma rápida, comparando 

con los métodos de cultivo estándar, la vitalidad del total de las bacterias incluidas 

en la biopelícula oral in vitro tras un tratamiento antiséptico. De hecho, se 

demostró el efecto antiséptico de tres compuestos antimicrobianos aplicando la 

metodología propuesta, con resultados similares cuando se comparan con la 

técnica de cultivo estándar. 

La técnica nos va a permitir valorar el efecto antiséptico de diferentes 

agentes antibacterianos, en este caso representados por tres colutorios con 

diferentes principios activos, clorhexidina y cloruro de cetilpiridinio (CHX/CPC), 

aceites esenciales (EO) y fluoruro de amina/fluoruro de estaño (AFSF), tras la 

exposición de biopelículas maduras, obtenidos en el modelo in vitro, a dichos 

productos. 

Se pudo comprobar que los EO eran substancialmente menos efectivos que 

CHX/CPC y AFSF. Estos resultados concuerdan con lo descrito por otros autores 

utilizando, por ejemplo, la misma técnica de ATP-bioluminiscencia frente a P. 

gingivalis en una biopelícula monoespecie in vitro (Noiri y col., 2003) o bien por 

diferentes técnicas en varios modelos experimentales de biopelículas (Shapiro y 

col., 2002; Hope y Wilson, 2004 y 2006; Takeuchi y col., 2007; Takenaka y col., 

2008). Igualmente, los resultados concuerdan con lo descrito in vivo, donde las 

formulaciones de CHX han dado mejores resultados clínicos comparado con las 

formulaciones de EO y AFSF (Brecx, 1990; Netuschil y col., 1995). 

Los resultados de esta investigación también muestran una correlación  

estadísticamente significativa (coeficiente de correlación de Pearson de 0,769; 

p<0,001) entre la técnica propuesta y la técnica de cultivo. Además, no se 

observaron diferencias estadísticamente significativas entre la proporción relativa 

de vitalidad celular para cada colutorio calculado por ambas técnicas. Por tanto, se 

confirma la habilidad de esta técnica como método de evaluación de la vitalidad 
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bacteriana en un modelo de biopelícula oral in vitro, entendiendo que la señal 

bioluminiscente generada durante la lisis celular es proporcional a la cantidad de 

ATP presente, y por tanto, a las células vitales. 

Las mayores ventajas de este método son la independencia de cultivo y la 

rapidez con que se obtienen los resultados una vez recibida la muestra. En nuestro 

caso, testamos la cuantificación de las células viables inmediatamente después de 

haber tratado el consorcio bacteriano con un agente antiséptico. El mayor 

inconveniente es que nos informa del efecto del tratamiento aplicado sobre el total 

de las bacterias que constituyen la biopelícula, pero no podemos obtener el efecto 

individual sobre una bacteria concreta dentro del total presente, lo que podría ser 

de gran interés en periodontopatógenos como P. gingivalis o A. 

actinomycetemcomitans en relación a la progresión de la enfermedad peridontal. 

2.2. MÉTODO DE CUANTIFICACIÓN DE LA VITALIDAD BACTERIANA BASADO EN LA TÉCNICA 

DE LA REACCIÓN EN CADENA DE LA POLIMERASA EN LA MODALIDAD CUANTITATIVA A 

TIEMPO REAL (QPCR) COMBINADA CON MONOAZIDA DE PROPIDIO (PMA) 

Se buscó una segunda alternativa metodológica a los métodos tradicionales 

de cultivo, que proporcionase un recuento rápido del total de las células viables 

presentes en el modelo de biopelícula oral propuesto, ya sea antes o después de 

someterlo a una situación de estrés como pudiera ser el efecto de un agente 

antimicrobiano, y que además posibilitase el recuento de aquellas bacterias de 

mayor interés en relación con la enfermedad periodontal. Para ello, utilizamos una 

de las herramientas más potentes que hay actualmente disponible para cuantificar 

bacterias, la PCR cuantitativa a tiempo real (qPCR), pero combinada con un agente 

intercalante de ADN, monoazida de propidio (PMA), para cuantificar 

selectivamente las células vivas, discriminándolas de las muertas (Figura 23). 
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Figura 23. Esquema de la metodología basada en el uso de monoazida de propidio (PMA) para la 

detección selectiva de bacterias vivas por qPCR; figura adaptada de Nocker y col., 2006. 

Entre las ventajas de la PCR destacan su alta especificidad y sensibilidad 

versus los métodos de cultivo tradicionales, así como la rapidez para obtener 

resultados (Park y col., 2011; Fittipaldi y col., 2012). Pero tiene una gran 

desventaja, y es que detecta tanto el ADN de las células vivas como el de las 

muertas, que está descrito que puede tardar en degradarse hasta tres semanas 

(Nogva y col., 2003; Rudi y col., 2005, Nocker y col., 2006; Cawthorn y Witthuhn, 

2008). Por tanto, un método de diagnóstico basado en esta técnica sobreestimaría 

el número de células potencialmente patógenas tras un tratamiento (Nogva y col., 

2003; Rudi y col., 2005; Nocker y col., 2006; Cawthorn y Witthuhn, 2008), como 

hemos podido comprobar en este estudio y que se muestra en los resultados. 

Recientemente, se ha propuesto una alternativa metodológica basada en la 

integridad de la membrana como criterio para distinguir entre células bacterianas 

vivas y muertas. Esta metodología combina el uso de un fluorocromo vital, el PMA, 

con la velocidad y sensibilidad de la qPCR. La técnica se basa en la habilidad de las 

células bacterianas con la membrana intacta de impedir que este compuesto, el 
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PMA, penetre en su interior, mientras que las células con daños irreversibles no 

presentarán ninguna barrera frente al mismo. Una vez dentro de la célula, el 

fluorocromo se intercalará con el DNA, y tras una exposición a una fuente de luz 

visible, formará un enlace covalente mediante el grupo azida presente en su 

estructura. La fotólisis convertirá el grupo azida del PMA en un radical nitreno 

altamente reactivo, que podrá reaccionar con la molécula de ADN, modificándola. 

Esta modificación en la molécula de ADN inhibirá su amplificación. Al mismo 

tiempo, el exceso de fluorocromo que no haya reaccionado con el ADN, lo hará con 

las moléculas de agua presentes, formando una hidroxilamina inactiva. Por tanto, 

mediante la PCR, únicamente se detectará células vivas (Nogva y col., 2003; Rudi y 

col., 2005; Nocker y col., 2006 y 2007; Pan y Breidt, 2007; Cawthorn y Witthuhn, 

2008; Lee y Levin, 2009; Nocker y  Camper, 2009; Kramer y col., 2009; Chang y col., 

2010; Nam y col., 2011; Fittipaldi y col., 2012). 

Esta técnica ha sido aplicada con éxito en un amplio abanico de muestras, 

incluidas recientemente muestras orales (Nocker y col., 2007; Pan y Breidt, 2007; 

Kramer y col., 2009; Lee y Levin, 2009; Chang y col., 2010; Loozen y col., 2011; 

Takahashi y col., 2011; Nam y col., 2011) aunque hasta el momento no ha sido 

aplicada sobre biopelículas orales. Hay que tener en cuenta que no todas las 

bacterias han respondido adecuadamente a esta metodología (Flekna y col., 2007). 

Aplicación de la técnica PMA-qPCR con Aggregatibacter 

actinomycetemcomitans  y Porphyromonas gingivalis en estado planctónico 

Debido a lo anteriormente expuesto, se realizó un primer estudio para 

comprobar que las cepas periodontopatógenas de mayor interés incluidas en el 

modelo de biopelícula in vitro propuesto en la memoria respondiesen 

adecuadamente a dicha tecnología y así estudiar la idoneidad de dicha técnica para 

la cuantificación selectiva de las células viables mediante  la técnica de PCR.  
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Los resultados confirman la eficacia y aplicabilidad del método propuesto, 

basado en la combinación de PMA (concentración final 100 µM) y qPCR, para 

evaluar la viabilidad bacteriana de P. gingivalis y A. actinomycetemcomitans en 

estado planctónico. 

En primer lugar, se confirmó lo descrito por otros autores en cuanto a la 

incapacidad de la técnica de qPCR para discernir entre el ADN procedente de 

células vivas y de células muertas, no encontrándose diferencias estadísticamente 

significativas cuando se comparan las señales procedentes de la misma muestra 

con todas sus células vivas o todas sus células muertas (Nogva y col., 2003; Rudi y 

col., 2005, Nocker y col., 2006; Cawthorn y Witthuhn, 2008). 

En segundo lugar, se demostró, para ambas especies bacterianas, que el 

tratamiento de la muestra con PMA no inhibe significativamente la amplificación 

del ADN procedente de células vivas por qPCR, mientras que sí se produce una 

reducción significativa cuando el ADN procede de células muertas. Estos 

resultados coinciden con lo observado en otras publicaciones científicas (Nocker y 

col., 2006 y 2007; Cawthorn y Wititthulm, 2008; Soejima y col., 2008; Lee y Levin, 

2009; Kramer y col., 2009; Loozen y col., 2011). 

Y en tercer lugar, el estudio nos permitió comprobar la eficacia del PMA 

combinado con la qPCR para diferenciar entre células bacterianas de estas especies 

vivas y muertas, pero en este caso cuando ambos estados vitales se encuentran 

presentes en una misma muestra a diferentes ratios. Este comportamiento ha sido 

observado por otros autores utilizando la misma técnica pero aplicada a diferentes 

especies bacterianas (Nocker y col., 2007; Pan y Breidt, 2007; Kramer y col., 2009; 

Lee y Levin, 2009; Chang y col., 2010; Loozen y col., 2011; Takahashi y col., 2011; 

Nam y col., 2011). 
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Análisis de la vitalidad de Aggregatibacter actinomycetemcomitans 

Porphyromonas gingivalis, Fusobacterium nucleatum y bacterias totales en 

estado de biopelícula mediante PMA-qPCR 

Una vez comprobado que el método descrito de PMA-qPCR, basado en el 

tratamiento con PMA de muestras mixtas de bacterias vivas y muertas en estado 

planctónico seguido de la cuantificación por qPCR para las especies P. gingivalis y 

A. actinomycetemcomitans, es efectivo para la cuantificación selectiva de células 

vivas, así como eficaz para prevenir la amplificación del ADN procedente de células 

muertas, se procedió a testar su validez frente a las mismas bacterias en estado de 

biopelícula. Además, la metodología propuesta se testó para cuantificar el número 

de bacterias vivas de F. nucleatum así como del conjunto de las bacterias incluidas 

en el modelo de biopelícula subgingival in vitro. 

Ya que la cuantificación de células viables bacterianas por qPCR, en nuestro 

caso, se basa en curvas estándar, en primer lugar se quiso ver si la adición de PMA 

afectaba a dichas curvas tanto en el valor como en el rango de detección. 

Comparando ambas curvas estándar, en los cuatro casos, no se encontraron 

diferencias estadísticamente significativas. La línea de regresión muestra una 

eficacia similar en todos los casos, lo que demuestra que el tratamiento con PMA 

antes de la extracción del ADN no tiene efecto en la detección de las bacterias 

viables por qPCR. De acuerdo con trabajos publicados previamente, vemos que el 

PMA no afecta a la detección por qPCR de las células viables; igualmente el rango 

de detección de las bacterias viables presentes en una muestra no se vio afectado 

(Nocker y col., 2006 y 2007; Pan y Breidt, 2007; Cawthorn y Wititthulm, 2008; 

Soejima y col., 2008; Lee y Levin., 2009; Kramer y col., 2009; Chang y col., 2010; 

Loozen y col., 2011; Nam y col., 2011; Takahashi y col., 2011). Queda, por tanto, 

patente la gran habilidad del PMA para penetrar selectivamente en las células con 

su membrana celular dañada, sin ejercer ninguna influencia en la eficiencia de la 

qPCR (Nocker y col., 2006 y 2007; Hein y col., 2007; Soejima y col., 2008; Nocker y 

Camper, 2009). 
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En cuanto a la cuantificación de bacterias viables totales dentro de la 

biopelícula antes del tratamiento con un agente antimicrobiano, cuantificando 

antes y después de adicionar PMA (60,7% (DS=17,1)), se confirma lo observado en 

el primer trabajo expuesto en la memoria, donde se indica que el 60,7% (DS=9,5) 

de las células incluidas en la biopelícula están vivas, así como lo descrito por otros 

autores (Branda y col., 2005).  

Para demostrar que la técnica es útil a la hora de evaluar el efecto 

antibacteriano de un producto, así como para evaluar el número de bacterias 

viables presentes en el modelo de biopelícula in vitro desarrollado en la memoria, 

se seleccionó el alcohol isopropílico al 70% por su alto poder antiséptico, 

exponiendo la biopelícula al mismo durante 1, 5, 10 o 30 minutos. En este caso, no 

solo evaluamos el efecto del antimicrobiano en el total de las células, como ocurría 

con el método de ATP-bioluminiscencia, sino también en los patógenos bacterianos 

incluidos en el modelo de biopelícula, P. gingivalis y A. actinomycetemcomitans, o 

del patógeno oportunista F. nucleatum. 

Los resultados obtenidos muestran que, en concordancia con lo expuesto 

por trabajos previos (Nocker y col., 2006 y 2007; Pan y Breidt, 2007; Cawthorn y 

Wititthulm, 2008; Soejima y col., 2008; Kramer y col., 2009; Nocker y Camper, 

2009; Lee y Levin, 2009; Chang y col., 2010; Loozen y col., 2011; Nam y col., 2011; 

Takahashi y col., 2011), el PMA es capaz de distinguir entre células vivas y muertas 

en muestras complejas, inhibiendo la amplificación por qPCR del ADN procedente 

de células muertas, cuando las biopelículas son expuestas durante diferentes 

tiempos a un agente antimicrobiano. El método es capaz de cuantificar el 

progresivo descenso del número de bacterias vivas dentro de la biopelícula por 

efecto del compuesto antiséptico. 

Ha quedado demostrado, por tanto, que la técnica es útil para detectar y 

cuantificar selectivamente las bacterias vivas en muestras complejas con presencia 

de células muertas, como es la biopelícula oral desarrollada in vitro, de una manera 
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rápida y precisa. Esto resultará especialmente útil para la evaluación del riesgo de 

progresión de la enfermedad en relación a un tratamiento terapéutico aplicado, así 

como una herramienta poderosa para evaluar la eficacia antimicrobiana de 

estrategias terapéuticas. 
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1.  El modelo experimental de biopelícula oral in vitro desarrollado es un 

sistema reproducible y sencillo de manejar, que nos permite controlar las 

condiciones ambientales y determinar la composición bacteriana que lo constituye. 

La biopelícula generada en el modelo experimental alcanza la madurez a las 72 h 

de incubación, incluyendo las 6 bacterias utilizadas como inoculo y con el 60,7% de 

sus células vivas. 

2. Se ha comprobado que las biopelículas generadas en el modelo experimental 

propuesto presentan una disposición estructural representativa de la placa dental 

y cumplen la secuencia de incorporación bacteriana descrita in vivo para la placa 

dental, y es que en las primeras horas de formación in situ se puede observar como 

las bacterias predominantes son los colonizadores primarios Streptococcus oralis, 

Actinomyces naeslundii y Veillonella parvula, y como a medida que madura la 

biopelícula se va incorporando el colonizador secundario Fusobacterium 

nucleatum y los colonizadores tardíos Porphyromonas gingivalis y Aggregatibacter 

actinomycetemcomitans. 

3. El método de cuantificación de bacterias viables basado en la 

bioluminiscencia procedente de la molécula adenosin trifosfato (ATP) es una 

herramienta útil para cuantificar de forma relativa y rápida, comparado con los 

métodos de cultivo estándar, el total de bacterias viables incluidas en la biopelícula 

oral in vitro. La técnica nos va a permitir valorar el efecto antiséptico de agentes 

antibacterianos tras la exposición de biopelículas maduras a dichos productos. 

4. Se confirma la incapacidad de la técnica de la reacción en cadena de la 

polimerasa cuantitativa (qPCR) para discernir entre el ADN procedente de 

bacterias vivas y de bacterias muertas de las especies Porphyromonas gingivalis y 

Aggregatibacter actinomycetemcomitans, así como del resto de bacterias utilizadas 

en el modelo experimental de biopelícula. 
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5. Se demuestra que el tratamiento de la muestra con monoazida de propidio 

(PMA) no inhibe significativamente la amplificación del ADN procedente de 

bacterias vivas por qPCR, mientras que sí se produce una reducción significativa 

cuando el ADN procede de células muertas.  

6. El estudio nos ha permitido comprobar la eficacia del PMA combinado con la 

qPCR para diferenciar entre bacterias de las especies Porphyromonas gingivalis y 

Aggregatibacter actinomycetemcomitans vivas y muertas, cuando ambos estados 

vitales se encuentran presentes en una misma muestra planctónica a diferentes 

ratios. 

7. Igualmente, la técnica  de PMA combinado con la qPCR es útil para detectar y 

cuantificar selectivamente las bacterias vivas de las especies Porphyromonas 

gingivalis, Aggregatibacter actinomycetemcomitans, Fusobacterium nucleatum, así 

como del total de bacterias, incluidas en muestras complejas con presencia de 

células muertas, como es la biopelícula oral desarrollada in vitro, de una manera 

rápida y precisa.  

8. La técnica  de PMA combinado con la qPCR nos va a partir evaluar el efecto 

antiséptico de un agente antibacteriano sobre las bacterias Porphyromonas 

gingivalis, Aggregatibacter actinomycetemcomitans, Fusobacterium nucleatum así 

como del conjunto de las bacterias incluidas en el modelo de biopelícula in vitro, 

cuando las biopelículas son expuestas al mismo. El método es capaz de mostrar el 

descenso progresivo del número de bacterias vivas dentro de la biopelícula por 

efecto del compuesto antiséptico. 
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