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RESUMO 

Para melhorar a osseointegração e integração com tecidos moles, as superfícies 

dos implantes vêm sendo modificadas. No entanto, ainda não está claro se, alterações 

topográficas nessas superfícies alteram colonização bacteriana. Dessa forma, presente 

estudo comparou aadesão de Streptococcus oralisemdiferentes superfícies de titânio (Ti), 

usinada, micro e nanotopográficas. Discos de titânio foram submetidos a diferentes métodos 

para a obtenção de superfícies: usinada (A), micro (B) e nanotopografia (C) e sujeitos à 

ensaio de adesão à superfície de Ti por Streptococcus oralis,umcolonizador inicial do 

biofilme bucal. Para avaliação da formação inicial de biofilme, discos de Ti com película 

adquirida formada por saliva humana foram colocados verticalmente em placas de 24 poços 

contendo meio BHI modificado, incubando-se por 24 h a 37 oC, em 5% de CO2. Após esse 

período, a adesão foi avaliada por contagem de colônias, por análise de polissacarídeos de 

matriz extracelular e por microscropia eletrônica de varredura (MEV). Os dados foram 

comparados utilizando ANOVA e Tukey. Em todos os grupos experimentais houve adesão 

bacteriana, porém, com sem formação de polissacarídeos de matriz extracelular. Os valores 

de média e desvio padrão para a contagem de colônias foram (em ufc/mL, média e desvio 

padrão): Grupo A - 1,64x106 (4,10x105), Grupo B- 1,96x106 (4,61x105) e Grupo C 1,56x106 

(6,23x105). Todas as superfícies apresentaram resultados semelhantes em relação à 

quantidade de células bacterianas aderidas aos discos. As imagens do MEV mostraram uma 

adesão inicial de S. oralis, corroborando os resultados de quantificação bacteriana. O 

presente estudo demonstrou que as superfícies micro e nanotopografia não alteram a 

adesão da S. oralis em relação à superfície usinada nos discos de titânio. 

Palavras-chave: Biofilme.Implante. Streptococcus oralis. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 
 

ABSTRACT 

Implant surfaces have been modified to improve osseointegration and soft tissue 

integration. However, it is not clear whether topographic changes on these surfaces interfere 

with bacterial colonization. Thus, the present study compared the Streptococcus oralis 

adhesion on machined, micro and nanotopographic titanium surfaces. Titanium discs were 

subjected to various surface treatments and were classified as: machined (A), micro (B) and 

nanotopography (C), and subjected to Streptococcus oralisadhesion,a primary colonizer of 

the oral biofilm. For evaluation of the initial biofilm formation, human saliva coatedTi discs 

were placed vertically in 24-well plates containing modified BHI medium and incubated for 24 

h at 37 ° C, in 5%CO2. After this period, adhesion was assessed by colony counting, 

extracellular matrix polysaccharide analysis and scanning electron microscopy (SEM). Data 

were compared using ANOVA and Tukey. In all experimental groups there was bacterial 

adhesion, however, with no extracellular matrix polysaccharides. The mean and standard 

deviation values for colony count were (in cfu / mL, mean and standard deviation): Group A - 

1.64x106 (4.10x105), Group B- 1.96x106 (4.61x105) and Group C 1.56x106 (6.23x105). All 

surfaces showed similar results regarding the number of bacterial cells adhered to the discs. 

SEM images showed an initial adhesion of S. oralis, corroborating the results of bacterial 

quantification. In conclusion, the present study demonstrated that the micro and 

nanotopography surfaces do not alter the adhesion of S. oralis in relation to the machined 

surface in the titanium disks. 

Key words:Biofilm.Implant.Streptococcusoralis. 
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1 INTRODUÇÃO 

Com o avanço da tecnologia, a odontologia tem sido contemplada com o 

desenvolvimento de novos materiais e descobertas científicas. A introdução dos implantes 

dentários como método terapêutico para repor dentes perdidos provavelmente foià maior 

evoluçãoda odontologia nestas últimas décadas, apresentando um alto nível de sucesso 

(Attia et al., 2019, Annunziata  e Guida, 2015). 

Atualmente, os implantes dentários representam uma opção de tratamento 

confiável na reabilitação oral de pacientes desdentados parciais ou totais, a fim de garantir 

vários tipos de próteses. Os implantes dentários tornaram-se um procedimento padrão para 

a substituição de um dente na zona estética, oferecendo muitas vantagens(Smeetset al., 

2016).Com relação à sua introdução no final da década de 1960, as indicações clínicas 

para terapia com implantes foram significativamente ampliadas e resultados ótimos foram 

alcançados, mesmo em condições clínicas anteriormente consideradas desfavoráveis. Tal 

evolução deve muito ao progresso significativo feito no campo de superfícies de titânio. A 

modificação topográfica e química das superfícies tradicionais de titânio levou a uma 

verdadeira mudança de épocana odontologia de implantes (Annunziatae Guida, 2015). 

Branemark et al. descreveu pela primeira vez o processo de osseointegração há 

mais de 45 anos. Seu trabalho lançou uma nova era de pesquisa sobre formas e materiais 

de implantes dentários(Smeets et al., 2016).Apresentado por Branemarketet al., em 1977, 

os primeiros implantes apresentavam-se com superfície lisa (usinada) (Branemarket al., 

1977). Em busca de melhorias técnicas, muitos fabricantes modificaram esta superfície, 

alterando sua rugosidade. As modificaçõesnassuperfícies dos implantespromovem, de 

forma geral, aumento da rugosidade e da topografia, que podem ser observadasem escalas 

milimétricas, micrométricas e nanométricas (Schwartz-Filho et al., 2011). 

A modificação topográfica e química das superfícies tradicionais de titânio levou 

a uma verdadeira mudança de época na odontologia de implantes.Dependendo do tipo e 

das características do tratamento de superfície aplicado, uma ampla gama de implantes foi 

produzida, o que contribuiu para o sucesso dessa técnica (Annunziata e Guida, 2015)Essas 

modificações nas superfícies dos implantes, comprovadamente aumentam a área de contato 

com o osso, aumentando a osseointegração, quando comparadas com superfícies lisas 

(Wennerberg et al., 1996, Lang eJepsen, 2009, WennerbergeAlbrektsson 2010), inclusive 

em superfícies com nanotopografia (Pachauri et al., 2014). No entanto, ainda é pouco 

explorada a relação entre a presença de nanoestruturas na superfície do implante e a 

adesão/formação de biofilme bacteriana (Jäger et al. 2017).  

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/?term=Attia%20S%5BAuthor%5D&cauthor=true&cauthor_uid=31321229
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A instalação de um processo inflamatório-infeccioso pode ocorrer nas regiões 

peri-implantares, como a mucosite, que atinge a mucosa na região do implante e a peri-

implantite, que acomete a mucosa e oosso de suporte ao implante, levando muitas vezes à 

perda do implante.Em uma revisão sistemática abrangendo nove estudos, 1497 pacientes e 

um acompanhamento mínimo de cinco anos, encontrou uma prevalência média de peri-

implantite em 9,6% dos implantes e 18,8% dos pacientes (Atiehet al., 2013).Em um estudo 

retrospectivo de 10 anos, a prevalência de mucosite foi de 8,7% e a de peri-implantite de 

6,8% (Cavalli et al., 2015). 

Ainda não há um consenso se as características da superfície do implante, como 

rugosidade, topografia, energia livre de superfície, entre outros, tenham um significante 

efeito na adesão bacteriana e possivelmente na iniciação da peri-implantite (Renvert et al., 

2011). Porém trabalhos recentes tiveram como objetivo examinar in vivo a adesão 

bacteriana inicial em implantes de titânio com diferentes tratamentos de superfície. Alguns 

trabalhos (QuirynenandBollen, 1995, Rimondiniet al., 1997, Subramaniet al., 2009, Burgerset 

al., 2010) demonstraram uma relação direta entre quantidade de biofilme e grau de 

rugosidade da superfície de titânio. Quirynen&Bollenem 1995, através de revisão de 

literatura de estudos in vitro e estudos in vivo, analisaram a influência da rugosidade 

superficial do implante, concluindo que para o biofilme supragengival, estes são os fatores 

que mais favorecem a formação do biofilme bacteriano. Devido a este fator a procura por 

superfície com menor rugosidade proporciona menos adesão bacteriana 

(QuirynenandBollen, 1995).  

Rimondini et al., em 1997 analisou in vivo a rugosidade da superfície necessária 

para reduzir a colonização da placa em titânio após 24 horas. Concluiu que uma superfície 

de titânio com Ra <ou = 0,088 microns e Rz <ou = 1,027 microns inibe fortemente o 

acúmulo e a maturação placa no período de 24 horas (Rimondiniet al., 1997).  

Uma conclusão semelhante foi encontrada por Subramani et al., em 2009.O 

objetivo foi revisar a literatura em relação à formação de biofilme em implantes dentários e a 

influência das características da superfície (química, energia livre de superfície e 

rugosidade) dos materiais para implantes e pilares dentais e suas características de design 

na formação de biofilme e suas propriedades. sequelas. O aumento da rugosidade da 

superfície e da energia livre da superfície facilita a formação de biofilme nas superfícies dos 

implantes e pilares dentários, embora essa conclusão seja derivada da literatura 

amplamente descritiva. A química da superfície e os recursos de design da configuração 

implante-pilar também desempenham um papel significativo na formação de biofilme. 
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Outro estudo chegou à conclusão de que a adesão de bactérias à variados tipos 

de superfícies de titânio é primariamente influenciada pela rugosidade superficial, ficando a 

energia livre de superfície em segundo plano (Burgers, Gerlach et al., 2010). No 

entanto,outro estudo encontrou que  a rugosidade e a microtopografia não estimularam a 

formação inicial de biofilme em superfícies de titânio com diferentes tratamentos de 

superfície (Ferreira-Ribeiro et al., 2016). 

Atualmente superfícies de titânio com escalas micro e nanométrica foram 

estudadas a fim de analisar o processo de osteogênese.Nestes estudos, a superfície com 

nanotopografia foi comparada às superfícies com microtopografia e superfícies usinadas 

(lisas). Este estudo teve como objetivo observar o efeito morfológico e molecular da 

laminina-1 em superfícies de implantes nanoestruturados em um modelo de coelho.Após 2 

semanas de cicatrização, os implantes foram removidos e submetidos a análise morfológica 

por microscopia eletrônica de varredura (MEV) e análise de expressão gênica. A superfície 

revestida com proteína mostrou maior expressão gênica dos genes típicos envolvidos na 

cascata de osseointegração do que a superfície de controle.Os implantes nanoestruturados 

foram revestidos com laminina-1 (teste; diluição, 100 μg / mL) e inseridos nas tíbias de 

coelho. Implantes não revestidos foram utilizados como controle. (Schwartz-Filhoet al., 

2012).  

Ainda, nesses mesmos estudos, foi caracterizada fisicamente e quimicamente 

essas superfícies e foi verificado que a superfície com nanotopografia tem menor 

rugosidade que a superfície com microtopografia, e maior rugosidade que a superfície 

usinada.  

A nanotecnologia tem recebido grande atenção na mídia pública e científica. 

Para que um material, partícula ou superfície receba a denominação “nano”, o mesmo deve 

estar na escala entre 1 a 100 nm. As alterações na nanotopografia transmitem seus efeitos 

nos níveis físico, químico e biológico, resultando em maior adesão das células 

osteogênicase, assim, potencialmente promovendo a osseointegração (Smeetset al., 2016). 

Analisando os ótimos resultados em relação à ósseo integração e osteogênese 

da superfície com nanotopografia, é necessário investigar mais afundo essa superfície com 

características promissoras. Ainda não há relatos na literatura de como ocorre a adesão 

microbiana e a formação de biofilme nessa superfície, em especial de Streptococcus oralis, 

um colonizador inicial do biofilme. Sendo assim, é necessário conhecer o perfil de 

colonização bacteriana nas superfícies com nanotopografia em comparação com as 

superfícies lisas e micro-estruturadas. Dessa forma, o objetivo deste trabalho foi comparar a 
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formação de biofilme de S. oralis entre três superfícies de titânio: superfície usinada, 

superfície micrometricamente rugosa e superfície nanometricamente rugosa, em estudo in 

vitro. 

O presente projeto foi financiado na forma de Auxílio Pesquisa (Edital Universal 

CNPq - 443837/2014-7). 
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2 REVISÃO DA LITERATURA 

2.1 Tratamentos de superfície e interferência na colonização bacteriana 

Os implantes estão se tornando a primeira escolha de reabilitação para a perda 

de dentes. Mesmo tendo uma alta taxa de sucesso, as falhas ainda ocorrem e um dos 

motivos é o aumento das infecções causadas por biofilme (Kang et al.,2019).O uso de 

implantes dentários de titânio tem mudado a maneira de reabilitar pacientes na odontologia 

moderna e pode contar com altas taxas de sobrevivência e sucesso a longo prazo 

(Annunziatae Guida, 2015). 

Em geral, as taxas de sobrevida a longo prazo dos implantes dentários são 

excelentes. No entanto, falhas no implante ainda ocorrem em uma pequena quantidade de 

pacientes. O grande desafio para os implantologistas contemporâneos é proporcionar 

reabilitação oral a pacientes com condições ósseas saudáveis, solicitando protocolos de 

carregamento rápido ou a pacientes com ossos comprometidos quantitativa ou 

qualitativamente. Essas condições de carregamento exigem avanços no desenhoda 

superfície do implante. A elucidação da fisiologia da cicatrização óssea levou os 

pesquisadores a projetar superfícies de implantes que imitam de perto as características 

naturais dos ossos (Smeets R et al.,  2016). 

A topografia do implante dentário pode ser classificada em macro, micro e 

nanoescala. A macrotopografia de um implante é determinada por sua geometria visível, por 

exemplo, roscas e design cônico. A escala métrica é de milímetros a micrômetro. Nos 

últimos anos, o esforço científico se concentrou principalmente na micro e nanogeometria. 

No entanto, a macrogeometria apropriada combinada com a preparação adequada dos furos 

para implantes é a base fundamental do sucesso clínico na implantologia dentária (Smeets 

et al., 2016) 

A osseointegração de implantes dentários foi previamente caracterizada como 

uma conexão estrutural e funcional entre o osso recém-formado e a superfície do implante 

(Smeets et al., 2016).A união estrutural e funcional do implante com osso vivo é 

grandemente influenciada pelas propriedades da superfície do implante. O sucesso de um 

implante dentário depende das características químicas, físicas, mecânicas e topográficas 

de sua superfície. A influência da topografia da superfície na osseointegração se traduz em 

tempos de cicatrização mais curtos, da colocação do implante à restauração (Ogle, 

2014).Grandes avanços foram feitos no desenvolvimento de novas superfícies de implantes 

dentários. Essas inovações contribuem para a reabilitação de pacientes com alto sucesso e 

taxas de sobrevivência previsíveis, mesmo em condições desafiadoras. As modificações de 
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superfície promovem alteraçõesà topografia, à hidrofilicidade e ao revestimento externo dos 

implantes dentários, a fim de melhorar a osseointegração em ossos saudáveis e 

comprometidos (Smeets et al., 2016) 

Além da topografia e da rugosidade, a molhabilidade superficial ou a 

hidrofilicidade dos implantes é outro aspecto central da osseointegração. Essa propriedade 

química é expressa pelo ângulo de contato com a água que varia de 0 ° em superfícies 

muito hidrofílicas a mais de 90 ° em superfícies hidrofóbicas. A capacidade das células de 

se ligarem e migrarem na superfície do implante é impulsionado pela adsorção de proteínas. 

(Smeets et al., 2016).Os ângulos de contato das preparações da superfície do implante 

dentário influenciam a molhabilidade e a adesão do tecido (Mekayarajjananonth e Winkler, 

1999). 

As modificações da microtopografia dos implantes está ligada à microdureza em 

uma escala de micrômetro (1–100 μm) e é modificada por técnicas de fabricação como 

usinagem, condicionamento ácido, anodização, jateamento de areia, jateamento e 

procedimentos diferentes de revestimento(Smeets et al., 2016). As modificações da 

microtopografia contribuem para um aumento na área da superfície. 

A macrodureza da superfície do SLA (Sandblasted and acid-etched, jato de 

areia, grão grande, condicionada por ácido) é fabricada por jato de areia de grão grande 

com partículas de corindo de 0,25 a 0,5 mm a 5 bar. A estrutura da superfície 

microtopográfica é o resultado de um processo subsequente de condicionamento ácido com 

HCl / H2SO4 à altas temperaturas, gerando uma área de superfície ativa com rugosidade 

igual e adesão celular aprimorada (Smeets et al., 2016). O processo de jateamento de areia 

também aprimora as características biomecânicas dos implantes com ácido. 

A nanotecnologia tem recebido grande atenção em público e na ciência. Pensa-

se que a nanotopografia de implantes dentários influencie as interações célula-implante no 

nível celular e proteico(Smeets et al., 2016). Um aumento na energia da superfície não é 

meramente resultado de alterações na rugosidade da superfície, mas é em grande parte 

causado por alterações da química da superfície. 

A perspectiva futura nos revestimentos da superfície dos implantes é afim de  

enfrentar os desafios das indicações avançadas em implantologia dentária, atualmente há 

um enorme esforço científico focado em revestimentos bioativos de superfície. Essas 

abordagens inovadoras pretendem imitar o ambiente bioquímico e a arquitetura 

nanoestrutural do osso humano(Smeets et al., 2016).  
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O objetivo principal da pesquisa biomédica em modificações de superfície é 

facilitar a osseointegração precoce e garantir um contato osso-implante em longo prazo sem 

perda óssea marginal substancial. O foco central do desenvolvimento do implante é 

minimizar a adesão bacteriana, promovendo o recrutamento, a adesão e a proliferação de 

células osteogênicas(Smeets et al., 2016). 

Há uma enorme quantidade de métodos para modificações das superfícies dos 

implantes. Porém, ainda não está claro qual o tipo de modificação é a melhor. Vários 

tratamentos não só a topografia é modificada, mas também a química da superfície, da 

mesma maneira como as alterações químicas também podem alterar a topografia. Os 

Tratamentos físicos incluem o jateamento abrasivo, Irradiação ultravioleta de superfícies 

cristalinas de TiO2 e ablação a laser. O processo de jateamento forma varias superfícies 

com diferentes rugosidades e características químicas. Já a irradiação ultravioleta de 

superfícies cristalinas de TiO2 desenvolve uma superfície com aspectos hidrofílica e 

anfifílica. A ablação forma uma fina camada de óxido que favorece propriedades como a 

dureza e a resistência à corrosão. Os tratamentos eletroquímicos como a oxidação anódica 

altera a topografia da superfície e sua química. Superfícies anodizadas adquirem poros 

irregulares. Tratamentos químicos como o condicionamento ácido, condicionam uma 

superfície, removendo a camada superficial do material criando superfícies com diferentes 

características. A superfície obtida influencia a osteogênese, gera nanoestruturas. 

Tratamentos de deposição com implantação de íons envolvem uma fonte iônica, um 

acelerador e uma câmara onde a superfície é posicionada. Outro tratamento de deposição é 

o sol-gel que é usada para obtenção de nanotopografia. Várias técnicas para alteração das 

estruturas podem ser usadas. A microtopografia estimula uma forte integração óssea. 

Nanotopografia possui uma grande importância na integração óssea com os implantes. 

Nanoestruturas promovem a adsorção de proteínas à superfície podendo influenciar os 

estágios iniciais da formação óssea. Outros tratamentos químicos incorporam diversos íons, 

como os de fósforo, magnésio que aumenta a nucleação de hidroxiapatita e apatita sobre o 

titânio. O cálcio acelera a adsorção de íons fosfato e aumenta a habilidade do titânio de 

induzir a formação de minerais cálcio e fosfato nas superfícies. O fosfato é importante para 

estabelecer o recobrimento de uma superfície. As moléculas/proteínas biofuncionais 

mostram um aumento da osteogênese. Os bifosfonatos têm mostrado aumento na resposta 

óssea. E o flúor nos implantes aumenta a densidade óssea (Schwartz-Filho, 2011). 

Muitos estudos vêm sendo realizados, a fim de avaliar as diferentes superfícies 

dos implantes e a influência em relação à menor ou maior adesão do biofilme oral 

(Schmidlin et al., 2013, Schwartz-Filho, et al. 2012, Al-Ahmad et al., 2013). 
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A falha primária do implante devido à osseointegração insuficiente ocorre em 1-

2% dos pacientes nos primeiros meses. A falha secundária do implante se desenvolve 

vários anos após a osseointegração bem-sucedida em cerca de 5% dos pacientes e 

geralmente é causada por peri-implantite (Smeets et al.,  2016).Os implantes dentários e 

seus componentes protéticos são propensos à colonização bacteriana e formação de 

biofilme (Silva et al., 2018). A formação de biofilme em implantes ocorre por conta do tipo de 

superfície e proteínas de adesão produzidas por um microrganismo, em conjunto aos fatores 

locais e sistêmicos (Mombelli e Décaillet, 2011). 

Nas superfícies das mucosas, o mecanismo de eliminação que ocorre durante a 

renovação epitelial oral é um meio natural eficaz de reduzir a adesão microbiana. Mas esse 

fenômeno protetor não ocorre na superfície dos implantes, onde o biofilme dental pode se 

acumular na fenda peri-implantar e permanecer em contato com o epitélio gengival, 

podendo causar a peri-implantite que é uma das principais doenças bucais com as quais 

temos de lidar na prática periodontal. É uma doença inflamatória polimicrobiana que leva à 

destruição do tecido que suporta o implante. Sem tratamento, ela resulta na perda do 

implante (Lasserre et al., 2018) 

A epidemiologia da peri-implantite, é menos bem estudada em comparação à 

das doenças periodontais devido ao desenvolvimento relativamente recente dessa doença 

(Lasserre et al., 2018). 

Dois importantes estudos transversais suecos avaliaram a prevalência de peri-

implantite em implantes Brånemark System® com um tempo de função documentado de 

pelo menos 5 anos. Os valores registrados de peri-implantite foram 28% e 16% para os 

pacientes estudados. (Lasserre et al., 2018). 

O controle da infecção inclui a eliminação do biofilme da superfície do implante e 

desbridamento mecânico eficiente. No entanto, a supra-estrutura protética e as 

características da superfície do implante podem complicar o tratamento. As evidências 

mostram que, quando adequadamente gerenciadas, a mucosite peri-implantar é reversível. 

Após o tratamento, manutenção regular e boa higiene bucal são essenciais para um 

resultado previsível e estabilidade a longo prazo(Renvert et al., 2018). 

Outro trabalho utilizou a  porção transmucosa dos implantes com diferentes 

superfícies, uma delas consistia em uma superfície condicionada com ácido (tipo A), uma 

superfície usinada com uma ranhura circunferencial (tipo C) e uma superfície preparada por 

oxidação anódica leve (tipo D). O controle era uma superfície usinada padrão (tipo B). 

Infiltrados inflamatórios foram associados a todas as superfícies do implante e foram 
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comumente encontrados subepiteliale perivascular. A análise estatística mostrou que a 

superfície do tipo C (superfície usinada com uma ranhura) apresentava infiltrados 

inflamatórios significativamente maiores que a superfície do tipo B (superfície usinada sem 

ranhura; P <0,05) . Não foram encontradas diferenças estatisticamente significativas em 

relação ao tamanho dos infiltrados inflamatórios ou em termos da natureza das células 

infiltrantes. Esses resultados sugerem que o desenvolvimento de inflamação associada aos 

implantes é independente do tipo de superfície, mas está associado à presença de placa. As 

diferentes superfícies não influenciaram a natureza do infiltrado, sendo as células T o tipo de 

célula predominante em todas as lesões. Finalmente, os diferentes tipos de superfície do 

implante pareciam não influenciar a microbiota peri-implantar. No entanto, a presença do 

sulco circunferencial tendia a estar associada a infiltrados maiores. Ainda não foi 

determinado se isso se deve ao aumento da acumulação de placas(Pongnarisorn et al., 

2007). 

A colonização da área peri-implantar submucosa começa imediatamente após a 

instalação do implante ou do pilar. Em pacientes desdentados, os estreptococos 

anaeróbicos facultativos dominam inicialmente, seguidos por bastonetes facultativamente 

anaeróbicos e bastonetes anaeróbios estritos gram-negativos, como as espécies 

Fusobacterium e Prevotella. Essas bactérias do complexo vermelho também foram 

detectadas em um número significativo de peri-implantes (Stokman et al., 2017). 
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2.2 Streptococcus oralis 

Streptococcusoralis é um membro da microbiota oral humana normal, capaz de 

patogenicidade oportunista (Do et al., 2009). S. oralis é um membro numericamente 

importante da microbiota oral comensal, isolado de todas as superfícies intra-orais e um 

organismo pioneiro envolvido na colonização primária da dentição (Nyvad e Kilian, 1990).As 

bactérias pertencentes ao gênero Streptococcus são os primeiros habitantes da cavidade 

oral que podem ser adquiridas logo após o nascimento e, portanto, desempenham um papel 

importante na montagem da microbiota oral (Abranches et al., 2018) 

Esse micro-organismo foi implicado como um potencial organismo causador de 

doenças cardiovasculares humanas, incluindo endocardite infecciosa e aterosclerose. E 

espécie possui polissacarídeos de receptor de coagregação (RPS) na parede celular, que 

funcionam como receptores de adesinas de superfície em outros membros da comunidade 

de biofilme oral. S. oralis possui a capacidade de induzir através do RPS respostas 

inflamatórias em células endoteliais da aorta humana (HAECs). (de Toledoet al., 2012). 

A cavidade oral humana hospeda uma microbiota complexa composto por 

bactérias,fungos e vírus. Essas bactérias são responsáveis por duas doenças comuns da 

boca humana (Mosaddad et al., 2019). A comunidade microbiana formada por essa 

microbiota é chamada de biofilme, está associada à superfície do dente, ou a qualquer outro 

material duro não descamativo (Characklis et al., 1989). 

O desenvolvimento do biofilme oral requer uma série complexa de interações 

entre os tecidos hospedeiros e as bactérias colonizadoras, bem como inúmeras interações 

entre espécies do próprio organismo (Sztukowska et al., 2019). Os meios de formação do 

biofilme são divididos em três fases principais de desenvolvimento, fase de aderência inicial, 

fase de acúmulo e fase da comunidade. Como já citado S.oralis é um colonizador primário, 

ele se apresenta na fase de adesão inicial, onde envolve mecanismos inespecíficos e 

específicos de adesão à película adquirida do esmalte e outras superfícies dentárias 

expostas. Ele possui maior capacidade de se aderir aos dentes nas fases iniciais de 

formação do biofilme (Graner et al., 2005) 
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Como importantes colonizadores primários da boca, os estreptococos orais 

possuem múltiplas adesinas de alta afinidade que mediam a ligação inicial às superfícies 

dos dentes por meio de interações com substratos na película salivar adquirida, incluindo 

albumina, proteínas ricas em prolina, glicoproteínas, mucinas e ácido siálico. 

Polissacarídeos bacterianos extracelulares, bem como DNA extracelular são constituintes 

principais das matrizes de biofilme de placas cuja produção é desencadeada por adesão 

bacteriana. A amilase salivar também parece ter um papel importante na colonização de 

superfícies orais de mamíferos a partir de bactérias de ligação à amilase. Colonizadores 

tardios, Gram-positivos e Gram-negativos, interagem com os estreptococos através de uma 

série de eventos co-agregação e deco-adesão até que uma placa madura seja alcançada. 

Uma vez estabelecida, a comunidade do biofilme ela se torna relativamente estável 

possuindo diferentes espécies na comunidade em homeostase.Como mencionado 

anteriormente, Streptococos são colonizadores precoces da cavidade oral e desempenham 

papéis fundamentais na moderação acidificação do biofilme, gerando, entre outras coisas, 

grandes quantidades de álcalis substratos salivares e alimentares(Abranches et al., 2018). 

Na cavidade oral, o biofilme é formado sobre uma camada de proteína chamada 

de película, que é formada por glicoproteínas salivares, fosfoproteínas, lipídeos e 

componentes do fluído gengival. A formação do biofilme na boca pode ser dividida em várias 

etapas, a primeira fase a formação da película e finalizando com a formação da placa 

madura (Fejerskov e Kidd, 2005; Thylstrup e Fejerskov, 2001). 

Atualmente, acredita-se que a maioria das infecções, particularmente crônicas 

com exacerbações, seja resultado da formação de biofilmeprincipalmente na presença de 

biomateriais. Deve-se enfatizar que a penetração de antibióticos e outros agentes 

antimicrobianos nas camadas mais profundas de um biofilme é dificultada, causando 

ineficáciaterapêutica. Os biofilmes desempenham um papel crescente na odontologia como 

resultado do uso cada vez mais amplo na prática odontológica de materiais implantáveis.Os 

biofilmes são produzidos na superfície dos dentes como placa dentária, nos seios para-

nasais, nas próteses e nos implantes dentários, constituindo um risco particular para 

pacientes severamente imunocomprometidos (Wróblewska et al., 2015) 

Muitos estudos já mostraram a presença de S.oraliscomo colonizadora inicial em 

amostras peri-implantares, ou relacionadas a implantes dentários(Bermejoet al., 2019, 

Sánchez et al., 2015, Ferreira Ribeiro et al., 2016, Doll et al., 2019) 

Para combater infecções associadas a implantes, há necessidade de novos 

materiais que inibam efetivamente a formação de biofilme bacteriano.Num estudo anterior, 
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as propriedades anti-adesivas da funcionalização da superfície de titânio com base no 

princípio "superfícies porosas com infusão de líquido escorregadio" (SLIPS) foram 

demonstradas e o mecanismo subjacente foi analisado. Com taxas de fluxo crescentes, a 

superfície exibiu uma redução significativa no biofilme anexado do colonizador inicial oral 

Streptococcus oralis e de um biofilme oral de várias espécies composto por S. oralis, 

Actinomyces naeslundii, Veillonella dispar e Porphyromonas gingivalis. Portanto, pode-se 

concluir que a capacidade do titânio com infusão de líquido de repelir os biofilmes de S. 

oralis deve-se principalmente ao enfraquecimento da adesão bacteriana à interface líquida 

subjacente(Doll et al., 2019). 

Estudos sobre a microbiota em torno de implantes dentários demonstraram que, 

quando as bactérias colonizam a fenda peri-implantar após a colocação do implante, as 

espécies dominantes são do gênero Streptococcus e os membros dos complexos amarelo e 

roxo, como Actinomyces spp., desenvolvendo a comunidade microbiológica. Da mesma 

forma, os microrganismos associados à superfície do implante em a presença de tecidos 

peri-implantares saudáveis são predominantemente cocos e bastonetes Gram-positivos. À 

medida que o biofilme amadurece, os membros dos complexos vermelho, laranja e verde 

colonizam.  As situações clínicas associadas à falha de implantes ou doenças peri-

implantares, existe predomínio de uma ou mais espécies complexas (Sánchez et al., 2015).  
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3 PROPOSIÇÃO 

O objetivo deste estudo foi de comparar a adesão inicial de Streptococcus oralis 

entre três superfícies de titânio: superfície usinada, superfície com microtopografia e 

superfície com nanotopografia em estudo in vitro.  
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4 MATERIAL E MÉTODOS. 

4.1 Aquisição dos discos de titânio e caracterização da superfície 

Os discos de titânio (10 mm x 2 mm) utilizadas nesse projeto foram produzidas e 

fornecidas pela empresa NEODENT (Curitiba, Paraná, Brasil). Três tipos de superfície de 

titânio foram estudadas: G1 – usinada; G2- microtopografia e G3 – nanotopografia. Os 

discos com microtopografia foram caracterizados em um processo de jateamento com 

partículas de óxido de alumínio, seguido de um procedimento de condicionamento ácido. 

Volumes idênticos de solução de H2SO4 e de H2O2 30% foram utilizados para obter a 

superfície com nanotopografia (Nanci, Wuest et al. 1998). O disco com maior grau de 

rugosidade foi o de microtopografia (Schwartz et al.,2012). O trabalho previamente 

conduzido por um dos colaboradores do presente estudo (prof. Dr. Humberto Osvaldo 

Schwartz Filho, professor do curso de mestrado em Implantodontia da UNISA) já estudou a 

caracterização da rugosidade, química e morfologia desses discos de titânio. 

A topografia dos discos foi feita no nível micrométrico usando interferômetro 

óptico (MicroXam; ADE Phase Shift Technology Inc., Tucson, EUA) e microscopia de força 

atômica (Dimension 3000 SPMTM, Digital Instruments, Santa Barbara, EUA) aavaliação da 

escala manométrica, Microscopia eletrônica de varredura (LEO 440 – Zeiss, Oberkochen, 

Alemanha) foi usadapara a avaliação da morfologia das superfícies. E aavaliação da 

química de superfície foi feita pela espectroscopia por energia dispersiva de raios X (EDX; 

LEO 440). Os resultados estão publicados no artigo: Schwartz-Filho HO, et al. Titanium 

surfaces with nanotopography modulate cytokine production in cultured human gingival 

fibroblasts. J BiomedMater Res A. 2012 Oct;100(10):2629-36. 

4.2 Estudo 

4.2.1 Micro-organismos utilizados e condições de cultivo 

Para esse estudo foi utilizada a espécie bacteriana Streptococcus oralis ATCC 

35037. Essa cepa foi rotineiramente cultivada em caldo BHI (Brain Heart Infusion - DifcoCo, 

Detroit, MI, USA) ou em BHI ágar (Difco). O crescimento foi feito em atmosfera de 10% CO2, 

à 37oC. 
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4.2.2 Meio de cultura e condições de crescimento.  

Foi utilizada para os estudos a bactéria S. oralis ATCC 35037. O crescimento e 

cultivo foram feitos em estufa de 5% de CO2, à 37 oC. As culturas de S. oralis foram feitas 

com meio BHI ágar. O meio de cultura para a 6 formação do biofilme é composto de caldo 

Brain Heart Infusion (BHI) 37g/L, Mucina 2,5g/L, NaHCO3 2g/L, Extrato de levedura g/L, 

Hemina 5µg/mL, Menadiona 5µg/mL e Cisteína 0,1g/mL.  

4.2.3 Reativação da bactéria 

Com todos os materiais já separados, adesão da S.oralis iniciou-se com a 

reativação de cultura de S. oralis em placa com meio BHI ágar. A cultura foi incubada por 18 

– 24 h em 5% CO2, a 37 °C.  

4.2.4 Coleta e tratamento da saliva 

Para a formação de biofilme, foi utilizada saliva humana estéril. Esse estudo teve 

aprovação do comitê de ética em humanos da FOP-UNICAMP, PROTOCOLO 

56790616.4.0000.5418 

A coleta de saliva foi realizada sempre pelo período da manhã. O doador usou 

creme dental contendo somente fluoreto de sódio na noite anterior e no dia da coleta da 

saliva; não usou soluções para bochecho e estava em jejum. Para auxílio na coleta mascou 

filme de parafina para estimulação da saliva, descartou os primeiros 5 mL e coletou cerca de 

35 mL em tubo esterilizado e armazenado no gelo.  

4.2.5 Preparo da solução de saliva 

Na saliva foi acrescentada numa proporção de 1:100 PMSF 0,1M e numa 

proporção de 1:1 (v/v) solução AB (KCl 50 mM, KHPO 4 1 mM, CaCl 2 1 mM, MgCl 2 0,1 

mM). Essa mistura foi centrifugada 10 min, à 4 o C, 3800 g. Coletou-se o sobrenadante e 

filtrou pelo filtro 0,22 µm à vácuo para esterilização da saliva.  
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4.2.6 Formação da película sobre os discos de HA 

Os discos previamente esterilizados e ancorados em aparatos metálicos na 

posição vertical foram colocados na placa de 24 poços. Em cada poço foi pipetado 3 mL da 

solução de saliva já filtrada deixando os discos totalmente submersos na saliva. Eles foram 

incubados na orbital shaker a 37 ºC, por 2 h a 60 rpm. Os discos foram removidos da 

solução de saliva, onde foi formada a película adquirida, ficando prontos para serem 

utilizados para o experimento de formação do biofilme.  

4.2.7Preparo do inóculo 

Com uma alça metálica, previamente aquecida a rubro, foram coletadas duas a 

três colônias de S. oralis crescidas em meio BHI ágar por 18 a 24 h. Colocamos essas 

colônias em tubo de vidro contendo 9 mL de BHI modificado sem mucina. O tubo foi agitado 

em vórtex e foi feita a leitura em um espectrofotômetro a 660 nm de comprimento de onda. 

O inóculo foi ajustado a um valor de absorbância de 0,1 (aproximadamente 1,0- 2,0 x 108 

UFC/mL).  

4.2.8 Preparo das placas de 24 poços 

Distribuímos 2,7 mL de meio BHI modificado com mucina em uma placa de 24 

poços. Acrescentamos em cada poço 300 µL do inóculo. Transferimos os discos com 

película adquirida de forma suave para não danificar a película. Incubamos a placa em 

estufa de CO2 por 24 h a fim de obter a camada de biofilme sobre os discos.  

4.2.9 Remoções do biofilme do corpo de prova 

Após 24 h de crescimento do biofilme, retiramos a placa da estufa. Com uma 

pinça estéril, cada corpo de prova foi imerso uma vez em solução de soro estéril para 

remoção de bactérias fracamente aderidas. Fizemos o procedimento de lavagem 

gentilmente para não romper o biofilme. Utilizamos placas de 24 poços contendo 3 mL de 

NaCl 0,9% para fazer esse procedimento. Transferimos esse corpo de prova para um tubo 

tipo Falcon contendo 5 mL de uma solução de soro estéril. Cada tubo de falcon foi agitado 

por 1 minuto e em seguida sonicado por mais 1 minuto (sonicador Vibra Cell 4- 4 oC, com 

5% de amplitude e 6 pulsos (9.9 s cada pulso e 5 s de intervalo);  
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4.2.10 Diluições 

Da suspensão contendo o biofilme, retiramos 10 μL e transferimos para um 

eppendorf contendo 990 μL de soro estéril (diluição 1:100). Dessa diluição, toma-se uma 

alíquota de 100 μL transferindo-a para outro eppendorf contendo 900 μL de soro estéril 

(diluição 1:1000). A cada repetição deste último processo, consegue-se uma diluição 10x 

maior. Fizemos três diluições: 1:100 = 10² , 1:1000 = 10³ e 1:10000 = 104  

4.2.11 Plaqueamento 

Coletamos 10 µL de cada diluição e levamos à placa de Petri com BHI Ágar. 

Com uma alça de vidro previamente flambada e resfriada, espalhamos a solução coletada 8 

sobre toda a superfície do Ágar. Este procedimento foi realizado para todas as diluições, 

flambando a alça de vidro entre cada amostra. Incubamos as placas de Petri nomeadas com 

a respectiva diluição contida em estufa de CO2 por 48 h, com o ágar voltado para cima.  

4.2.12 Contagem de colônias 

 Após completas as 48 h de incubação em estufa de CO2, retiramos as placas de 

Petri da estufa e escolhemos as placas que continham as melhores diluições para 

contagem, com pelo menos 20 colônias e até no máximo 300.  

4.2.13 Microscopia eletrônica de varredura (MEV)  

Para a visualização no MEV, os biofilmes dos discos foram metalizados. Para 

isso, as amostras foram lavadas em solução salina tamponada com fosfato (PBS, pH 7,2) e 

fixadas solução de glutaraldeído 2,5% PBS pH 7,2) por uma hora em temperatura ambiente. 

Após esse período, o fixador foi removido, os discos desidratados em concentrações 

crescentes de etanol (70%, 80%, 90%, 95%) e transferidos para álcool absoluto. Após a 

desidratação, os discos foram secos em temperatura ambiente overnight e receberam três 

ciclos de cobertura de ouro-paládio no metalizador com ouro a 50 mA por três minutos. Após 

a metalização os discos foram analisados no MEV (MEV - modelo JSM 5600LV, Jeol, 

Tóquio, Japão) em aumentos de 1.200, 2.500 e 4.000 vezes.  
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4.2.14 Extração de matriz extracelular de biofilme  

Após a formação do biofilme em discos de Ti por 24 h, a matriz extracelular do 

biofilme foi extraída conforme descrito anteriormente Aires et al. 2008. Depois de 24 h de 

crescimento do biofilme bacteriano, os discos foram removidos das placas e lavados 2 

vezes com solução de NaCl 0,9%. Cada disco foi transferido para um tubo Falcon contendo 

2 ml de solução salina e de biofilme formado, foi vortexado e sonicado. E dos tubos Falcon 

transferiu 800µL para outros tubos para a extração dos polissacarídeos. Com esse tubo foi 

centrifugado a 10000g por 5 minutos a 4º C e o sobrenadante contendo polissacarídeos 

extracelualares solúveis foi transferido 500µL para outro tubo nomeado de PECS e também 

adicionou 1,5mL de etanol 100%. Foi lavado o precipitado com 100µL de solução salina, 

centrifugado e descartado o sobrenadante. Para o precipitado, foi adicionado 400µL de 1M 

NaOH para extração de polissacarídeos insolúveis. O tubo foi vortexado, agitado por 15 

minutos, centrifugado e o sobrenadante foi transferido para 9 outro tubo nomeado de PECI. 

O precipitado foi lavado com 100 µL 1M NaOH, centrifugado e adicionado ao tubo PECI, e o 

sobrenadante foi adicionado 1,5 mL de etanol 100% gelado. O tubo contendo o precipitado 

residual, 400 µL 1M NaOH foi adicionado para a extração de polissacarídeos intracelulares. 

Esse tubo foi vortexado, aquecido a 100 ºC por 15 minutos, centrifugado e transferido o 

sobrenadante para outro tubo nomeado de PIC. O precipitado foi lavado e o PIC foi 

recuperado como descrito na extração do PECI. Os tubos contendo etanol 100% gelado 

mais PECS, PECI ou PIC foram mantidos no freezer por no mínimo 30 minutos antes da 

quantificação de polissacarídeos.  

4.2.15 Quantificação de Polissacarídeos na matriz extracelular do biofilme  

Tubos com 100% de etanol e PECS, PECI ou PIC, foram centrifugados e 

lavados com etanol 75% duas vezes. A quantificação de polissacarídeos totais foi utilizada a 

técnica do fenol-sulfúrico utilizando a glicose como padrão (DuBois M 1956). Foram 

preparados 2 tubos para cada ponto da curva e realizado uma leitura à 490nm. 
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Tabela 1 –Curva de calibração para quantificação de Polissacarídeos – Técnica Fenol-Sulfúrico 

Curva de Calibração 

Água (µl) 200 196,90 193,75 188 175 150 100 50 0 

Padrão glicose 400 µg/ml 
(µl) 

- 3,12 6,24 12,5 25 50 100 150 200 

Quantidade de glicose 
(µg) 

0 1,25 2,50 5 10 20 40 60 80 

Fenol 5% (µl) 200 200 200 200 200 200 200 200 200 

H2SO4 (µl) 1000 1000 1000 1000 1000 1000 1000 1000 1000 

 

 

 

  



28 
 

5 RESULTADOS 

A avaliação da adesão bacteriana foi realizada por contagem das células, por 

quantificação de polissacarídeos de matriz extracelular e por MEV. Na figura 1, estão 

expostas a média e desvio padrão de UFC/mL das células bacterianas aderidas aos discos. 

Não houve diferença entre os grupos A (usinado), B (microtopografia) e C (com 

nanotopografia) (p>0,05; ANOVA). Os dados foram comparados utilizando ANOVA e Tukey. 

Os valores de média e desvio padrão para a contagem de colônias foram (em unidades 

formadoras de colônia por mL - UFC/m L, figura 1): Grupo A- 1,64x106 (4,10x105), Grupo B- 

1,96x106 (4,61x105) e Grupo C 1,56x106 (6,23x105).  

 

Figura 1 - Média e desvio padrão do logaritmo de UFC/mL 

para os grupos A (usinado), B (microtopografia) 

e C (nanotopografia). Não foi encontrada 

diferença entre os grupos (p>0,05, ANOVA) 

 

Em relação à produção de polissacarídeos, não foi possível quantificar os 

polissacarídeos totais pela metodologia do fenol sulfúrico. Como houve baixa produção de 

biofilme, provavelmente houve baixa produção desses polissacarídeos, principalmente os da 

matriz extracelular. Portanto, a produção foi abaixo do limite de detecção do método 

empregado para a quantificação.  

As imagens de microscopia de varredura (MEV) mostraram uma adesão inicial 

de S. oralis, com a presença única dos estreptococos distribuída por toda a superfície do 

titânio. Foi possível observar também pouca presença de matriz extracelular, o que 

demonstra uma formação de biofilme em estágio inicial. A Figura 2 representa a adesão de 

S. oralis nas superfícies de titânio.  
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Figura 2. Imagens da adesão de S.oralis sobre as superfícies de titânio para os grupos A (usinado), B 

(microtopografia) e C (nanotopografia). Aumento de 4000 vezes. 
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6 DISCUSSÃO 

Diferentes superfícies de implante têm sido testadas para aumentar a taxa e o 

grau de osseointegração; a modificação das micro e nano-topografias parecem estimular a 

atividade osteoblástica, formação de matriz extracelular e mineralização óssea (Gutwein e 

Webster, 2004; Thakral et al., 2014). As superfícies de titânio com nanotopografia utilizada 

no estudo foram estudadas previamente a fim de avaliar sua capacidade de osteogênese e 

de osseointegração, apresentando bons resultados (Schwartz-Filho, et al. 2012). No 

entanto, ainda é desconhecido se a topografia da superfície pode interferir também na 

adesão microbiana. No presente estudo, pode-se observar que a nanotopografia não 

influenciou na adesão inicial de S. oralis.  

O estudo pretendia avaliar a formação de biofilme em um período de 24 horas. 

De acordo com os resultados encontrados na quantificação de biofilme por contagem de 

colônias, quantificação de polissacarídeos e por microscopia eletrônica de varredura, o perfil 

de colonização bacteriana não foi diferente entre as superfícies. Esses resultados 

demonstram que nem topografia das superfícies e nem a diferença de rugosidade entre eles 

influenciou de forma relevante a colonização bacteriana. Outros estudos também tiveram 

como objetivo examinar a formação de biofilme e os resultados foram semelhantes nas 

diferentes superfícies (Schmidlin et al., 2013).  

A produção de polissacarídeos não foi possível ser quantificada pela 

metodologia do fenol sulfúrico. Houve baixa produção de biofilme, caracterizando uma 

adesão inicial da bactéria às superfícies. Dessa forma, houve baixa produção de 

polissacarídeos, principalmente os da matriz extracelular do biofilme. Portanto, a produção 

deve ter sido abaixo do limite de detecção do método empregado para a quantificação. Isso 

pode ser comprovado pelas imagens de microscopia de varredura (MEV) que mostraram a 

adesão inicial de S. oralis, com a presença de estreptococos distribuídos pelas diferentes 

superfícies do titânio. Foi observada também pouca presença de matriz extracelular, 

característico da formação de um biofilme em estágio inicial (estágio inicial de adesão 

bacteriana). As superfícies aqui estudadas já foram caracterizadas quanto à rugosidade e 

quanto a sua topografia.  

A superfície com microtopografia apresentou maior rugosidade (média e desvio 

padrão de Sa = 0,57 ± 00,5 µm) do que os grupos nano (0,27 ± 00,7) e usinado (0,28 ± 00,2) 

(Schwartz et al., 2012). No entanto, apesar da diferença de rugosidade ser significativa, a 

colonização bacteriana apresentou-se muito semelhante. Ainda não está bem estabelecida 

na literatura científica em qual proporção a rugosidade pode interferir na adesão bacteriana. 
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Na literatura científica ainda não há uma confirmação da proporção que a rugosidade pode 

interferir na adesão bacteriana. Há estudos que apresentaram direta relação entre o 

aumento da rugosidade-topografia e a adesão microbiana (Al-Ahmad et al., 2013; Dorkhan 

et al.,2011; Frojd et al., 2011; Burguers et al., 2009; Subramani et al., 2009; Telgheus et 

al.,2006; Nakazato et al., 1997; Rimondini et al., 1997; Quyrinen e Bollen, 1995). Porém, 

outros estudos apresentaram resultados semelhantes aos do presente estudo, onde foram 

encontrados que em superfícies com rugosidade inferior a 1,0 micrometro (Grobner-

Schreiber et al.,2001; Frojd et al., 2011b; Al-Ahmad et al., 2010) não interferiram na adesão 

bacteriana, contrapondo a relação direta entre rugosidade e adesão microbiana. Assim 

como os estudos de Lin et al., em 2011, que trabalharam com superfície superior a 1 

micrometro.  

Outro estudo também que apresentou resultados semelhantes ao do presente 

estudo, onde a adesão bacteriana inicial em diferentes superfícies ao titânio não obteve 

resultados com diferenças significantes (Ribeiro et al., 2016). 

Estudos compararam a formação de biofilme em implantes dentários inteiros de 

titânio com diferentes microtopografias de superfície. Um modelo de biofilme multiespécie in 

vitro consistindo de colonizadores inicial (Streptococcus oralis e Actinomyces naeslundii), 

precoce (Veillonella parvula), secundário (Fusobacterium nucleatum) e tardio 

(Porphyromonas gingivalis e Aggregatibacter actinomycetemcomitans). Os biofilmes 

resultantes foram estudados com Microscopia Confocal de Varredura a Laser (CLSM) e 

Microscópio Eletrônico de Varredura. Diferente do presente estudo, os implantes com 

superfícies de rugosidade moderada acumularam mais biomassa bacteriana e número 

significativamente maior de bactérias patogênicas (F. nucleatum e A. 

actinomycetemcomitans), quando comparados a implantes com superfícies de rugosidade 

mínima, dentro de uma estrutura de biofilme semelhante (Bermejo et al., 2019). 

Outro trabalho que utilizou a bactéria S.oralis foi o de Sánchez em 2015, avaliou 

in vitro o desenvolvimento de um modelo complexo de biofilme em superfícies de implantes 

de titânio e zircônio e compará-lo com o mesmo biofilme formado na superfície de 

hidroxiapatita. Diferentes superfícies, no entanto, demonstraram diferenças tanto na 

espessura, na deposição da matriz polissacarídica extracelular quanto na organização das 

células bacterianas.Enquanto a formação e dinâmica de um modelo de biofilme in vitro foi 

semelhante, independentemente da superfície de inoculação (hidroxiapatita, titânio ou 

zircônio), Diferente do trabalho realizado no presente estudo, houve diferenças significativas 

em relação à espessura do biofilme e à estrutura tridimensional (Sánchez et al, 2015) 
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3 CONCLUSÃO 

Em resumo concluímos que apesar de a hipótese do estudo ser a de que as 

superfícies com superfície lisa (usinado) e com nanotopografia apresentariam uma menor 

adesão microbiana do que os discos com microtopografia, a mesma não foi confirmada. 

Todos os discos apresentaram resultados semelhantes em relação à adesão de S. oralis, 

independentemente do tipo de superfície e da diferença de rugosidade dos mesmos. 
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