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RESUMEN 

INTRODUCCIÓN: La Técnica de Endodoncia No Instrumentada (NIET) es una alternativa para el 

tratamiento de dientes primarios con necrosis pulpar y lesiones periapicales. Consiste en colocar una 

pasta antibiótica en el piso de la cámara pulpar. El CTZ es una pasta que se realiza a partir de cápsulas 

de cloranfenicol y tetraciclina, añadiendo óxido de zinc sin endurecedor y eugenol. Se han encontrado 

manuales de procedimientos que indican que el CTZ debe almacenarse en un frasco ámbar, con 

caducidad de dos semanas. 

OBJETIVO: Evaluar la actividad antibacteriana del compuesto CTZ en función del tiempo de 

almacenamiento y su exposición a la luz ambiental durante un periodo de 4 meses a partir de su 

preparación mediante un estudio in vitro.  

MATERIAL Y MÉTODOS: Se preparó el CTZ con la proporción 1:1:2 de cloranfenicol, tetraciclina y 

óxido de zinc; colocando la mitad en un frasco ámbar y la otra mitad en uno transparente. Se realizaron 

pruebas de inhibición bacteriana mediante exposición directa cada 2 semanas durante 16 semanas del 

CTZ con eugenol en los microorganismos: Pseudomonas aeruginosa, Staphylococcus aureus, 

Enterococcus faecalis y Escherichia coli (0,5 McFarland). Se midieron las zonas de inhibición después de 

48 horas de incubación a 37°C; fueron utilizados controles positivos y negativos. Se aplicó ANOVA de 

Una Vía (P<0.05). 

RESULTADOS: Los valores de inhibición-bacteriana del CTZ (mm) al inicio del estudio (I) y después de 

16 semanas (16s) de almacenamiento tanto en frasco ámbar (a) como en transparente (t): 

Pseudomonas aeruginosa I= (29.61 ± 0.79), 16 s-a= (29.03 ± 0.59) y 16 s-t= (29.39 ± 0.52); 

Staphylococcus aureus I= (36.05 ± 2.30), 16 s-a= (34.94 ± 1.18) y 16 s-t= (35.04 ± 1.45); Enterococcus 

faecalis I= (29.97 ± 0.59), 16 s-a= (39.82 ± 0.64) y 16 s-t= (29.42 ± 0.68); Escherichia coli I= (28.77 ± 

0.43), 16 s-a= (28.66 ± 0.57) y 16 s-t= (29.01 ± 0.68). En el análisis estadístico realizado se observó 

diferencia significativa en las cuatro especies bacterianas (P= <0.0001), por lo cual se decidió realizar 

contrastes post-hoc de comparación múltiple (Dunnett, Sidak y Tukey). Se observaron diferencias 

significativas en las comparaciones múltiples de algunos grupos. 

CONCLUSIONES: El compuesto CTZ puede almacenarse en frascos de vidrio transparente durante un 

periodo de 4 meses con seguridad que el efecto antibacteriano será el mismo que el CTZ preparado en 

el momento operatorio. El compuesto CTZ tuvo mayor efecto antibacteriano contra cocos Gram-

positivos aerobios y anaerobios facultativos (S. aureus, E. faecalis). Es importante preparar el CTZ de 

acuerdo a las proporciones mencionadas por Costa y cols. considerando la fecha de caducidad de los 

componentes.  

PALABRAS CLAVE 

Necrosis pulpar, dientes primarios, pasta antibiótica, NIET, LSTR.  
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INTRODUCCIÓN 

Uno de los propósitos de la odontología pediátrica es la preservación de los dientes primarios en 

buenas condiciones hasta su exfoliación, ya que realizan funciones importantes como la estética, 

fonación y morfología (1). Con frecuencia, los traumatismos dentales y lesiones extensas de caries 

afectan la pulpa de los dientes primarios, haciendo que el mantenimiento de éstos en la boca dependa 

del tratamiento pulpar (2). 

La pulpectomía es una opción para el tratamiento de dientes primarios afectados severamente. La 

pulpectomía consiste en la limpieza mecánica del canal radicular seguido de la obturación de los 

canales radiculares con un material biocompatible, radiopaco y reabsorbible (3). Se sabe que la elección 

de un material de sellado endodóncico podría ser guiado principalmente por sus propiedades 

biológicas, así como la ausencia de sintomatología, reducción o estabilización de lesión periapical (4). 

Los materiales de obturación más empleados para dientes primarios son el óxido de zinc y eugenol 

(ZOE), hidróxido de calcio y pasta yodoformada, entre otras (5). 

El tratamiento de pulpectomía en dentición primaria tiene algunas dificultades, tales como la curvatura 

de las raíces de los molares, complejidad de los conductos y resorción fisiológica (6), además de estas 

dificultades está la infección de origen polimicrobiano (7). Por estas razones, la limpieza química y 

mecánica de los conductos requiere la reducción o eliminación de las bacterias con irrigantes 

antimicrobianos y, especialmente, con un material obturador antimicrobiano con amplio espectro, 

buena difusión y reabsorción (2). 

En la Escuela de Odontología en la Universidad de Niigata se ha desarrollado el concepto de “Terapia de 

Esterilización de la lesión y Reparación Tisular” (LSTR por sus siglas en inglés) que emplea el uso de 

una mezcla de fármacos antibióticos para la desinfección de lesiones orales, incluyendo las lesiones 

dentinarias, pulpares y periapicales. Esta terapia, aparentemente depende de la eliminación de 

bacterias del sistema de canal radicular y no de los procedimientos mecánicos (8). La LSTR se 

acompaña de la Técnica de Endodoncia No Instrumentada (NIET por sus siglas en inglés) que consiste 

en la colocación de una pasta a base de componentes antimicrobianos unidos a un vehículo que se 

colocarán en la entrada de cada canal radicular. Los medicamentos que se utilizan comúnmente en la 

NIET son: tetraciclinas, metronidazol y/o ciprofloxacino, además de emplear un vehículo como el 

macrogol, propilenglicol y/o eugenol. Las pastas CTZ y 3Mix son las más conocidas para esta técnica (9). 

La pasta CTZ se conforma de cloranfenicol, tetraciclina, óxido de zinc y eugenol. Es empleada en la 

técnica de endodoncia no instrumentada en dientes primarios con necrosis pulpar, la cual ha sido 

enseñada en cursos de especialización en odontopediatría en Brasil para el tratamiento de caries severa 

de la infancia (10).  La técnica que utiliza la pasta CTZ se puede realizar en sólo una sesión debido a sus 

propiedades antibacterianas. Promueve la estabilización de la reabsorción ósea y no causa sensibilidad 
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en los tejidos (11). Además, no exige limpieza mecánica de los canales radiculares antes o después de la 

desinfección, lo cual es una ventaja en el tratamiento de los pacientes no colaboradores (12). 

Aunque desde 1964 fue sugerido por Cappiello el uso de la pasta CTZ y se realizaron estudios 

comprobando su éxito (10,13–16), no existen investigaciones recientes sobre eficacia de la pasta 

después de su elaboración con relación al tiempo y tipo de almacenamiento. 

El objetivo de este estudio es evaluar la efectividad antibacteriana del CTZ en función del tiempo de 

almacenamiento y su exposición a la luz ambiental, mediante un estudio in vitro con las siguientes 

especies bacterianas: Pseudomonas aeruginosa, Staphylococcus aureus, Enterococcus faecalis y 

Escherichia coli. 
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CAPÍ TULO 1 

1. MARCO TEÓRICO 

1.1. DENTICIÓN PRIMARIA 

Al igual que en los mamíferos, la especie humana es bifiodonta, lo que significa que tiene dos 

denticiones completas en diferentes etapas de su vida; primaria y permanente. La dentición primaria, 

conformada por 20 dientes, comienza su formación entre la sexta y octava semana de vida intrauterina, 

los dientes erupcionan a la cavidad oral entre los 6 meses y los 2,5 años de edad (17).  La mandíbula y el 

maxilar continúan su crecimiento para tener espacio suficiente para la dentición permanente que 

comienza a los 6 años aproximadamente con la erupción de los primeros molares permanentes, tanto 

inferiores como superiores. Entre la edad de 6 y 12 años, los niños comienzan a tener dentición mixta. A 

la edad de 12 años la mayoría tiene la dentición permanente completa con 28 dientes, excepto por los 

terceros molares (18).  

Tanto los dientes permanentes como los deciduos tienen un desarrollo que involucra procesos 

biológicos dentro de un ciclo vital. En los dientes primarios, este ciclo es corto y su duración depende 

de cada tipo de grupo dentario: comienza desde la formación embriológica de la lámina dentaria, se 

desarrolla en cada fase de crecimiento, tiempo después los dientes erupcionan en la cavidad bucal, la 

formación continua hasta tener las raíces completas para pasar al periodo de envejecimiento, el cual 

involucra reabsorción fisiológica de las raíces hasta que llega el momento de la exfoliación del diente 

(19). 

1.1.1. DIFERENCIAS MORFOLÓGICAS ENTRE DENTICIÓN PRIMARIA Y PERMANENTE 

La morfología de la dentición primaria es diferente a la dentición permanente en muchos aspectos, no 

únicamente en el tamaño de la corona y  las raíces. Los dientes primarios se distinguen de los dientes 

permanentes por los caracteres de la dentición, que son un conjunto de rasgos diferenciadores que 

resultan de la comparación de ambas denticiones. Estos rasgos pueden dividirse en coronales, 

radiculares, histológicos y pulpares (17). 

 Características coronales 

En los dientes primarios las superficies oclusales en sentido vestibulolingual son más estrechas que en 

los dientes permanentes. La corona es más corta en relación a la raíz. Los molares primarios tienen una 

apariencia engrosada debido a que el diámetro mesiodistal es mayor en relación con la altura de la 

corona. Tiene superficies linguales y labiales abultadas en los dientes anteriores y crestas 
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vestibulocervicales en las caras vestibulares de los molares, seguida de una constricción en la línea 

cervical. En esta dentición existen puntos de contacto más amplias y planas, por lo que se llaman “áreas 

de contacto” (17). 

 Características radiculares 

Las raíces de los dientes primarios, a diferencia de los temporales, no tienen tronco radicular, esto 

significa que aparecen inmediatamente debajo de las coronas. Generalmente las raíces tienen una 

relación con el germen de su diente permanente sucesor, por lo que los molares tienen las raíces 

divergentes (17). 

 Características histológicas 

Los tejidos mineralizados de los dientes primarios tienen diferentes características a las encontradas 

en los dientes permanentes: el esmalte de los primarios tiene menor grosor y tiene menor grado de 

calcificación; la dentina tiene menor espesor. La extensión de los prismas del esmalte en los dientes 

primarios también difiere de los dientes permanentes, ya que en los primeros se extienden en dirección 

coronal, y los segundos hacia cervical. Los dientes temporales son más propensos a la progresión 

rápida de infecciones por las características de los tejidos duros y por la proximidad de la cámara 

pulpar a la superficie oclusal. Tienen menor sensibilidad dentinaria. La pulpa en dientes primarios es 

altamente vascularizada y tiene una capa de fibras reticulares y de colágeno en la pulpa coronal. Las 

fibras nerviosas de los dientes primarios terminan en el área odontoblástica, mientras que en los 

dientes permanentes se extienden hasta la predentina. Los tejidos nerviosos de la pulpa son los últimos 

en formarse durante el desarrollo de la pulpa y son los primeros en degenerarse cuando comienza la 

rizólisis (17,20). 

 Características pulpares 

El tamaño de la cámara pulpar es más amplia comparada con los dientes permanentes y los cuernos 

pulpares están más cerca de la superficie oclusal con mayor prominencia del cuerno mesiovestibular. 

Los conductos radiculares, conductos accesorios y forámenes en los molares primarios tienen diversas 

irregularidades de forma y número (17,19,20). 

1.1.2. ANATOMÍA INTERNA DE LOS DIENTES PRIMARIOS 

La cavidad pulpar es el espacio que aloja la pulpa dental y que está rodeada de dentina. Dado que la 

aposición de dentina a lo largo de la vida del diente es continua, la cámara pulpar y conductos 

radiculares cambian su tamaño y forma a través del tiempo: la cámara pulpar de un diente que ha 

erupcionado recientemente tiene mayor volumen y sus cuernos pulpares están bien definidos debajo 

de las cúspides; conforme pasa el tiempo, la cavidad pulpar disminuye su tamaño debido a la aposición 
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de dentina que es mayor en el techo y piso de la cámara pulpar, a diferencia de las paredes, que es 

menor (21).  

Los cambios fisiológicos, dentinopulpares y estructurales que suponen la aposición de dentina en la 

etapa posteruptiva del diente abarcan tres etapas definidas (22): 

1) Etapa desde la erupción hasta la formación completa de la raíz. El complejo dentinopulpar es 

altamente vascularizado y su actividad dentinogénica es elevada. Se forma el ápice y la dentina 

se deposita en toda la luz del conducto radicular (21,22). 

2) Etapa en que la raíz está completa, antes del comienzo de la rizólisis. El órgano dentinopulpar es 

más propensa a la formación de dentina frente a agresiones debido a la similitud con la pulpa 

de dientes permanentes jóvenes (22). 

3) Etapa en que comienza la rizólisis. El complejo inicia una etapa de regresión, por lo cual 

disminuyen la vascularización y el número de células. Los odontoclastos fagocitan la dentina y 

destruyen el cemento de la raíz, haciendo que paulatinamente el ápice radicular sea más ancho 

(21,22). 

 Cámara pulpar 

El piso de la cámara pulpar de los dientes primarios es muy delgado. En la furca de los molares hay 

presencia de foraminas accesorias y/o canales accesorios que pueden ser el resultado de un fracaso en 

la formación de la vaina epitelial de Hertwigh durante la odontogénesis, en donde vasos sanguíneos 

persistentes alcanzan a la pulpa y al final dan como resultado la conexión de la pulpa con los tejidos 

periodontales (23). Estas características anatómicas pueden explicar las áreas de rarefacción ósea en la 

furca en los molares temporales de dientes con necrosis pulpar y consecuente infección periodontal 

(19). 

 Conductos radiculares 

Las raíces de los dientes primarios terminan su formación de 16 a 20 meses después de la erupción. En 

tres años aproximadamente, las raíces comienzan la resorción fisiológica en el ápice o en una superficie 

lateral cerca del ápice debido a su próxima exfoliación (24). 

Los canales radiculares en los dientes anteriores tienen pocas irregularidades y son más simples, lo 

cual significa que se pueden manipular fácilmente en la terapia de conductos. En contraste, los 

conductos de los molares son más complejos: debido a que las raíces son divergentes en el sentido 

apical, los conductos también presentan esta forma; además de ser estrechos y largos, tienen forma de 

reloj de arena; tienen múltiples canales colaterales, intercanales y canales recurrentes; las resorciones 

externas por rizólisis (19,20,22). 
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1.1.3. IMPORTANCIA DE LA PRESERVACIÓN DE LA DENTICIÓN PRIMARIA 

La dentición primaria es importante para el desarrollo de los niños y tiene numerosas funciones, las 

cuales consisten en el la preparación y asimilación de los alimentos para su digestión, fonación, 

estimulación del crecimiento de la mandíbula, estética y mantenedor de espacio para los dientes 

permanentes (6). 

La pérdida prematura de molares e incisivos primarios es principalmente atribuida a caries, seguida de 

los traumatismos. La causa de pérdida prematura de incisivos laterales y caninos se relacionan con 

reabsorción prematura de las raíces (25). Las consecuencias de la pérdida prematura son disminución 

de la longitud de arco, espacio insuficiente para la erupción de dientes permanentes, erupción ectópica 

o premolares impactados, mesialización del diente adyacente al molar perdido, extrusión del 

permanente antagonista, desviación de la línea media con posibilidad de mordida cruzada y desarrollo 

de hábitos linguales (26). 

Debido a los altos índices de caries, la mínima invasión y la preservación de los dientes primarios con 

diferentes opciones de tratamiento debe ser el objetivo principal en la terapéutica de dientes con 

lesiones de caries, siempre y cuando el diente permanente no erupcione dentro de los siguientes 12 

meses. Además de la preservación, es importante el tratamiento oportuno de las infecciones de los 

molares primarios, tanto pulpares como perirradiculares, ya que su progresión puede afectar el germen 

del diente permanente sucesor y las estructuras circundantes. Los efectos adversos de la progresión de 

lesiones perirradiculares son: hipoplasia del esmalte, cese del desarrollo radicular, alteraciones de 

posición y dientes arrestados (27–29).  

1.2. PATOLOGÍA PULPAR Y LESIONES PERIODONTALES 

1.2.1. TEJIDOS PULPARES Y PERIODONTALES 

La pulpa es un tejido conjuntivo blando ricamente vascularizado e inervado compuesto por células, 

sustancia intercelular, fibras reticulares y de colágeno. Está delimitado por un entorno inextensible 

como es la dentina, con una circulación sanguínea terminal y con una zona de acceso circulatorio de 

pequeño calibre en el periápice (19,20,30).  

La pulpa, que es muy activa biológicamente, desempeña funciones durante todo el ciclo de vida del 

diente. Posee capacidad de formación de dentina, nutrición de la dentina a través de los odontoblastos, 

defensa ante agresiones, y función sensorial mediante las fibras nerviosas. Histológicamente la pulpa se 

divide en cuatro zonas diferentes: zona odontoblástica que se encuentra en la periferia pulpar; zona 

acelular o zona de Weil, está debajo de los odontoblastos y es muy evidente en la pulpa coronaria; zona 

rica en células, se encuentra adyacente a la zona acelular y la constituyen fibroblastos y células 
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mesenquimales indiferenciadas; y zona central que se caracteriza por la presencia de los vasos y 

nervios más grandes (20,21). 

Cuando la pulpa de un diente primario es joven o está en proceso de rizogénesis predominan los grupos 

celulares, mientras que en los dientes donde se está llevando a cabo la rizólisis  disminuyen las células, 

especialmente de los odontoblastos (20). 

El periodonto es el conjunto de tejidos que dan soporte a los dientes y además los protegen. Tiene como 

función principal insertar el diente en el tejido óseo y mantener íntegramente la mucosa bucal. Está 

dividido en periodonto de protección (encía libre, encía papilar y encía insertada) y de soporte 

(ligamento periodontal, cemento radicular y hueso alveolar) (31). 

El periodonto en la primera dentición es diferente al de la dentición permanente en varios aspectos. En 

primer lugar, la encía de la dentición primaria es más rojiza que la de la dentición permanente debido a 

que tiene mayor vascularización, además es más laxa y carece de puntilleo. Por otra parte, el ligamento 

periodontal en niños son más amplios y con densidad menor de fibras. El hueso alveolar es menos 

trabeculado y calcificado, tiene más espacios medulares, mayor irrigación sanguínea y drenaje linfático 

(32).  

1.2.2. ETIOLOGÍA DE LAS ENFERMEDADES QUE AFECTAN LA PULPA Y EL 

PERIODONTO 

La afectación pulpar tiene etiología diversa. Las infecciones producidas por microorganismos 

anaerobios y bacterias Gram-negativas son una de las causas más importantes que pueden afectar la 

pulpa. Las caries, fisuras o fracturas y los defectos del desarrollo dentario son las causas más frecuentes 

de infección a través de la corona; los traumatismos, tanto agudos (las luxaciones, fisuras y fracturas) 

como iatrogénicos (preparación de cavidades o tallados dentarios); cambios bruscos de temperatura 

con generación de calor; el uso de instrumental rotatorio sin refrigeración adecuada; las restauraciones 

metálicas extensas que transmiten intensamente los cambios de temperatura, sobre todo el frío; la 

toxicidad de los materiales de obturación que cada vez es menor debido a la biocompatibilidad que 

alcanzan y cuando se produce daño pulpar por los materiales de obturación es debido a un mal sellado 

o a la filtración marginal (30). 

En cuanto a las enfermedades perirradiculares, la etiología principal son los traumatismos dentarios 

que involucran la corona y/o la raíz del diente. Además, la pulpitis y la necrosis pulpar son los 

principales factores desencadenantes de lesiones perirradiculares (30). 

Dadas las características morfológicas diferentes de los dientes primarios y los permanentes es 

predecible que los procesos pulpares y periapicales también difieran: en los dientes primarios, la pulpa 

responde con mayor rapidez a la caries dental que en los dientes permanentes (33). La respuesta 
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sensitiva que es desencadenada por un proceso inflamatorio en un diente temporal, es menor que en 

uno permanente, por lo cual los niños pueden sufrir una enfermedad pulpar grave sin presentar dolor. 

Se ha comprobado que esto sucede porque el número de terminaciones nerviosas disminuye cuando se 

acerca la exfoliación de los dientes primarios (34). En el caso del periodonto, se ha reportado que a 

nivel molecular es fácilmente reabsorbible porque contiene más sialoproteinas y osteoproteínas que 

facilitan la unión de odontoclastos (35). 

La respuesta defensiva de la pulpa ante agresiones se puede llevar a cabo de dos formas dependiendo la 

intensidad del estímulo: cuando es ligera existe formación de dentina reparadora por parte de los 

odontoblastos; en cambio, cuando el estímulo es más agresivo, las células de defensa actúan 

desencadenando procesos inflamatorios en la pulpa (pulpitis) como quimiotaxis de neutrófilos, 

fagocitosis, liberación de encimas lisosómicas y vasodilatación (20,21). Al incrementar la vasodilatación 

hay acumulación de líquido en el espacio intersticial, tomando en consideración que la pulpa se 

encuentra rodeada de dentina en un espacio inflexible y carece de circulación colateral, la presión de la 

pulpa dental incrementa de 5 a 14 mmHg hasta 35 mmHg, en donde el daño pulpar es irreversible por 

el colapso de vasos y muerte celular. El aumento de la presión pulpar comprime las terminaciones 

nerviosas, originando así el dolor característico en la sintomatología de la pulpitis (30,36). 

Cuando hay una respuesta pulpar ante agresiones, la intensidad de ésta varía desde una lesión mínima 

hasta daños irreversibles como pulpitis que progresa a necrosis pulpar. Por lo general, la necrosis 

desencadena enfermedades del periodonto que afectan principalmente la zona inter-radicular, seguido 

de la zona periapical (20,37). 

1.2.3. DIAGNÓSTICO Y CLASIFICACIÓN DE ENFERMEDADES PULPARES Y 

PERIRRADICULARES 

El éxito de un tratamiento pulpar depende en gran parte de la evaluación preoperatoria precisa del 

estado de la pulpa. Sin embargo, dar un diagnóstico certero presenta ciertas dificultades en la dentición 

temporal. Una de estas complicaciones es que los niños no pueden dar detalles precisos de sus 

síntomas. Las pruebas de sensibilidad pulpar no se deben realizar en molares primarios, ya que su 

respuesta a los estímulos puede carecer de precisión (37). 

Las características clínicas y radiográficas del diente afectado no siempre coinciden con las condiciones 

histopatológicas y bacteriológicas de la pulpa. Por otra parte, es posible saber si la pulpa dentaria puede 

ser tratada, para lo cual es necesario realizar la historia clínica del paciente e historia del dolor, seguida 

de examinación visual de lesiones cariosas y palpación del periodonto asociado y de los tejidos blandos 

cercanos a la zona. Es importante determinar si existe movilidad y el grado que presenta. En el examen 

radiográfico deben observarse las zonas peri e interradiculares, el espacio del ligamento periodontal y 

el desarrollo del diente sucesor (19,20,22,26). 
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Se puede determinar que un diente está pasando por un episodio de pulpitis cuando se presentan los 

siguientes síntomas (38): 

 Historia de dolor severo, espontáneo y nocturno. 

 Dolor a la masticación. 

 La necesidad de analgésicos para controlar el dolor. 

 Caries extensa. 

 Presencia de absceso intraoral o extraoral. 

Distintos autores han clasificado las enfermedades pulpares y periapicales de diversas maneras: 

 Basadas en la extensión del daño pulpar (39). 

1. Pulpitis 

a. Pulpitis irreversible 

b. Pulpitis reversible 

i. Pulpitis hiperplásica 

ii. Reabsorción interna 

2. Degeneración pulpar, calcificación pulpar 

3. Necrosis 

 Basado en la terapéutica pulpar (22). 

1. Exposición pulpar asintomática 

2. Pulpitis clínica 

3. Necrosis pulpar 

 Basado en la condición pulpar (40). 

1. Pulpa normal 

2. Hipersensibilidad dentinaria 

3. Pulpitis reversible 

a. Sin lesión periodontal 

b. Con lesión periodontal 

4. Pulpitis irreversible 

a. Sin lesión periodontal 

b. Con lesión periodontal 

Con fines descriptivos se menciona una clasificación basada en los cambios histológicos y las 

características clínicas de las enfermedades pulpares y  lesiones periodontales (41).  
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1.2.3.1. Enfermedades pulpares 

 Hipersensibilidad dentinaria 

Aparentemente no hay cambios histológicos. El paciente presenta dolor con estímulos térmicos, 

mecánicos, táctiles u osmóticos. Está asociada a dentina expuesta. El dolor es agudo, consiste en una 

respuesta exagerada del complejo dentinopulpar y desaparece cuando se retira el estímulo (40,41). 

Los dientes primarios son menos sensibles a los estímulos debido a dos razones principales: el número 

y distribución de las fibras nerviosas y la degeneración nerviosa al comenzar la rizólisis (22). 

 Pulpitis reversible 

La pulpa se encuentra vital e inflamada. Tiene capacidad de repararse una vez que se elimine el factor 

irritante (30). 

Tiene por etiología la caries dental y procedimientos operatorios. El paciente responde ante estímulos 

térmicos y osmóticos (al consumir alimentos con azúcar) que desaparecen una vez que el factor 

irritante es eliminado (40). El dolor asociado con la pulpitis reversible es agudo, transitorio y 

provocado: permanece cuando se coloca el estímulo y disminuye cuando se remueve (20). 

No existen cambios radiográficos evidentes en la región periapical (41). 

 Pulpitis irreversible 

La pulpitis irreversible es el resultado de la progresión de una pulpitis reversible. La pulpa se 

encuentra vital e inflamada, pero no tiene capacidad de recuperarse aunque se eliminen los factores de 

agresión. El dolor es agudo, punzante y persiste por un tiempo prolongado después de que el estímulo 

se ha retirado, incluso puede ser espontáneo. Cuando los tejidos periapicales están involucrados, hay 

dolor a la percusión (41). Los cambios de temperatura y de presión agravan el cuadro clínico (20,30).  

 Necrosis pulpar 

La pulpa cesa su actividad metabólica y vital. El tejido conjuntivo pulpar sufre una descomposición 

séptica o aséptica, por consiguiente hay destrucción de los vasos sanguíneos y linfáticos que nutren las 

células. Las fibras nerviosas son las últimas en degenerarse (21,42). 

La progresión de la pulpa hacia la necrosis se da de la siguiente manera: la falta de circulación colateral 

provoca que los líquidos provenientes del proceso inflamatorio, aunado a la rigidez de la dentina, 

aumentan la presión en la cámara pulpar. Esto provoca destrucción progresiva de los tejidos pulpares 

hasta que la necrosis se instaura completamente (40). 
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Ésta condición pulpar puede ser el resultado de daños a la pulpa. También hay degeneración pulpar en 

la atrofia fisiológica (en edades avanzadas) o como consecuencia secundaria de traumatismos, 

alteraciones oclusales, caries e inflamaciones pulpares y periodontales (40). 

Generalmente, cuando un diente tiene necrosis, no existe dolor ni respuesta a estímulos. Una de las 

características clínicas es que la corona del diente afectado presenta un color oscuro (21). 

Dependiendo la progresión de enfermedad puede encontrarse a) necrosis pulpar sin periodonto 

involucrado en donde no existen cambios radiográficos evidentes; y b) necrosis pulpar periodonto 

involucrado en donde son evidentes las lesiones radiolúcidas en la zona peri o interradicular (40). 

1.2.3.1. Lesiones endoperiodontales 

La relación entre las enfermedades pulpares y periodontales fue descrita por primera vez por Simring y 

Goldberg en 1964. Desde entonces, el término “lesión endoperiodontal” se emplea para describir las 

lesiones que surgen a partir de productos inflamatorios encontrados en diferentes concentraciones en 

el periodonto y lesiones pulpares (43,44). 

 Periodontitis apical aguda 

Es una inflamación de los tejidos periodontales. Se asocia con la extensión de microorganismos de la 

raíz a los tejidos periapicales, aunque otra etiología son los traumatismos. El diente afectado es sensible 

a la percusión, hay molestia al masticar. Dependiendo la causa de la inflamación, puede haber o no 

respuesta en las pruebas de vitalidad. Puede producir o no dolor a la palpación. Radiográficamente el 

espacio del ligamento periodontal aparece ensanchado (41). 

 Absceso perirradicular agudo 

Es una acumulación purulenta en el tejido conectivo de la zona periapical. Se caracteriza por ser una 

lesión dolorosa, de rápida progresión, formación de pus y con frecuencia, inflamación de los tejidos 

asociados. La tumefacción puede localizarse en el vestíbulo, el paladar, la superficie lingual o espacios 

fasciales dependiendo la localización de los ápices del diente e inserciones musculares. Existe respuesta 

sensitiva a la percusión y palpación. El diente no responde a las pruebas de vitalidad. En el examen 

radiográfico el espacio del ligamento periodontal puede encontrarse ensanchado o mostrar una 

radiolucidez diferente (41). 

 Absceso perirradicular crónico 

Es una reacción inflamatoria a la infección pulpar y necrosis, de progresión lenta, asintomático en la 

mayoría de las ocasiones y drenajes purulentos intermitentes a través de un tracto fistuloso. Causa 

reabsorción ósea perirradicular que se identifica mediante un examen radiográfico como una zona 
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radiolúcida. La percusión y palpación no produce respuestas sensitivas. El diente involucrado 

generalmente responde de manera negativa ante las pruebas de sensibilidad pulpar (41). 

1.2.4. MICROBIOLOGÍA DE DIENTES CON NECROSIS PULPAR Y LESIONES 

PERIRRADICULARES 

La flora microbiana que se presenta en la pulpitis irreversible en su mayoría es de respiración aerobia y 

anaerobia facultativa. Conforme la enfermedad pulpar progresa, el potencial de óxido-reducción hístico 

presente en el ambiente disminuye y se va transformando en un medio anaerobio estricto. Con esto, el 

desarrollo y multiplicación microbiana se desarrolla, en especial las bacterias anaerobias. Las bacterias 

anaerobias estrictas Gram-negativas tienen una elevada capacidad proteolítica y colagenolítica, lo que 

significa que promueven la destrucción del tejido conjuntivo pulpar (30). 

La presencia de diferentes bacterias involucradas en infecciones endodóncicas de dientes primarios, 

tales como pulpitis, necrosis pulpar y lesiones apicales han sido reportadas; no obstante, datos acerca 

de la microbiología de las fístulas son escasos (45,46). En un estudio sobre la prevalencia de 

microorganismos en canales radiculares de dientes primarios en humanos con necrosis pulpar y 

lesiones periapicales crónicas donde se aislaron los microorganismos presentes en 31 canales 

radiculares, se encontró que en el 96.6% de los canales radiculares habían microorganismos 

anaerobios, aunado a esto, la presencia de microorganismos aerobios estaba en el 93.5% de los canales 

radiculares (47). Entre los morfotipos bacterianos predominantes se encuentran los cocos Gram-

positivos, seguidos de los cocobacilos Gram-negativos y bacilos Gram-positivos. Las especies 

bacterianas predominantes en necrosis pulpar en dientes deciduos son Enterococcus spp. y P. gingivalis 

(48).  

1.2.5. TRATAMIENTO DE DIENTES CON NECROSIS PULPAR Y LESIÓN 

PERIRRADICULAR 

Los objetivos del tratamiento de un diente con necrosis pulpar son 1) mantener el diente libre de 

infecciones, 2) realizar limpieza química-mecánica y obturación de los canales radiculares, 3) 

promover la reabsorción fisiológica y 4) mantener el espacio del diente sucesor. Basados en estos 

objetivos, el tratamiento de elección para el tratamiento de necrosis pulpar es la pulpectomía (26). 

El término “pulpectomía” se refiere a la remoción de la pulpa, sin embargo en odontología pediátrica 

se refiere a la remoción de caries, tejido inflamado o pulpa necrótica de la cámara pulpar y conductos 

radiculares, seguido de la obturación de los conductos empleando un material obturador reabsorbible 

(49). Con fines prácticos a esta técnica también se le puede llamar tratamiento de conductos 

radiculares (20). 
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Las indicaciones para este procedimiento terapéutico son: dientes primarios con pulpitis irreversible o 

necrosis pulpar (50). La pulpectomía es contraindicada en dientes primarios con menos de 2/3 de raíz 

por resorción fisiológica, cuando el diente afectado no tiene posibilidad de restaurarse, si existe 

perforación en el piso de la cámara pulpar, cuando hay reabsorción interna o externa visible al realizar 

un examen radiográfico, si hay presencia extensa de reabsorción ósea y cuando el paciente tiene un 

estado de salud débil (19). 

Los dientes primarios presentan algunas características anatómicas que complican la limpieza químico-

mecánica de los conductos radiculares para la eliminación de las bacterias presentes in situ, 

comprometiendo el éxito del tratamiento de pulpectomía. Estas características son la complejidad y las 

irregularidades de los conductos, tales como múltiples forámenes accesorios que sirven como 

alojamiento de bacterias, divergencia marcada de los conductos y reabsorción fisiológica. Además de 

estas complicaciones, se debe considerar que las infecciones pulpares son de origen polimicrobiano. 

Dadas las contraindicaciones y las complicaciones que existen en la terapia de pulpectomía, existe una 

técnica simplificada llamada Técnica de Endodoncia No Instrumentada (Non Instrumented Endodontic 

Technique, NIET) que consiste en la colocación de antibióticos en el piso de la cámara pulpar con la 

finalidad de eliminar los microorganismos presentes en la cavidad y conductos (2,6,7,46,51). 

1.3. TÉCNICA DE ENDODONCIA NO INSTRUMENTADA (NIET) 

El concepto de Técnica de Endodoncia No Instrumentada (Non Instrumented Endodontic Technique, 

NIET) fue desarrollada en Japón. Su mecanismo de acción se basa en el concepto de Esterilización de la 

Lesión y Reparación Tisular (Lesion Sterilization and Tissue Repair, LSTR) en el que menciona que 

cuando se eliminan las bacterias presentes en la lesión, los tejidos afectados se reparan (52). 

Para el tratamiento de dientes con necrosis se requiere reducir o eliminar las bacterias con irrigantes 

antimicrobianos y, especialmente, utilizando materiales de obturación con acción antibacteriana de 

amplio espectro, buena difusión y reabsorción (2). 

La colocación de pastas antibióticas en la entrada de los conductos radiculares es una alternativa para 

el tratamiento de dientes con necrosis pulpar. Los antibióticos eliminan las bacterias presentes en los 

conductos radiculares infectados (53). 

1.3.1. ESTERILIZACIÓN DE LA LESIÓN Y REPARACIÓN TISULAR (LSTR) 

La Unidad de Investigación en Cariología de la Escuela de Odontología en la Universidad de Niigata 

desarrolló en 1990  el concepto de Esterilización de la Lesión y Reparación Tisular (Lesion Sterilization 

and Tissue Repair, LSTR), en la cual se emplea una mezcla de antibióticos unida a un vehículo que logra 

la difusión del efecto antibacteriano a través de la dentina y hasta la zona periapical para la eliminación 
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de infecciones dentinarias, pulpares y periapicales. Se basa en que la ausencia de bacterias permite que 

las lesiones periodontales reparen (9,54). 

La terapia LSTR es utilizada para el tratamiento de lesiones cariosas con o sin compromiso pulpar y/o 

periapical (44). Este procedimiento clínico es simple y no requiere múltiples citas. Está diseñado como 

una Técnica de Endodoncia No Instrumentada (Non Instrumented Endodontic Technique, NIET) (55). 

1.3.2. MEDICAMENTOS EMPLEADOS 

Los medicamentos empleados para NIET son tetraciclinas, metronidazol, ciprofloxacino y vehículos 

como el macrogol, propilenglicol y eugenol. Además de estos, se emplean otros antibióticos como 

amoxicilina, cefaclor, cefradina, fosfomicina, penicilina, cloranfenicol, estreptomicina, neomicina y 

pastas de hidróxido de calcio y de clorhexidina. La pasta 3MIX-MP y la pasta CTZ son las más utilizadas 

para la Técnica de Endodoncia No Instrumentada (50,52,56–61). 

1.4. CTZ 

La NIET con pasta CTZ ha sido enseñada en cursos de especialización en odontopediatría en Brasil para 

el tratamiento de caries de la infancia. Como ya se mencionó, no requiere de la instrumentación de los 

canales radiculares (62,63). 

El CTZ es una pasta antibiótica que se usa en el tratamiento de molares temporales con necrosis pulpar, 

con o sin lesiones endoperiodontales. Está compuesta por cloranfenicol, tetraciclina y óxido de zinc en 

una proporción 1:1:2, en el momento operatorio se le adiciona una gota de eugenol. Fue introducida 

por Cappiello en 1964 en Argentina. Todos los componentes del CTZ son aprobados por la Agencia 

Nacional de Vigilancia Sanitaria en Brasil (ANVISA) (12,13,16,64). 

1.4.2 COMPONENTES 

 Cloranfenicol 

El cloranfenicol es un antibiótico que actúa como bacteriostático. Es de amplio espectro y activo contra 

bacterias Gram-positivas y negativas. Actúa inhibiendo la síntesis de proteínas bacterianas; se fija a la 

fracción 50S del ribosoma e impide  el acceso de un 

aminoacil-t RNA al sitio aceptor para la 

incorporación de aminoácidos. De esta manera 

funciona como un análogo peptídico que evita la 

formación de enlaces peptídicos (65). 

En 1947 el cloranfenicol era obtenido de 

Streptomyces venezuelae. En la actualidad el 
Figura 1. Fórmula química del cloranfenicol. 

Fuente propia. 
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producto comercial es sintético, obtenido mediante procesos químicos. Es un sólido cristalino 

blancoamarillento. Es muy estable en solución acuosa y resiste a la ebullición. Es muy sensible a la luz, 

por lo que debe protegerse de ella. La sustitución nitro bencénica en su fórmula le confiere la propiedad 

antibacteriana (Figura 1) (65). 

 Tetraciclina 

Las tetraciclinas son una clase de antibióticos que tienen un núcleo de cuatro anillos cíclicos en su estructura 

(Figura 2). Son sólidos débilmente hidrosolubles. Las soluciones acuosas son inestables. 

Este tipo de antibiótico es principalmente 

bacteriostático. Se considera un antibiótico de 

amplio espectro, sin embargo, el uso extendido e 

indiscriminado ha reducido gradualmente su 

utilidad. Es efectivo contra cocos Gram-positivos y 

Gram-negativos, inhiben la mayoría de bacilos 

Gram-positivos, algunos bacilos Gram-negativos 

son sensibles a las tetraciclinas. Actúan inhibiendo 

la síntesis de proteínas al impedir la unión de la 

cadena de péptidos (65). 

 Óxido de Zinc y eugenol 

El cemento de óxido de zinc y eugenol ha sido ampliamente utilizado como material de obturación de 

raíces en dientes primarios. Tiene actividad antibacteriana por sí mismo, sin embargo no puede 

considerarse un material de obturación ideal, ya que esta actividad es limitada y no es suficiente para 

eliminar completamente la microbiota de los sistemas radiculares. Como desventaja, tiende a 

reabsorberse más lento que las raíces de los dientes primarios y presenta cierta toxicidad cuando 

tienen contacto con otros tejidos (66–68).  

El óxido de zinc está compuesto de un 69% de polvo de óxido de zinc (obtenido de la oxidación del 

metal, mediante descomposición por descomposición térmica), 29.3% de resina, 1% de estearato de 

zinc y 0.7% de acetato de zinc el cual funciona como catalizador del fraguado. El eugenol (2-metoxi-4-

alil-fenol) es un ácido eugénico o carifílico, líquido, oleoso. Es un compuesto aromático generalmente 

extraído de Syzygium aromaticum. Tiene un efecto analgésico importante (69–72). 

Cuando se mezclan el polvo de óxido de zinc con en eugenol se da una reacción ácido-base, dando una 

sal, además de agua. Durante este proceso, los iones de hidrógeno fenólico presentes en el eugenol se 

sustituyen por iones de zinc, formato eugenolato de zinc, el cual es un quelato débil. A diferencia de los 

cementos de fosfato de zinc, esta reacción de fraguado es debilmente exotérmica (72). 

Figura 2. Fórmula química de la tetraciclina.  
Fuente propia. 
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1.4.4 INDICACIONES 

La pasta CTZ es empleada principalmente en dientes con necrosis pulpar con o sin lesiones 

endoperiodontales. Es usada para los dientes que muestran presencia de resorción radicular externa o 

interna y que no es viable para realizar la terapia endodóncica convencional. Se emplea la técnica para 

múltiples caries, sobre todo en niños con conducta negativa o poco cooperadores. En el caso de otras 

pastas antibióticas como 3MIX-MP  se puede emplear para el tratamiento de pulpitis irreversible en 

molares permanentes jóvenes como tratamiento de apicoformación y para tratar molares primarios 

con pulpitis irreversible (52,73,74). 

1.4.5 VENTAJAS Y DESVENTAJAS 

Las principales ventajas del uso de la pasta CTZ en el tratamiento de necrosis pulpar de dientes 

primarios es que la técnica es mínimamente invasiva, tiene un costo bajo, emplea antibióticos en su 

composición con lo cual la cantidad de bacterias en los conductos radiculares disminuye, además 

permite realizar el procedimiento en una cita. Con esta técnica se eliminan las bacterias aisladas en los 

conductos radiculares, además de que penetra en los conductos accesorios. Presenta un éxito clínico 

alto de acuerdo a varios estudios in vivo (15,52,74). 

Una de las desventajas es que existe poca información acerca de ésta técnica para que su uso clínico sea 

fundamentado. Los efectos secundarios y reacciones alérgicas a los antibióticos. Pueden aparecer cepas 

resistentes a los antibióticos (15,52,74). 

1.4.6 TÉCNICA 

La NIET con la pasta antibiótica CTZ se lleva a cabo bajo anestesia local y aislamiento absoluto con 

dique de hule y grapa. En primer lugar se elimina el esmalte y dentina cariados, posteriormente se 

realiza el acceso a la cámara pulpar. Se irriga la cámara pulpar y los conductos radiculares con 

hipoclorito de sodio al 0.5% (solución Dakin) y se aspira con una cánula de alta succión. Posterior a la 

irrigación, se seca la cavidad y los conductos con puntas de papel. Se realiza la mezcla del polvo de CTZ 

con una gota de eugenol, obteniendo una pasta de consistencia ligera y de color amarillo claro. Se debe 

colocar la pasta en el piso de la cámara pulpar según la técnica de LSTR. Finalmente se coloca una 

obturación definitiva (11,16,74,75). 

1.4.7 BIOCOMPATIBILIDAD 

Se sabe que la biocompatibilidad de un material endodóncico es determinado por tres métodos: la 

evaluación del material mediante series de pruebas in vitro, implantación subcutánea o intraósea del 

material para observar la reacción tisular local, y la evaluación in vivo de cualquier reacción al material 

mediante pruebas pre-clínicas en animales y clínicas en humanos (4). 
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Los medicamentos utilizados en las cámaras pulpares de los dientes primarios deben tener acción 

inmediata local, por lo tanto, deben tener poca toxicidad y no deben difundirse a través de los tejidos 

circundantes (76). 

El CTZ tiene en su composición dos antibióticos: tetraciclina y cloranfenicol, los cuales son conocidos 

por presentar efectos colaterales o que pueden comprometer su uso como pasta antibiótica en 

odontopediatría. Debido a que los fármacos colocados en la cámara pulpar de los dientes primarios 

deben tener acción inmediata local, deben tener baja toxicidad y no deben difundirse a través de otros 

tejidos esenciales (76,77). 

1.5. TÉCNICAS DE EVALUACIÓN DE LA ACTIVIDAD ANTIMICROBIANA Y GRUPOS 

FUNCIONALES DEL CTZ. 

1.5.1. TÉCNICA DE DIFUSIÓN EN AGAR 

Los métodos disponibles en la actualidad para la detección de actividad antimicrobiana de diversos 

productos se encuentran clasificados en tres grupos: antibiograma que está indicado para identificar 

resistencia a antibióticos a partir de bacterias aisladas clínicamente; la dilución que está indicado para 

conocer la concentración inhibitoria mínima y se realiza mediante la comparación inicial y final de un 

inóculo bacteriano previamente estandarizado; y el método de difusión en agar. Esta técnica fue 

desarrollada en 1940 y es empleada comúnmente para el estudiar el efecto antibacteriano de extractos 

de plantas, aceites esenciales y otros medicamentos. Ésta técnica tiene ventajas como la simplicidad del 

método, bajo costo, la facilidad de la interpretación de resultados, la capacidad de analizar un gran 

número de microorganismos y agentes antimicrobianos (78–80). 

La técnica de difusión en agar consiste en colocar en la superficie de agar previamente inoculada con 

una especie microbiana, discos de papel filtro de 6 mm de diámetro aproximadamente, que han sido 

impregnados con el antibiótico a estudiar. La caja de agar es incubada. Generalmente, el agente 

antimicrobiano se difunde a través del agar, inhibiendo el crecimiento de los microorganismos 

estudiados. Transcurridas 18-24 horas de incubación, los discos se rodean de una zona donde no hay 

crecimiento bacteriano (zona de inhibición bacteriana). Posteriormente, los diámetros de las zonas de 

inhibición son analizadas (79,81). 

En la literatura se han encontrado estudios comparativos sobre la efectividad antibacteriana de pastas 

antibióticas y obturadoras empleadas en el tratamiento de pulpectomías y NIET. En ellos se realiza la 

técnica de difusión por agar con los microorganismos Staphyococcus aureus, Enterococcus Faecalis, 

Pseudomonas aeruginosa, Bacilus subtilis, Candida albicans (82–84). Tomando en cuenta lo anterior, las 

especies más utilizadas en este tipo de pruebas son: 
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 Pseudomonas aeruginosa 

Pseudomonas aeruginosa es un bacilo aerobio Gram-negativo, considerado como un patógeno 

oportunista. Usualmente, las cepas se mueven gracias a un flagelo único polar. Tienen un tamaño de 

0.5-0.8 µm por 1.5-3.0 µm (85). Puede ser aislada de múltiples nichos ambientales, como el agua, aceite, 

plantas, animales y humanos. También es un agente clínico importante que causa un gran número de 

lesiones agudas y crónicas. Presenta resistencia natural a un gran número de antibióticos y 

antisépticos, por lo cual se torna una de las principales causas de infecciones hospitalarias y diversas 

infecciones endodóncicas recurrentes. Ha sido aislada de infecciones orales, tales como la angina de 

Ludwing (86–88). 

 Staphylococcus aureus 

La familia de Staphylococcus son cocos Gram-positivos que se caracterizan por agruparse en más de un 

plano con forma similar a un racimo de uvas. Tiene un diámetro de o.5-1.5 µm. No tienen motilidad y no 

son formadoras de esporas. Son aerobios facultativos que crecen por respiración aerobia. La especie 

llamada aureus se refiere al hecho de que las colonias tienen un color amarillo oro cuando crecen en 

medios sólidos (89,90). Es un patógeno común en el humano que causa diversas infecciones en piel y 

mucosas. Además de las infecciones superficiales, interviene en la formación de abscesos, septicemia, 

neumonía, osteomielitis  y gastroenteritis (91). 

 1.5.3 Enterococcus faecalis 

Enterococcus faecalis es un coco anaerobio facultativo Gram-positivo que puede encontrarse sola, en 

pareja o en pequeñas cadenas (92). 

Normalmente, E. faecalis se encuentra en el tracto gastrointestinal de los seres humanos y otros 

mamíferos. Esta bacteria puede causar infecciones intrahospitalarias, se encuentra en un 30-90% de 

casos de infecciones secundarias. Esta bacteria se ha aislado de las raíces de los dientes afectados por 

lesiones periapicales persistentes. Las infecciones endodóncicas con E. faecalis probablemente no son 

derivadas de la microflora propia del paciente, sino que se trata de una infección de origen exógeno 

(88,93–95). 

 1.5.4 Escherichia coli 

Escherichia coli es una bacteria entérica, bacilo Gram-negativo. Tiene un tamaño de 0.7-1-5 por 2-5 µm. 

Por lo regular, este microorganismo coloniza el tracto gastrointestinal de los niños recién nacidos. 

Usualmente, E. coli coexiste con el hospedero con normalidad. Estos comensales en ocasiones aisladas 

causan enfermedad, a excepción de los casos de hospederos inmunocomprometidos o cuando la 

barrera gastrointestinal está rota, tal es el caso de la peritonitis. A pesar de que E. coli es una bacteria 
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propiamente entérica, se han reportado estudios donde se ha aislado esta cepa bacteriana en pacientes 

con prótesis removibles y el paladar y lengua de pacientes regulares (96–98). 

1.5.2. ESPECTROSCOPÍA DE INFRARROJO 

La espectroscopía óptica consiste en la interacción de un haz de radiación electromagnética con un 

analito, del cual se requieren determinar sus características. Como consecuencia de esta interacción, el 

haz saliente es diferente al entrante, y a partir de este último, se puede obtener información sobre la 

estructura del sistema a estudiar (99). 

La región infrarroja del espectro electromagnético se encuentra entre 12800-10 cm-1 y ésta se puede 

dividir en tres zonas: Infrarrojo cercano (NIR 12800-4000 cm-1), Infrarrojo medio (4000-400 cm-1) e 

Infrarrojo lejano (400-10 cm-1); siendo el Infrarrojo con más aplicaciones analíticas (100–102). 

Un espectro infrarrojo es obtenido al pasar radiación a través de un analito para determinar qué 

fracción de esta radiación incidente ha sido absorbida por la muestra. La interacción de la radiación 

infrarroja con el analito provoca una alteración en el mismo que guarda relación con el estado de 

vibración de las moléculas. La energía a la que aparece cada pico de un espectro guarda relación con la 

frecuencia de vibración de una parte de la molécula. Cada molécula tiene un espectro vibracional único 

que tiene características que las diferencian de las demás. De esta manera, una de las múltiples 

aplicaciones del espectro infrarrojo es para identificar las muestras desconocidas mediante la 

comparación de espectros de referencia (100–102). 
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2. ANTECEDENTES 

2.1. ESTUDIOS IN VITRO 

Guedes de Amorim y cols. Realizaron un estudio en 2006 con una mezcla de microorganismos 

(Staphyococcus aureus, Enterococcus Faecalis, Pseudomonas aeruginosa, Bacilus subtilis, Candida 

albicans), comparando la acción antimicrobiana contra cada uno de ellos, usando las pastas Guedes-

Pinto, ZOE, Hidróxido de calcio, CTZ y Vitapex. Se observó la inhibición transcurridas 1, 24, 48 y 72 

horas. Los resultados obtenidos fueron que todas las pastas mostraron inhibición de crecimiento a 

partir de las 24 horas. La pasta CTZ mostró tener mayor diámetro de inhibición en la mezcla de 

bacterias, seguido de la pasta Guedes-Pinto y ZOE. Se observó una mayor inhibición de bacterias S. 

aureus, P. aeruginosa, B. subtilis, C. albicans, mientras que el ZOE inhibió con mayor eficacia el cultivo de 

E. faecalis (82). 

Piva en 2008 realizó un estudio comparativo de la capacidad antimicrobiana in vitro de las pastas 

Guedes-Pinto, CTZ, ZOE, Calen, Mta y L&C de una mezcla de microorganismos (Staphyococcus aureus, 

Enterococcus Faecalis, Pseudomonas aeruginosa, Bacilus subtilis, Candida albicans) con el método de 

exposición directa, en el cual se evaluó si existía crecimiento bacteriano o no a las 24, 48 y 72 horas. Los 

resultados mostraron que la pasta CTZ inhibió el crecimiento, al igual que el MTA. Las pastas restantes 

mostraron ineficacia antibacteriana (83).  

Debido a la inespecificidad de este estudio, Piva en 2009 realizó una comparación entre las mismas 

pastas con la mezcla de microorganismos mencionados anteriormente, sin embargo, el método 

empleado fue difusión en agar para medir la zona de inhibición de cada material a las 48 horas de 

incubación. Los resultados mostraron una zona de inhibición de las pastas Guedes-Pinto y CTZ 

significativamente mayor que las demás pastas (84).  

2.2. ESTUDIOS CLÍNICOS 

Los primeros estudios clínicos de la aplicación del CTZ comenzaron a partir de 1964 con la aportación 

de Cappiello y Soller, quienes realizaron un estudio en 100 pacientes entre 2 y 5 años de edad que 

presentaban dientes primarios con indicación de terapia pulpar. En los tratamientos de Terapia de 

Esterilización de la lesión y Reparación Tisular realizadas con CTZ el autor relató no haber observado 

ningún tipo de alteración clínica o radiográfica. Las necropulpectomías con CTZ mostraron resultados 

clínicos y radiográficos satisfactorios a corto plazo, con involución de fístula y dolor, disminución de 

movilidad y retorno de la función masticatoria. A los siete meses de control no fue observada ningún 

tipo de alteración patológica en los dientes tratados con CTZ (16). 
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En 1965 un estudio realizado en Brasil por Walther se utilizó pasta CTZ en molares primarios con 

necrosis pulpar. Se observó un 70% de éxito en las intervenciones clínicas, considerando éxito clínico 

aquellos dientes que al menos 6 meses después del tratamiento no presentaron recidiva del proceso 

infeccioso, alteraciones clínicas visuales de los tejidos periodontales y de soporte, así como la 

desaparición de la lesión clínica inicial (14). 

En 2006 Chagas de Oliveira realizó un estudio en la Unidad de Salud de la Familia de Goianésia, Brasil, 

en el cual realizó una cita de revisión a 18 niños que habían sido tratados con pulpotomía con CTZ de 

10 a 39 meses atrás, analizando un total de 20 molares primarios. Los criterios para considerar éxito en 

el tratamiento fueron ausencia de dolor, de movilidad patológica, de absceso y ausencia de fístula. 

Considerando estas características se obtuvo 83.3% de éxito (10). 

González Núñez realizó un estudio clínico en 2010, en el cual realizó NIET con pasta CTZ en un  

paciente de 8 años con diagnóstico de necrosis pulpar del órgano dentario 85 y absceso. Transcurridos 

dos meses después del tratamiento, el control radiográfico revela remisión de la lesión radiolúcida. A 

los 7 meses del tratamiento, clínicamente el molar se encontraba asintomático, sin movilidad y en 

función masticatoria normal. Radiográficamente se observó aposición ósea en el área de la furca, 

además ausencia de resorción radicular patológica y/o lesión periapical crónica (13). 

Un estudio realizado en 2014 por Pérez Hernández PE realizado en 53 dientes de pacientes de 4-8 años 

comparó el éxito del tratamiento de la técnica convencional contra la NIET con 6 meses de seguimiento. 

Los resultados sugieren que la efectividad clínica de la pasta CTZ es similar a lo obtenido con la técnica 

convencional (15). 
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CAPÍ TULO 2 

1. PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA 

La pasta antibiótica CTZ ha demostrado en varios estudios su efectividad clínica en el tratamiento de 

dientes primarios con necrosis pulpar y lesiones perirradiculares (10,13–16). El uso del CTZ en la NIET 

tiene diversas ventajas, tales como la mínima invasión, bajo costo, eliminación de bacterias y tiempo de 

trabajo corto. Sin embargo, una de sus principales desventajas, es que existe poca información sobre la 

pasta para que su uso clínico sea fundamentado (15,52,74).  

Los fármacos utilizan especificaciones de empaquetado para su distribución con la finalidad de que 

conserven sus propiedades físicas y químicas hasta la fecha de caducidad sugerida. Debido a que el CTZ 

se prepara a partir de la presentación comercial de antibióticos y es almacenado hasta su uso clínico, 

pueden existir cambios en la estructura de los componentes por las condiciones bajo las cuales se 

almacena el CTZ (103,104). 

La Universidad Peruana Cayetano Heredia indica en un manual de procedimientos que el CTZ puede 

almacenarse en un frasco ámbar durante dos semanas, sin embargo no justifica por qué se almacena en 

estas condiciones. Probablemente este hecho se deba a que los antibióticos que se emplean para el 

polvo de CTZ son fotosensibles (10,104). 

Aunque desde 1964 fue sugerido el uso de la pasta CTZ por Cappiello y Soller en la Técnica de 

Endodoncia No Instrumentada, no existen estudios recientes que demuestren su efectividad in vitro con 

diferentes variables tales como el tiempo de almacenamiento y las características en las que éste se 

lleva a cabo (4,16,82–84). 

2. PREGUNTA DE INVESTIGACIÓN 

¿En qué medida el tiempo de almacenamiento y la exposición a la luz ambiental afectan la actividad 

antimicrobiana del compuesto CTZ? 
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3. JUSTIFICACIÓN 

La presente investigación se relaciona con la terapéutica pulpar en dientes primarios con necrosis 

pulpar y lesión perirradicular. El tratamiento de pulpectomía es la principal opción terapéutica para los 

dientes con ésta condición patológica, sin embargo, el éxito de la misma se ve comprometido por la 

complejidad y las irregularidades de la anatomía interna de los dientes que impiden la eliminación de 

las bacterias presentes in situ. Debido a las complicaciones que existen en la terapia de pulpectomía, 

existe la Técnica de Endodoncia No Instrumentada (NIET) que consiste en la colocación de una pasta 

antibiótica en el piso de la cámara pulpar sin la necesidad de realizar limpieza químico-mecánica de los 

conductos radiculares (2,6,7,46,51). 

La técnica es menos invasiva comparada con la pulpectomía, es de bajo costo, con antibióticos en su 

composición y que permite realizar el procedimiento en una sola cita. Sin embargo existe poca 

información acerca de esta técnica disponible en la literatura para que su uso clínico sea fundamentado 

(15). En contraste, se ha empleado clínicamente y se han obtenido resultados favorables en el caso del 

tratamiento de necropulpectomías, fístulas y abscesos periapicales (10,13–15). 

Las indicaciones de uso del CTZ, son enseñadas en su mayoría en  universidades de Brasil a los 

estudiantes de la especialidad de odontología pediátrica. También es empleada en el Programa de la 

Especialidad de Odontopediatría de la UNAM y en programas de salud comunitaria para los casos de 

caries severa en pacientes pediátricos, y probablemente en otras escuelas de odontología en 

Latinoamérica, sin embargo no se han reportado en la literatura (13). 

Es necesario realizar estudios que fundamenten el uso del CTZ y el éxito clínico que representa. Con 

esto se puede aumentar el nivel de evidencia para emplear este compuesto antibiótico como una de las 

principales terapéuticas para dientes con necrosis pulpar y lesión perirradicular, ya que por el 

momento, no se encuentra como una opción de tratamiento en las clasificaciones de terapéutica pulpar 

para dientes primarios. 

Los resultados obtenidos en esta investigación pretenden estandarizar la preparación del CTZ, las 

condiciones y el tiempo de almacenamiento que garantice la eficacia antibacteriana. De esta forma se 

podrá almacenar el compuesto durante mayor tiempo, evitando su preparación continua,   

economizando el procedimiento. 

  



   

25 

 

4. OBJETIVO GENERAL 

Evaluar la actividad antibacteriana del compuesto CTZ en función del tiempo de almacenamiento y su 

exposición a la luz ambiental durante un periodo de 4 meses a partir de su preparación mediante un 

estudio in vitro.  

5. OBJETIVOS ESPECÍFICOS 

 Evaluar en periodos de quince días, durante 4 meses, la eficacia antimicrobiana del compuesto 

CTZ almacenado. 

 Evaluar la eficacia inhibitoria del CTZ en función de su exposición parcial y total a la luz 

ambiental. 

 Evaluar el efecto antimicrobiano del compuesto CTZ en las especies bacterianas P. aeruginosa, 

S. aureus, E. faecalis, E. coli considerando sus características biológicas.  

 Evaluar mediante espectroscopía de infrarrojo la presencia de grupos funcionales del 

compuesto CTZ a través del tiempo y por efecto de la luz ambiental. 

 Estandarizar la preparación del compuesto CTZ y las condiciones de almacenamiento para su 

uso clínico. 

6. HIPÓTESIS  

La actividad antimicrobiana del compuesto CTZ se ve afectada por efecto del tiempo y la exposición a la 

luz resultando en menores zonas de inhibición y modificación de la formulación química del compuesto 

cuando se utiliza por más de 2 semanas de haberse preparado y se almacena en contenedores 

transparentes.  
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CAPÍ TULO 3 

1. METODOLOGÍA 

1.1. DISEÑO DEL ESTUDIO 

Experimental longitudinal. Se evaluó la actividad antibacteriana del CTZ durante un periodo de 4 meses 

a partir de su preparación. 

1.2. VARIABLES 

 DEPENDIENTES 

 Zonas de inhibición bacteriana. 

 Presencia de grupos funcionales. 

 INDEPENDIENTES 

 Tiempo de almacenamiento 

 Exposición parcial y total a la luz ambiental (frasco color ámbar y frasco transparente). 

La operacionalización de las variables se muestra en la Tabla 1. 

1.3. UNIVERSO DE TRABAJO 

Pasta CTZ (compuesta por cloranfenicol, tetraciclina y óxido de zinc en proporción 1:1:2). 

Especies bacterianas American Type Culture Collection (ATCC): 

 Pseudomonas aeruginosa ATCC 27853 

 Staphylococcus aureus ATCC 12598 

 Enterococcus faecalis ATCC 29212 

 Eschericha coli ATCC 25922 
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1.4. CRITERIOS DE SELECCIÓN 

 CRITERIOS DE INCLUSIÓN 

 Especies bacterianas ATCC: Pseudomonas aeruginosa, Staphylococcus aureus, 

Enterococcus faecalis, Escherichia coli. 

 CTZ: Cloranfenicol en cápsulas de 250 mg, Tetraciclina en cápsulas de 500 mg, Óxido 

de Zinc sin endurecedor de uso odontológico. 

 CRITERIOS DE EXCLUSIÓN 

 Especies bacterianas obtenidas de aislados clínicos. 

 Antibióticos y ZOE con fecha de caducidad anterior a 7 meses a partir de la 

preparación inicial para el comienzo del estudio. 

 

Tabla 1. Operacionalización de las variables. 

VARIABLE DEFINICIÓN CONCEPTUAL DEFINICIÓN OPERACIONAL ESCALA DE MEDICIÓN

Zonas de inhibición 

bacteriana

Zona alrededor de un disco

antibiótico en un antibiograma en

el que no se produce crecimiento

bacteriano en una placa de agar

inoculada.

Zona alrededor del disco de

CTZ en el que no se produce

crecimiento bacteriano en una

placa de agar inoculada con

cuatro especies bacterianas.

Milímetros (mm).

Presencia de 

grupos funcionales

Conjunto de átomos, enlazados de

una determinada forma, que

presentan una estructura y

propiedades físico-químicas

determinadas que caracterizan a

los compuestos que los contienen.

Estudio de cambios en las

uniones químicas de los

compuestos del CTZ.

Número de onda en el

desplazamiento FT-IR y

Raman (cm -1).

Tiempo de 

almacenamiento

Almacenar.- Guardar cosas en un

almacén u otro lugar. Tiempo.- 

Período determinado durante el

que se realiza una acción, Tiempo 

de almacenamiento.- Período 

determinado durante el que se

acumula un objeto dentro de una

cosa o lugar.

Período durante el cual se

almacenará el CTZ en dos tipos

de contenedores diferentes.

Semanas.

Exposición parcial 

y total a la luz 

ambiental.

Exponer .- Colocar a alguien o algo

para que reciba la acción de un

agente. Luz ambiente .- la luz que

está naturalmente disponible.

Recipiente en el cual se

almacenará el CTZ.

Frasco de vidrio color

ámbar (exposición

parcial) y frasco de

vidrio transparente

(exposición total).
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 CRITERIOS DE ELIMINACIÓN 

 Preparaciones de la pasta CTZ con mayor fluidez o viscosidad de la consistencia 

adecuada. 

 Cultivos contaminados 

1.5. TAMAÑO DE MUESTRA 

3 discos de sensibilidad impregnados con CTZ por cada cultivo de bacterias y por cada control (Tabla 

2). Se realizaron las pruebas cada dos semanas durante 4 meses (Tabla 3). 

 

 

 

 

 

 

1.6. MATERIALES 

 Incubadora de cultivo INCUCELL MMM Group. 

 Incubadora con agitación Thermo Scientific. 

 Gabinete de bioseguridad Thermo Scientific. 

 Espectrofotómetro Multiskan GO. 

 Autoclave CRISTÓFOLI. 

 Vernier electrónico digital Control Company 

 Medios de cultivo:  

 Agar Mueller-Hinton OXOID. Inglaterra. Lote 1419373.  

 Caldo Mueller-Hinton DIFCO. Francia. Lote 2319300. 

 Componentes del CTZ: 

 Cloranfenicol Laboratorio LIFERPAL MD®. Lote 15G092. Caducidad Agosto 2020. 

 Tetraciclina Laboratorio ARLEX®. Lote 5071353. Caducidad Julio 2017. 

No. Preparado

Tipo de frasco Ámbar Transparente Ámbar Transparente

P. aeruginosa 3 3 3 3

S. aureus 3 3 3 3

E. faecalis 3 3 3 3

E. coli 3 3 3 3

48

PREPARADO 1 PREPARADO 2

Total de discos por prueba

Tabla 2.  Cantidad de discos de sensibilidad de CTZ por prueba quincenal. 

SEMANA Inicial 2 4 6 8 10 12 14 16 DISCOS TOTALES

CANTIDAD 

DE DISCOS
48 48 48 48 48 48 48 48 48 432

Tabla 3. Suma de los discos de CTZ utilizados en cada prueba 
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 Óxido de Zinc sin endurecedor VIARDEN®. Lote 970115. Caducidad 19 de Enero de 

2018. 

 Eugenol VIARDEN®. Lote 730714. Caducidad 24 de Julio de 2016 

 Consumibles: Cajas Petri, guantes, campos, pipetas estériles desechables, cubrebocas, discos de 

papel filtro, puntas de micropipeta, isopos. 

1.7. MÉTODO 

1.7.1. PREPARACIÓN DE CTZ 

La pasta antibiótica CTZ se preparó a partir de la 

presentación farmacológica comercial del cloranfenicol y 

tetraciclina en cápsulas de 250 mg y 500 mg 

respectivamente. Se empleó óxido de zinc sin acetato de 

zinc, el cual funciona como endurecedor (Figura 3). De 

acuerdo a lo mencionado por Costa y cols (103). 

(cloranfenicol, tetraciclina y óxido de zinc en proporción 

1:1:2) se pesaron 6 gramos de cloranfenicol, 6 gramos de 

tetraciclina y 12 gramos de óxido de zinc y se mezclaron 

para obtener 24 gramos de CTZ para el grupo PREPARADO 1 

(Figura 4). Posteriormente se dividieron 20 gramos de CTZ 

para el estudio microbiológico y 4 gramos para el estudio de 

espectroscopía.  

El CTZ obtenido para cada estudio se dividió a la mitad y se colocó una parte en un frasco de vidrio 

color ámbar y en uno transparente. Se realizó el mismo procedimiento para realizar el PREPARADO 2.  

Se obtuvieron los grupos que se muestran en la Tabla 4, en donde los códigos M y E pertenecen al tipo 

de estudio: microbiológico y de espectroscopía, respectivamente; el código 1 y 2 pertenecen al número 

Figura 4. Pesado de los componentes del CTZ con balanza analítica a) Cloranfenicol. b)Tetraciclina. c) Óxido de Zinc 

Figura 3. Medicamentos empleados para la 
elaboración del CTZ. a) Cloranfenicol en 
cápsulas de 250 mg.  b) Tetraciclina en 
cápsulas de 500 mg. c) Óxido de Zinc sin 

endurecedor. 
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de preparado; finalmente los códigos A y T pertenecen al tipo de frasco: ámbar o transparente, 

respectivamente. Los grupos de muestra obtenidos se almacenaron para la realización del estudio 

antimicrobiano y de espectroscopía cada dos semanas.  

1.7.2. PREPARACIÓN DE MEDIOS DE CULTIVO 

 Preparación de agar Mueller-Hinton: Se disolvieron 3.8 g de agar Mueller-Hinton por cada 

100 ml de agua destilada en un matraz y se introdujo un agitador magnético. Se colocó el 

matraz en una placa de agitación magnética y calentamiento a 80°C y se dejó 1 minuto en 

ebullición hasta lograr una solución homogénea. Se esterilizó en autoclave (134°C, 2 atm de 

presión). Se colocaron 5 ml de agar por cada caja Petri de 6 cm de diámetro; en las cajas de 10 

cm de diámetro se colocarán 10 ml. Después de que gelificaron, se rotularon y se sellaron para 

guardar en refrigeración (Figura 5).   

No. Preparado

Estudio

Tipo de Frasco Ámbar Transparente Ámbar Transparente Ámbar Transparente Ámbar Transparente

Código M1A M1T E1A E1T M2A M2T E2A E2T

MICROBIOLOGÍA ESPECTROSCOPÍA

PREPARADO 1 PREPARADO 2

MICROBIOLOGÍA ESPECTROSCOPÍA

Tabla 4. Grupos de estudio con los códigos correspondientes. 

Figura 5. Preparación de medios de cultivo de agar Mueller-Hinton. a) Pesado del polvo. b) calentamiento con agitación. c) 
Solución de agar uniforme. d) Esterilizado del agar. e) Vaciado del agar en caja Petri. f) Placa de agar gelificada. 
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 Preparación de caldo Mueller-Hinton: Se disolvieron 2.1 g de caldo Mueller-Hinton por cada 

100 ml de agua destilada en un matraz y se introdujo un agitador magnético. Se colocó el 

matraz en una placa de agitación magnética y calentamiento a 80°C y se dejó 1 minuto en 

ebullición hasta lograr una solución homogénea. Se esterilizó en autoclave (134°C, 2 atm de 

presión). Se colocó el caldo en tubos falcon estériles. Se rotularon y se sellaron con cinta para 

guardar en refrigeración (Figura 6). 

 

1.7.3. SEMBRADO DE CULTIVO DE 24 HORAS. 

Con un asa sembradora se tomó de 2 a 3 colonias bacterianas aisladas con la misma morfología y 

diámetro de una especie bacteriana previamente identificada y se resembró en un medio de cultivo en 

placa de agar mediante la técnica de sembrado por estrías. Se rotuló y se selló con cinta. Se realizó este 

procedimiento para cada una de las especies Pseudomonas aeruginosa, Staphylococcus aureus, 

Enterococcus faecalis y Escherichia coli. Se incubaron las cajas Petri a 37°C durante 24 h. E. faecalis se 

incubó en una cámara de anaerobios (Figura 7).  

Figura 6. Preparación de medio de cultivo de caldo  Mueller-Hinton. a) Pesado del polvo. b) calentamiento con agitación. c) 
Solución de caldo uniforme. d) Vaciado de caldo en tubos falcon. 

Figura 7. Sembrado de cultivo de 24 horas. a) Cultivo previamente identificado. b) Sembrado 
de cultivo mediante estriado 
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1.7.4. PREPARACIÓN DE INÓCULO Y ESTANDARIZACIÓN DE SUSPENSIÓN  

Para la preparación de los cuatro inóculos de cultivo se realizó el método de cultivo líquido o de Kirby-

Bauer.  Con un asa sembradora se tomaron de 2 a 3 colonias bacterianas aisladas con la misma 

morfología y diámetro del cultivo realizado máximo 24 horas antes. Se colocó en 5 ml de caldo Mueller-

Hinton dentro de un tubo falcon estéril (Figura 8). Se rotuló y se selló con cinta parafilm. Se realizó este 

procedimiento con las cuatro especies bacterianas. Los 4 tubos se colocaron en una incubadora a 37°C 

con oscilación de 200 opm durante 18 h. 

 

Transcurridas 18 horas de incubación con oscilaciones, las 4 suspensiones se mantuvieron en hielo 

para detener el crecimiento bacteriano. Se ajustaron las suspensiones bacterianas empleando caldo 

Mueller-Hinton estéril como blanco y para diluir la suspensión al patrón de turbidez 0.5 de McFarland 

(equivalente a 1 X 108 UFC/mL), agitando la suspensión antes de ser medida con la ayuda de 

espectrofotometría con las siguientes longitudes de onda para cada bacteria (Figura 9): 

 Pseudomonas aeruginosa 625 nm. 

 Staphyloccus aureus 570 nm. 

 Enterococcus faecalis 540 nm. 

 Eschericha coli 625 nm. 

Figura 8 Preparación de inóculo. a) Recolección de bacterias con asa sembradora. b) Suspensión 
de las colonias bacterianas en caldo. 
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1.7.5. ENSAYO ANTIMICROBIANO 

Para el estudio microbiológico se realizaron dos preparados de 24 g cada uno respetando las 

proporciones mencionadas anteriormente, de la cual, se almacenaron 10 g en un frasco de vidrio ámbar 

y 10 g en un frasco de vidrio transparente (posteriormente se tomaron 2 g de cada grupo para el 

análisis de espectroscopía de infrarrojo) (Figura 10).   

Del preparado obtenido se tomaron 55 mg con la ayuda de una cucharilla de acrílico prefabricada 

(Figura 11) y se mezclaron con 35 µl de eugenol en el momento de realizar los cultivos y los discos de 

sensibilidad.  

Figura 9. Estandarización de suspensión. a) Suspensiones madre en hielo. b) Dilución de la suspensión con caldo Mueller-
Hinton estéril. c) Agitación de la suspensión. d) Lectura de densidad óptica con espectrofotometría. 

Figura 11. Preparación del CTZ. a) Cucharilla de acrílico. b) Compuesto CTZ con eugenol. c) Mezcla de los componentes. 

Figura 10. Frascos de almacenamiento de los grupos de CTZ a) para estudio microbiológico y 
b) para estudio de espectroscopía. 
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El método utilizado fue la prueba de exposición directa, en la cual se colocó la solución ajustada al 

patrón de turbidez 0,5 de McFarland de una bacteria (200 µl para cajas de 6 cm de diámetro y 400 µl 

para cajas de 10 cm de diámetro) y se sembraron con la técnica de estriado con un hisopo estéril. 

Posteriormente se realizó la mezcla del polvo de CTZ con eugenol como se mencionó en el párrafo 

anterior. Discos de papel filtro de 6 mm de diámetro fueron inmersos en la pasta CTZ para ser 

colocados en la placa de agar con el inóculo (Figura 12). Se incubó por un periodo de 48 h a 37 °C. E. 

faecalis se incubó en una cámara de anaerobios. 

Se tomaron 4 medidas del diámetro de las zonas de inhibición por cada disco empleando un vernier 

electrónico y se registraron en la base de datos en Excel. 

Se realizó el mismo procedimiento cada dos semanas con el mismo preparado de polvo CTZ hasta 

cumplir 4 meses de evaluación, tal como lo muestra el cronograma de actividades (Tabla 5). 

Se empleó un grupo control positivo con discos de sensibilidad con un antibiótico en específico para 

cada cepa bacteriana, mientras que el grupo de control negativo se realizó mediante el uso de discos de 

papel filtro con agua destilada (Figura 13): 

MES Nov Abr

ACTIVIDAD 30 1 2 3 4 7 8 9 10 11 4 5 6 7 8 18 19 20 21 22 1 2 3 4 5 15 16 17 18 19 29 1 2 3 4 14 15 16 17 18 28 29 30 31 1

Prueba piloto

Preparación de 

cultivos

Sembrado de 

cultivos jóvenes

Solución madre 

18 h

Preparación de 

CTZ

Ajuste de 

soluciones 

madre

Sembrado de 

Cultivos

Análisis de 

espectroscopía

Revisión de 

Cultivos

EneroDiciembre Febrero Marzo

Tabla 5. Cronograma de actividades. Se muestra las semanas en las que se realizó el estudio y las actividades a seguir cada 
día. 

Figura 12. a) colocación de 400 µl de suspensión ajustada. b) sembrado por estrías. c) inmersión de discos de papel filtro en 
el compuesto CTZ. d) colocación de discos de sensibilidad de CTZ en la placa inoculada. 
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 Pseudomonas aeruginosa: Ciprofloxacino. 

 Staphylococcus aureus: Oxacilina. 

 Enterococcus faecalis: Clorhexidina 2%. 

 Escherichia coli: Ciprofloxacino 

1.7.5. ANÁLISIS DE GRUPOS FUNCIONALES 

El análisis de grupos funcionales se realizó en el Laboratorio de Espectroscopía del Centro de Física 

Aplicada y Tecnología Avanzada de la UNAM campus Juriquilla mediante Espectroscopía de infrarrojo. 

Las muestras se analizaron en un Espectrofotómetro de Infrarrojo Marca Bruker Modelo Vector 33, con 

32 barrido y una resolución de 4 cm-1 mediante la técnica de Transmitancia Total Atenuada (ATR), para 

la cual no se requiere de ninguna preparación, únicamente las muestras son colocadas sobre un cristal 

de diamante (Figura 14).  

Figura 13. a) Control positivo de ciprofloxacino y b) negativo de P. aeruginosa; c) control positivo de 
oxacilina y d) negativo de S. aureus; e) control positivo de clorhexidina al 2% y f) negativo de E. faecalis; g) 

control positivo de ciprofloxacino y h) negativo de E. coli. 

Figura 14. a) Espectrofotómetro de Infrarrojo. b) Cristal de diamante y compresor de muestra. 
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Se hizo incidir sobre la muestra un haz de luz monocromático. Una porción de la luz es dispersada 

inelásticamente experimentando cambios de frecuencia e independientes de la frecuencia de la luz 

incidente.  

1.8. ANÁLISIS DE RESULTADOS 

Las medidas de las zonas de inhibición bacteriana se registraron en una base de datos en Excel (Tabla 

6).  

Los resultados se analizaron estadísticamente mediante ANOVA de Una Vía (P<0.05) seguido de contrastes 

post-hoc de comparación múltiple (Dunnett, Sidak y Tukey) empleando GraphPad Prism versión 7.00 para 

Windows. 

Se realizó un análisis descriptivo de los espectros obtenidos por las técnicas de Espectroscopía 

Infrarrojo ATR. 

1. 9. INFRAESTRUCTURA 

 Laboratorio de Nanoestructuras y Biomateriales de la ENES Unidad León de la UNAM. 

 Laboratorio de Espectroscopía del Centro de Física Aplicada y Tecnología Avanzada de la 

UNAM Campus Juriquilla. 
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PROM PROM PROM

P. aeruginosa

S. aureus

E. faecalis

E. coli

PROM PROM PROM

P. aeruginosa

S. aureus

E. faecalis

E. coli

PROM PROM PROM

P. aeruginosa

S. aureus

E. faecalis

E. coli

PROM PROM PROM

P. aeruginosa

S. aureus

E. faecalis

E. coli

M2T

DISCO 1 DISCO 2 DISCO 3

FECHA: __________________

M1T

DISCO 1 DISCO 2 DISCO 3

M2A

DISCO 1 DISCO 2 DISCO 3

Semana __ (prueba __)

M1A

DISCO 1 DISCO 2 DISCO 3

Tabla 6. Base de datos para la recolección de resultados obtenidos de las zonas de inhibición bacteriana. 
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CAPÍ TULO 4 

1. RESULTADOS 

Quincenalmente, se obtuvieron las zonas de inhibición bacteriana con cada cepa bacteriana con los 

grupos a evaluar y se realizaron registros fotográficos de las zonas de inhibición más representativos 

de cada grupo (Anexo 1-8). Posteriormente se registraron las medidas de las zonas de inhibición en la 

base de datos de Excel (Anexo 9-16). 

Se realizó análisis de ANOVA de Una Vía para la comparación de la media de más de dos grupos con 

tamaños de muestras similares. Con cada especie bacteriana fue realizado el análisis para observar si 

en los grupos Ámbar (A) y Transparente (T) de cada grupo semanal (semana Inicial, 4, 6, 8, 10, 12, 14 y 

16) había diferencia significativa (P= <0.05). Para cada especie bacteriana, se analizaron un total de 360 

valores divididos en 15 grupos (Tabla 7).  

En el caso de Pseudomonas aeruginosa la media de la semana inicial (SI) fue de 29.61 mm ± 0.79; en la 

semana 16 (S16) del grupo A fue de 29,03 mm ± 0,59; en S16 del grupo T fue de 29.39 mm ± 0.52 

(Tabla 8). Al realizar el análisis de ANOVA de Una Vía se obtuvo diferencia significativa entre los grupos 

(P= <0.0001) (Tabla 7). 

INICIAL 4A 4T 6A 6T 8A 8T 10A 10T 12A 12T 14A 14T 16A 16T

Número de Valores 24 24 24 24 24 24 24 24 24 24 24 24 24 24 24

Mínimo 28,36 27,13 28,43 28,47 28,21 29,11 28,01 29,82 29,02 28,19 27,79 28,72 28,77 27,66 28,22

Percentil 25% 29 28,43 29,18 29,5 29,52 29,93 29,31 30,41 29,75 28,91 28,39 29,15 29,1 28,73 29,08

Media 29,54 29,84 29,44 30,49 29,73 30,1 29,66 30,87 29,91 29,21 28,6 29,43 29,64 28,99 29,43

Percentil 75% 30,34 30,37 29,87 30,8 30,23 30,38 29,95 31,29 30,24 29,6 29,66 29,83 30,28 29,31 29,73

Máximo 31,18 31,86 30,38 31,49 30,64 30,77 30,52 31,84 30,8 30,23 30,42 30,52 30,48 30,12 30,35

Media 29,61 29,56 29,48 30,16 29,7 30,08 29,54 30,86 29,95 29,24 28,96 29,46 29,66 29,03 29,39

Desviación Estádar 0,7868 1,208 0,4688 0,8273 0,6289 0,4404 0,5904 0,5459 0,424 0,5629 0,6996 0,464 0,567 0,5889 0,5154

IC 95% bajo 29,28 29,05 29,29 29,81 29,43 29,9 29,29 30,63 29,77 29 28,66 29,27 29,42 28,78 29,17

IC 95% alto 29,95 30,07 29,68 30,51 29,96 30,27 29,79 31,09 30,13 29,48 29,25 29,66 29,9 29,28 29,6

Tabla 8. Estadística descriptiva de P. aeruginosa. 

Tabla 7. Análisis ANOVA de Una vía entre las medias de cada grupo de cada bacteria. 

P. aeruginosa S. aureus E. faecalis E. coli

Número de tratamientos
15 15 15 15

Número de valores
360 360 360 360

Valor P
<0.0001 <0.0001 <0.0001 <0.0001

Diferencia significativa de 

medias (P < 0.05) Sí Sí Sí Sí

R cuadrada 0,3427 0,5254 0,4224 0.5156
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En Staphylococcus aureus la media de SI fue de 36.05 mm ± 2.30; en S16 grupo A la media obtenida fue 

de 34.98 mm ± 1.18; en S16 grupo T la media fue de 35.04 mm ± 1.45 (Tabla 9). Al realizar el análisis se 

obtuvo diferencia significativa entre los grupos (P= <0.0001) (Tabla 7).  

En Enterococcus faecalis la media de SI fue de 29.97 mm ± 0.59; en S16 grupo A la media obtenida fue 

de 29.82 mm ± 0.64; en S16 grupo T la media fue de 29.42 mm ± 0.68 (Tabla 10). Al realizar el análisis 

se obtuvo diferencia significativa entre los grupos (P= <0.0001) (Tabla 7).  

En Escherichia coli la media de SI fue de 28.77 mm ± 0.43; en S16 grupo A la media obtenida fue de 

28.66 mm ± 0.57; en S16 grupo T la media fue de 29.01 mm ± 0.68 (Tabla 11). Al realizar el análisis se 

obtuvo diferencia significativa entre los grupos (P= <0.0001) (Tabla 7).  

Como se puede observar, al realizar el análisis de ANOVA de Una Vía para cada especie bacteriana, se 

obtuvo diferencia estadísticamente significativa en los cuatro microorganismos analizados (P= 

<0.0001), por ello se decidió realizar contrastes post-hoc de comparación múltiple (Dunnet, Sidak, 

Tukey), para saber en qué comparaciones de grupos se encontraba la significancia.  

Tabla 10. Estadística descriptiva de E. faecalis. 

INICIAL 4A 4T 6A 6T 8A 8T 10A 10T 12A 12T 14A 14T 16A 16T

Número de Valores 24 24 24 24 24 24 24 24 24 24 24 24 24 24 24

Mínimo 28,94 26,7 28,07 29,64 28,71 28,31 28,68 30,41 28,73 28,67 27,48 29,46 29,16 28,39 28,53

Percentil 25% 29,6 28,79 28,63 30,11 29,62 30,17 29,38 31,1 30,36 29 28,32 29,8 29,91 29,46 28,98

Media 29,89 29,37 29,21 30,45 29,95 30,48 29,85 31,59 30,81 29,45 28,85 30,04 30,25 29,77 29,23

Percentil 75% 30,38 30,56 30,13 30,79 30,72 31,03 30,31 32,24 31,28 29,9 29,46 30,73 30,68 30,2 29,86

Máximo 31,2 31,82 32,47 31,03 32,39 31,76 30,84 32,82 32,1 31,16 29,88 31,88 31,44 31,11 31,06

Media 29,97 29,45 29,53 30,42 30,16 30,51 29,82 31,64 30,71 29,53 28,82 30,29 30,26 29,82 29,42

Desviación Estádar 0,587 1,268 1,268 0,4015 0,9522 0,7671 0,5886 0,6916 0,7486 0,6376 0,6625 0,6719 0,5145 0,6446 0,6762

IC 95% bajo 29,73 28,91 28,99 30,25 29,76 30,18 29,57 31,35 30,4 29,26 28,54 30 30,04 29,55 29,13

IC 95% alto 30,22 29,99 30,06 30,59 30,57 30,83 30,07 31,93 31,03 29,8 29,1 30,57 30,48 30,09 29,71

INICIAL 4A 4T 6A 6T 8A 8T 10A 10T 12A 12T 14A 14T 16A 16T

Número de Valores 24 24 24 24 24 24 24 24 24 24 24 24 24 24 24

Mínimo 30,5 35,47 32 32,52 33,51 32,07 30,88 35,28 34,31 25,99 29,48 34,53 33,5 32,75 33,02

Percentil 25% 34,41 36,88 34,24 34,71 34,81 33,2 32,1 36,69 37,46 31,33 32 36,56 35,03 34,1 33,92

Media 36,36 38,06 35,53 36,21 35,66 34,06 33,5 38,17 38,29 33,16 33,86 37,63 37,06 34,97 34,81

Percentil 75% 37,4 38,8 36,79 36,9 36,32 35,18 34,28 40,04 38,87 34,21 35,16 38,92 38,83 36 36,19

Máximo 40,24 39,19 39,98 37,93 38,25 36,44 36,64 42,01 40,1 35,32 36,05 39,55 40,13 36,83 37,78

Media 36,05 37,69 35,62 35,81 35,59 34,15 33,41 38,31 37,98 32,48 33,46 37,54 36,9 34,98 35,04

Desviación Estádar 2,301 1,129 2,025 1,589 1,086 1,24 1,641 1,834 1,314 2,336 1,908 1,465 1,984 1,183 1,455

IC 95% bajo 35,07 37,21 34,77 35,13 35,13 33,62 32,72 37,54 37,43 31,49 32,66 36,93 36,06 34,48 34,43

IC 95% alto 37,02 38,17 36,48 36,48 36,05 34,67 34,11 39,09 38,54 33,46 34,27 38,16 37,74 35,48 35,65

Tabla 9. Estadística descriptiva de S. aureus. 

INICIAL 4A 4T 6A 6T 8A 8T 10A 10T 12A 12T 14A 14T 16A 16T

Número de Valores 24 24 24 24 24 24 24 24 24 24 24 24 24 24 24

Mínimo 27,84 27,6 27,28 27,41 27,04 27,38 28,17 29 28,62 27,33 26,93 27,77 26,82 27,81 28,03

Percentil 25% 28,45 28,45 28,13 28,16 27,39 28,32 28,71 29,95 29,63 27,88 27,81 28,54 28,48 28,06 28,47

Media 28,7 28,96 28,42 28,46 27,71 29,05 29,25 30,43 30,03 28,42 28,25 29,01 28,83 28,65 28,81

Percentil 75% 29,16 29,6 28,93 29,09 28,01 29,91 29,86 30,81 30,38 28,73 28,68 29,51 29,56 29,16 29,79

Máximo 29,69 30,48 29,82 29,53 28,36 30,45 30,68 31,68 32,46 29,11 29,19 30,43 30,41 29,55 30,05

Media 28,77 29,06 28,54 28,55 27,68 29,06 29,3 30,38 30,21 28,32 28,19 29,04 28,88 28,66 29,01

Desviación Estádar 0,4347 0,7979 0,611 0,5996 0,3586 0,8735 0,7119 0,6649 0,8923 0,5196 0,5811 0,5965 0,8426 0,5657 0,6798

IC 95% bajo 28,59 28,72 28,28 28,3 27,53 28,69 29 30,09 29,83 28,1 27,94 28,79 28,52 28,42 28,73

IC 95% alto 28,95 29,39 28,8 28,81 27,83 29,43 29,6 30,66 30,58 28,54 28,43 29,29 29,24 28,89 29,3

Tabla 11. Estadística descriptiva de E. coli. 
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1.1. EFECTO ANTIMICROBIANO EN FUNCIÓN DEL TIEMPO DE 

ALMACENAMIENTO. 

Para evaluar el efecto antimicrobiano del CTZ en función del tiempo de almacenamiento, se separaron 

los datos obtenidos del grupo ámbar (A) y del grupo transparente (T). Se realizó el contraste de 

Dunnett para evaluar si existía diferencia significativa en la inhibición bacteriana obtenida en cada 

prueba realizada (semana 4, 6, 8, 10, 12, 14 y 16) comparándola siempre con la inhibición bacteriana 

obtenida en la prueba de la semana inicial en el grupo A. Se realizó de la misma forma para el grupo T. 

La comparación se realizó en cada especie bacteriana. 

Los resultados significativos (P= <0.05) fueron en P. aeruginosa en la semana 10 y 16 del grupo A y en 

la semana 12 del grupo T; en S. aureus hubo significancia en la semana 4, 8, 10, 12 y 14 del grupo A y la 

semana 8, 10, 12 del grupo T;  en E. faecalis la diferencia se encontró en la semana 10 del grupo A y en 

la semana 10 y 12 del grupo T; para E. coli hubo significancia en la semana 10 del grupo A y en la 

semana 6 del grupo T. A continuación se mencionan los detalles obtenidos para cada especie 

bacteriana. 

 Pseudomonas aeruginosa 

En el grupo A la media de las zonas de inhibición 

bacteriana disminuyó en la semana 4, 12, 14 y 16, 

mientras que aumentó en la semana 6, 8 y 10 respecto a la 

semana inicial (Figura 15). Sin embargo, se encontró 

diferencia estadísticamente significativa únicamente en 

dos grupos: 1) en la comparación de la semana inicial y la 

semana 10 con una diferencia de -1.243 mm (P= <0.0001) 

y 2) entre la semana inicial y la semana 16 con diferencia 

de  0.5808 (P= 0.0324) (Tabla 12).  

Figura 15 Gráfica del grupo A de P. aeruginosa. 

Tabla 12. Análisis de comparación múltiple de Dunnett del grupo A de P. aeruginosa. 

Comparación 

multiple de 

Dunnett

Media 1 Media 2
Diferencia de 

Media

Intervalo de 

Confianza 95%

Valor P 

Ajustado

Significancia 

Estadística

Inicial vs. 4 A 29,61 29,56 0,05708 -0.4903 to 0.6045 0,9996 No

Inicial vs. 6 A 29,61 30,16 -0,5463 -1.094 to 0.001182 0,0507 No

Inicial vs. 8 A 29,61 30,08 -0,4708 -1.018 to 0.07660 0,1228 No

Inicial vs. 10 A 29,61 30,86 -1,243 -1.790 to -0.6955 < 0.0001 Sí

Inicial vs. 12 A 29,61 29,24 0,3729 -0.1745 to 0.9203 0,3162 No

Inicial vs. 14 A 29,61 29,46 0,1496 -0.3978 to 0.6970 0,9682 No

Inicial vs. 16 A 29,61 29,03 0,5808 0.03340 to 1.128 0,0324 Sí
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En el grupo T la media de las zonas de inhibición 

bacteriana disminuyó en la semana 4, 8, 12 y 16, mientras 

que aumentó en la semana 6, 10 y 14 respecto a la semana 

inicial (Figura 16). Sin embargo, se encontró diferencia 

estadísticamente significativa en la comparación de la 

semana inicial con la semana 12 de 0.6546 mm (P= 

0.0013) (Tabla 13).  

 

 

 Staphylococcus aureus 

En el grupo A la media de las zonas de inhibición bacteriana 

disminuyó en la semana 6, 8, 12 y 16, mientras que aumentó 

en la semana 4, 10 y 14 respecto a la semana inicial (Figura 

17). Sin embargo, se encontró diferencia estadísticamente 

significativa en la comparación de la semana inicial con la 

semana 4 de -1.643 mm (P= 0.0060); con la semana 8 de 1.9 

mm (P= 0.0010); con la semana 10 de -2.266 mm (P= 

<0.0001); con la semana 12 de 3.569 (P= <0.0001); y con la 

semana 14 de -1.499 (P= 0.0151) (Tabla 14).  

Figura 16. Gráfica del grupo T de P. aeruginosa. 

Tabla 13. Análisis de comparación múltiple de Dunnett del grupo T de P. aeruginosa. 

Comparación 

multiple de 

Dunnett

Media 1 Media 2
Diferencia de 

Media

Intervalo de 

Confianza 95%

Valor P 

Ajustado

Significancia 

Estadística

Inicial vs. 4 T 29,61 29,48 0,1304 -0.3233 to 0.5841 0,959 No

Inicial vs. 6 T 29,61 29,7 -0,08125 -0.5349 to 0.3724 0,9971 No

Inicial vs. 8 T 29,61 29,54 0,07333 -0.3803 to 0.5270 0,9976 No

Inicial vs. 10 T 29,61 29,95 -0,3354 -0.7891 to 0.1183 0,2386 No

Inicial vs. 12 T 29,61 28,96 0,6546 0.2009 to 1.108 0,0013 Sí

Inicial vs. 14 T 29,61 29,66 -0,0475 -0.5012 to 0.4062 0,9996 No

Inicial vs. 16 T 29,61 29,39 0,2271 -0.2266 to 0.6808 0,6391 No

Figura 17. Gráfica del grupo A de S. aureus. 

Tabla 14. Análisis de comparación múltiple de Dunnett del grupo A de S. aureus. 

Comparación 

multiple de 

Dunnett

Media 1 Media 2
Diferencia de 

Media

Intervalo de 

Confianza 95%

Valor P 

Ajustado

Significancia 

Estadística

Inicial vs. 4 A 36,05 37,69 -1,643 -2.935 to -0.3521 0,006 Sí

Inicial vs. 6 A 36,05 35,81 0,2408 -1.050 to 1.532 0,9952 No

Inicial vs. 8 A 36,05 34,15 1,9 0.6083 to 3.191 0,001 Sí

Inicial vs. 10 A 36,05 38,31 -2,266 -3.557 to -0.9746 < 0.0001 Sí

Inicial vs. 12 A 36,05 32,48 3,569 2.278 to 4.860 < 0.0001 Sí

Inicial vs. 14 A 36,05 37,54 -1,499 -2.790 to -0.2077 0,0151 Sí

Inicial vs. 16 A 36,05 34,98 1,068 -0.2229 to 2.360 0,1484 No



   

42 

 

En el grupo T la media de las zonas de inhibición 

bacteriana disminuyó en la semana 4, 6, 8, 12 y 16, 

mientras que aumentó en la semana 10 y 14 respecto a la 

semana inicial (Figura 18). Hubo diferencia 

estadísticamente significativa en la comparación de la 

semana inicial con la semana 8 de 2.631 mm (P= <0.0001);  

con la semana 10 de -1.939 (P= 0.0012); y con la semana 

12 de 2.585 (P= <0.0001) (Tabla 15). 

 Enterococcus faecalis 

En el grupo A la media de las zonas de inhibición 

bacteriana disminuyó en la semana 4, 12 y 16, mientras 

que aumentó en la semana 6, 8, 10 y 14 (Figura 19). Sin 

embargo, se encontró diferencia estadísticamente 

significativa en la comparación de la semana inicial con la 

semana 10 de  -1.665 (P= <0.0001) (Tabla 16). 

 

 

Figura 18. Gráfica del grupo T de S. aureus. 

Tabla 15. Análisis de comparación múltiple de Dunnett del grupo T de S. aureus. 

Comparación 

multiple de 

Dunnett

Media 1 Media 2
Diferencia de 

Media

Intervalo de 

Confianza 95%

Valor P 

Ajustado

Significancia 

Estadística

Inicial vs. 4 T 36,05 35,62 0,4217 -0.9160 to 1.759 0,9358 No

Inicial vs. 6 T 36,05 35,59 0,4583 -0.8794 to 1.796 0,9065 No

Inicial vs. 8 T 36,05 33,41 2,631 1.294 to 3.969 < 0.0001 Sí

Inicial vs. 10 T 36,05 37,98 -1,939 -3.276 to -0.6011 0,0012 Sí

Inicial vs. 12 T 36,05 33,46 2,585 1.247 to 3.923 < 0.0001 Sí

Inicial vs. 14 T 36,05 36,9 -0,8563 -2.194 to 0.4814 0,3802 No

Inicial vs. 16 T 36,05 35,04 1,006 -0.3319 to 2.344 0,2237 No

Figura 19. Gráfica del grupo A de E. faecalis. 

Tabla 16. Análisis de comparación múltiple de Dunnett del grupo A de E. faecalis. 

Comparación 

multiple de 

Dunnett

Media 1 Media 2
Diferencia de 

Media

Intervalo de 

Confianza 95%

Valor P 

Ajustado

Significancia 

Estadística

Inicial vs. 4 29,97 29,45 0,5229 -0.04526 to 1.091 0,0848 No

Inicial vs. 6 29,97 30,42 -0,45 -1.018 to 0.1182 0,1807 No

Inicial vs. 8 29,97 30,51 -0,5352 -1.103 to 0.03297 0,0738 No

Inicial vs. 10 29,97 31,64 -1,665 -2.234 to -1.097 < 0.0001 Sí

Inicial vs. 12 29,97 29,53 0,4442 -0.1240 to 1.012 0,1911 No

Inicial vs. 14 29,97 30,29 -0,3133 -0.8815 to 0.2548 0,5395 No

Inicial vs. 16 29,97 29,82 0,1554 -0.4128 to 0.7236 0,968 No
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En el grupo T la media de las zonas de inhibición 

bacteriana disminuyó en la semana 4, 8, 12 y 16, mientras 

que aumentó en la semana 6, 10 y 12 respecto a la media 

de la semana inicial (Figura 20). Sin embargo, se encontró 

diferencia estadísticamente significativa en la  

comparación de la semana inicial y la semana 10 de -

0.7383 mm (P= 0.0082) y en la semana 12 de 1.15 mm (P= 

<0.0001) (Tabla 17).  

 Escherichia coli 

En el grupo A la media de las zonas de inhibición 

bacteriana disminuyó en la semana 6, 12 y 16, mientras 

que aumentó en la semana 4, 8, 10 y 14 respecto a la media 

de la semana inicial (Figura 21). Sin embargo, se observó 

diferencia estadísticamente significativa en la comparación 

de la semana inicial y la semana 10 de -1.605 mm (P= 

<0.0001) (Tabla 18). 

 

 

Figura 20. Gráfica del grupo T de E. faecalis. 

Figura 21. Gráfica del grupo A de E. coli. 

Tabla 17. Análisis de comparación múltiple de Dunnett del grupo T de E. faecalis. 

Comparación 

multiple de 

Dunnett

Media 1 Media 2
Diferencia de 

Media

Intervalo de 

Confianza 95%

Valor P 

Ajustado

Significancia 

Estadística

Inicial vs. 4 29,97 29,53 0,445 -0.1526 to 1.043 0,2322 No

Inicial vs. 6 29,97 30,16 -0,1908 -0.7885 to 0.4068 0,9318 No

Inicial vs. 8 29,97 29,82 0,1529 -0.4447 to 0.7505 0,9775 No

Inicial vs. 10 29,97 30,71 -0,7383 -1.336 to -0.1407 0,0082 Sí

Inicial vs. 12 29,97 28,82 1,15 0.5528 to 1.748 < 0.0001 Sí

Inicial vs. 14 29,97 30,26 -0,2854 -0.8830 to 0.3122 0,684 No

Inicial vs. 16 29,97 29,42 0,5529 -0.04471 to 1.151 0,0822 No

Tabla 18. Análisis de comparación múltiple de Dunnett del grupo A de E. coli. 

Comparación 

multiple de 

Dunnett

Media 1 Media 2
Diferencia de 

Media

Intervalo de 

Confianza 95%

Valor P 

Ajustado

Significancia 

Estadística

Inicial vs. 4 28,77 29,06 -0,2858 -0.7776 to 0.2059 0,4832 No

Inicial vs. 6 28,77 28,55 0,2175 -0.2743 to 0.7093 0,751 No

Inicial vs. 8 28,77 29,06 -0,2862 -0.7780 to 0.2055 0,4817 No

Inicial vs. 10 28,77 30,38 -1,605 -2.097 to -1.113 < 0.0001 Sí

Inicial vs. 12 28,77 28,32 0,4492 -0.04259 to 0.9409 0,0886 No

Inicial vs. 14 28,77 29,04 -0,2721 -0.7638 to 0.2197 0,5359 No

Inicial vs. 16 28,77 28,66 0,1146 -0.3772 to 0.6063 0,9869 No
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En el grupo T la media de las zonas de inhibición 

bacteriana disminuyó en la semana 4, 6, 10, 12 y 14, 

mientras que aumentó en la semana 8 y 16 (Figura 22). Sin 

embargo, se encontró diferencia  estadísticamente 

significativa en la comparación inicial con la semana 6 de 

0.8742 (P= <0.0001) (Tabla 19). 

 

 

 

 

 

La diferencia de la media de cada prueba quincenal comparada con la media de la semana inicial fue 

oscilatoria, esto quiere decir que en las semanas que se observó diferencia significativa la media de las 

zonas de inhibición disminuía en algunas ocasiones y aumentaba en otras, por lo que no es certera una 

disminución o aumento de la efectividad antibacteriana a través del tiempo. 

1.2. EFECTO ANTIMICROBIANO EN FUNCIÓN DE SU EXPOSICIÓN A LA LUZ. 

Para evaluar el efecto antimicrobiano del CTZ en función de su exposición a la luz ambiental se realizó 

el análisis de comparación múltiple de Sidak en el cual se analizó la media obtenida de cada semana del 

grupo A comparada con la media de esa misma semana pero del grupo T. La comparación se realizó en 

cada especie bacteriana. 

Se tomaron en cuenta únicamente las comparaciones con significancia estadística (P= <0.05). En P. 

aeruginosa hubo diferencia en la comparación del grupo A y T de la semana 8 y 10; en S. aureus hubo 

diferencia significativa en la comparación del grupo A y T de la semana 4; en E. faecalis la comparación 

del grupo A y T de la semana 8, 10 y 12 mostraron significancia; en E. coli existió significancia en la 

comparación del grupo A y T de la semana 6. En las comparaciones estadísticamente significativas que 

se obtuvieron, la media del grupo A siempre fue mayor que la del grupo T. A continuación se mencionan 

los detalles obtenidos para cada especie bacteriana. 

Figura 22. Gráfica del grupo T de E. coli. 

Tabla 19. Análisis de comparación múltiple de Dunnett del grupo T de E. coli. 

Comparación 

multiple de 

Dunnett

Media 1 Media 2
Diferencia de 

Media

Intervalo de 

Confianza 95%

Valor P 

Ajustado

Significancia 

Estadística

Inicial vs. 4 28,77 28,54 0,2304 -0.2736 to 0.7344 0,7231 No

Inicial vs. 6 28,77 27,68 1,092 0.5877 to 1.596 < 0.0001 Sí

Inicial vs. 8 28,77 29,3 -0,5271 -1.031 to -0.02312 0,0362 Sí

Inicial vs. 10 28,77 30,21 -1,435 -1.939 to -0.9310 < 0.0001 Sí

Inicial vs. 12 28,77 28,19 0,585 0.08103 to 1.089 0,0151 Sí

Inicial vs. 14 28,77 28,88 -0,11 -0.6140 to 0.3940 0,9911 No

Inicial vs. 16 28,77 29,01 -0,2437 -0.7477 to 0.2602 0,6721 No
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 Pseudomonas aeruginosa 

Al realizar la comparación de los grupos A con los grupos T 

de cada semana (Figura 23), se observó diferencia 

estadísticamente significativa en la semana 8 en donde la 

media del grupo A fue mayor que la del grupo T (diferencia 

de 0,5442 mm, P= 0.0278); y en la semana 10 en donde la 

media del grupo A fue mayor que la del grupo T (diferencia 

de 0,9075 mm, P= <0.0001) (Tabla 20).  

 

Staphylococcus aureus 

En la comparación de los grupos A con los grupos T de cada 

semana (Figura 24), se observó diferencia estadísticamente 

significativa en la semana 4 en donde la media del grupo A fue 

mayor que la del grupo T (diferencia de 2,065 mm, P= 0,0002) 

(Tabla 21).  

 

 

Figura 23. Gráfica comparativa del grupo A y 
grupo T de P. aeruginosa. 

Tabla 20. Análisis de comparación múltiple de Sidak entre el grupo A y T de P. aeruginosa. 

Comparación 

multiple de Sidak
Media 1 Media 2

Diferencia de 

Media

Intervalo de 

Confianza 95%

Valor P 

Ajustado

Significancia 

Estadística

4 A vs. 4 T 29,56 29,48 0,07333 -0.4337 to 0.5804 0,9998 No

6 A vs. 6 T 30,16 29,7 0,465 -0.04207 to 0.9721 0,0927 No

8 A vs. 8 T 30,08 29,54 0,5442 0.03710 to 1.051 0,0278 Sí

10 A vs. 10 T 30,86 29,95 0,9075 0.4004 to 1.415 < 0.0001 Sí

12 A vs. 12 T 29,24 28,96 0,2817 -0.2254 to 0.7887 0,6369 No

14 A vs. 14 T 29,46 29,66 -0,1971 -0.7042 to 0.3100 0,9134 No

16 A vs. 16 T 29,03 29,39 -0,3538 -0.8608 to 0.1533 0,3543 No

Figura 24. Gráfica comparativa del grupo A y 
grupo T de S. aureus. 

Tabla 21. Análisis de comparación múltiple de Sidak entre el grupo A y T de S. aureus. 

Comparación 

multiple de Sidak
Media 1 Media 2

Diferencia de 

Media

Intervalo de 

Confianza 95%

Valor P 

Ajustado

Significancia 

Estadística

4 A vs. 4 T 37,69 35,62 2,065 0.7553 to 3.375 0,0002 Sí

6 A vs. 6 T 35,81 35,59 0,2175 -1.092 to 1.527 0,9994 No

8 A vs. 8 T 34,15 33,41 0,7316 -0.5781 to 2.041 0,6304 No

10 A vs. 10 T 38,31 37,98 0,3271 -0.9826 to 1.637 0,9923 No

12 A vs. 12 T 32,48 33,46 -0,9842 -2.294 to 0.3255 0,2666 No

14 A vs. 14 T 37,54 36,9 0,6428 -0.6669 to 1.952 0,7636 No

16 A vs. 16 T 34,98 35,04 -0,0625 -1.372 to 1.247 > 0.9999 No
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 Enterococcus faecalis 

Al realizar la comparación de los grupos A con los grupos T de 

cada semana (Figura 25), se observó diferencia 

estadísticamente significativa en la semana 8 en donde la media 

del grupo A fue mayor que la del grupo T (diferencia de 0,6881 

mm, P= 0.0160); en la semana 10 en donde la media del grupo 

A fue mayor que la del grupo T (diferencia de 0,9271 mm, P= 

<0.0003); y en la semana 12 en donde la media del grupo A fue 

mayor que la del grupo T (diferencia de 0.7063 mm, P=0.0123) 

(Tabla 22).  

 

 Escherichia coli 

Al realizar la comparación de los grupos A con los grupos T de 

cada semana (Figura 26), se observó diferencia 

estadísticamente significativa en la semana 6 en donde la 

media del grupo A fue mayor que la del grupo T (diferencia de 

0,8742 mm, P= <0.0001) (Tabla 18). 

 

 

 

 

 

 

Figura 26. Gráfica comparativa del grupo A y 
grupo T de E. coli. 

Figura 25.  Gráfica comparativa del grupo A y 
grupo T de E. faecalis. 

Tabla 22. Análisis de comparación múltiple de Sidak entre el grupo A y T de E. faecalis. 

Comparación 

multiple de Sidak
Media 1 Media 2

Diferencia de 

Media

Intervalo de 

Confianza 95%

Valor P 

Ajustado

Significancia 

Estadística

4 A vs. 4 T 29,45 29,53 -0,07792 -0.6826 to 0.5268 0.9999 No

6 A vs. 6 T 30,42 30,16 0,2592 -0.3455 to 0.8638 0.8462 No

8 A vs. 8 T 30,51 29,82 0,6881 0.08346 to 1.293 0.0160 Sí

10 A vs. 10 T 31,64 30,71 0,9271 0.3224 to 1.532 0.0003 Sí

12 A vs. 12 T 29,53 28,82 0,7063 0.1016 to 1.311 0.0123 Sí

14 A vs. 14 T 30,29 30,26 0,02792 -0.5768 to 0.6326 >0.9999 No

16 A vs. 16 T 29,82 29,42 0,3975 -0.2072 to 1.002 0.4289 No

Tabla 23. Análisis de comparación múltiple de Sidak entre el grupo A y T de E. coli. 

Comparación 

multiple de Sidak
Media 1 Media 2

Diferencia de 

Media

Intervalo de 

Confianza 95%

Valor P 

Ajustado

Significancia 

Estadística

4 A vs. 4 T 29,06 28,54 0,5163 -0.002513 to 1.035 0,0519 No

6 A vs. 6 T 28,55 27,68 0,8742 0.3554 to 1.393 < 0.0001 Sí

8 A vs. 8 T 29,06 29,3 -0,2408 -0.7596 to 0.2779 0,8098 No

10 A vs. 10 T 30,38 30,21 0,17 -0.3488 to 0.6888 0,9636 No

12 A vs. 12 T 28,32 28,19 0,1358 -0.3829 to 0.6546 0,9898 No

14 A vs. 14 T 29,04 28,88 0,1621 -0.3567 to 0.6808 0,9719 No

16 A vs. 16 T 28,66 29,01 -0,3583 -0.8771 to 0.1604 0,3665 No
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Como se puede observar, los resultados obtenidos son oscilatorios, ya que en algunas ocasiones la 

media obtenida tanto para el grupo A como para el grupo T no presentaba diferencia estadísticamente 

significativa, o en otros casos, el grupo A presentaba una media mayor que la del grupo A. Esto significa 

que la exposición a la luz ambiental no disminuye o aumenta el efecto antibacteriano. 

1.3. EFECTO ANTIMICROBIANO DEL COMPUESTO CTZ ENTRE CADA ESPECIE 

BACTERIANA. 

Para evaluar el efecto antibacteriano de cada especie 

estudiada, se realizó el análisis de comparación múltiple 

de Tukey, en el cual se tomó la media obtenida de los 

resultados de las semanas 4, 6, 8, 10, 12, 14 y 16 y se 

agruparon de acuerdo a su cepa. La especie con mayor 

inhibición bacteriana durante todo el estudio fue 

Staphylococcus aureus con una media de 35.67 mm ± 

1.79, seguido de Enterococcus faecalis con una media de 

30,02 mm ± 0.67, en tercer lugar Pseudomona aeruginosa 

con una media de 29.65 mm ± 0.48 y la cepa con menor 

inhibición fue Escherichia coli con una media de 28.91 

mm ± 0.70 (Figura 27).  

Se observó diferencia estadísticamente significativa en la comparación de las medias de S. aureus con P. 

aeruginosa (diferencia de 6.022, P= <0.0001); en S. aureus con E. faecalis (diferencia de 5.644 mm, P= 

<0.0001); en S. aureus con E. coli (diferencia de 6,757 mm,  P= <0.0001); y en E. faecalis con E. coli 

(diferencia de 1.113 mm, P= 0.0255). S. aureus y E. faecalis fueron los microorganismos que mostraron 

mayor inhibición bacteriana, mientras que P. aeruginosa y E. coli mostraron medias de inhibición 

bacteriana menores. (Tabla 24).   

 

  

Figura 27. Gráfica de medias de zona de 
inhibición de S. aureus, E. faecalis, P. aeruginosa 

y E. coli. 

Tabla 24. Análisis de comparación múltiple de Tukey entre la media de zona de inhibición obtenida 
por cada microorganismo. 

Comparación multiple de 

Tukey
Media 1 Media 2

Diferencia de 

Media

Intervalo de 

Confianza 95%

Valor P 

Ajustado

Significancia 

Estadística

P. aeruginosa vs. S. aureus 29,65 35,67 -6,022 -7.033 to -5.011 < 0.0001 Sí

P. aeruginosa vs. E. faecalis 29,65 30,02 -0,378 -1.389 to 0.6331 0,7558 No

P. aeruginosa vs. E. coli 29,65 28,91 0,7353 -0.2758 to 1.746 0,2292 No

S. aureus vs. E. faecalis 35,67 30,02 5,644 4.633 to 6.655 < 0.0001 Sí

S. aureus vs. E. coli 35,67 28,91 6,757 5.746 to 7.768 < 0.0001 Sí

E. faecalis vs. E. coli 30,02 28,91 1,113 0.1022 to 2.124 0,0255 Sí
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1.4. ANÁLISIS DESCRIPTIVO DE ESPECTROSCOPÍA DE INFRARROJO. 

El estudio de espectroscopía de infrarrojo se realizó para observar los cambios estructurales que podía 

llegar a presentar el compuesto CTZ conforme transcurría el tiempo de almacenamiento y se exponía 

total y parcialmente a la luz ambiental.  

Se realizó la comparación gráfica de los espectros obtenidos en cada grupo de frasco ámbar (A) y frasco 

transparente (T), tanto de la mezcla 1 (E1A y E1T) como de la mezcla 2 (E2A y E2T) cada dos semanas. 

En los grupos E1A, E1T, E2A Y E2T no se observan cambios significativos en su estructura. Esto 

significa que no existen cambios estructurales en los componentes del CTZ (Figura 28).  

Figura 28. Espectros obtenidos en el análisis FT-IR de los grupos E1A, E1T, E2A Y E2T. 
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2. DISCUSIÓN 

Alrededor de 1960 las técnicas para el tratamiento de necrosis pulpar de dientes primarios se limitaba 

a la limpieza de la cámara, seguido de la colocación de una pasta antibiótica, dejando los canales 

radiculares necróticos intactos. En 1964 Cappiello realizó este tipo de tratamientos colocando pasta 

antibiótica CTZ, sin embargo, no justifica la elección de los dos antibióticos tetraciclina y cloranfenicol 

en la preparación de la misma, ya que ambos son antibióticos bacteriostáticos que actúan inhibiendo la 

síntesis de proteínas bacterianas, son de amplio espectro, activos contra bacterias Gram-positivas y 

Gram-negativas. Se considera que son los componentes del CTZ porque estos medicamentos eran los 

antibióticos disponibles en ese momento (4,63,65). 

No se han encontrado reportes en la literatura sobre cuál es el tiempo de almacenamiento indicado del 

compuesto CTZ después de haber sido preparado a partir de la presentación comercial del 

cloranfenicol, tetraciclina y óxido de zinc sin endurecedor, únicamente se menciona en un manual de la 

Universidad  Cayetano Heredia de Perú de 1994 que puede almacenarse en un frasco ámbar por dos 

semanas, pero esta información carece de evidencias (104). 

Existen reportes de estudios in vitro, en los cuales Guedes-Amorim en 2006 y Piva en 2008 y 2009 

comparan la efectividad antibacteriana de diferentes materiales para la obturación de conductos 

radiculares en pulpectomías y pulpotomías de dientes primarios. Las pastas que se compararon fueron 

Guedes-Pinto, ZOE, hidróxido de calcio, CTZ, Vitapex, Calen, MTA y L&C. Se realizó el método de 

difusión por agar en placas de inoculadas con Staphylococcus aureus, Enterococcus faecalis, 

Pseudomonas aeruginosa, Bacillus subtilis y Candida albicans. Los resultados obtenidos de estos 

estudios se reportaron cualitativamente mediante los parámetros de “presencia de 

crecimiento/ineficacia” y “ausencia de crecimiento/eficacia”. La pasta CTZ y Guedes-Pinto obtuvieron 

los mejores resultados en comparación de las otras pastas analizadas (82–84). 

Con base en lo anterior, para este estudio se realizó la prueba de difusión por agar, el cual se emplea 

comúnmente para evaluar la actividad antimicrobiana. De acuerdo a Estrela y cols. la zona de inhibición 

depende de la solubilidad y difusión en el agar de la sustancia a analizar; de esta manera, el potencial 

antimicrobiano de sustancias con diferente consistencia no puede ser comparado directamente (105), 

sin embargo en nuestro estudio la consistencia del compuesto CTZ con eugenol siempre fue similar y 

controlada al colocar la misma cantidad de polvo con la cucharilla prefabricada y de eugenol en cada 

grupo comparativo y durante las pruebas realizadas. 

Se emplearon cepas de referencia de ATCC durante todo el estudio. Se incluyeron las cepas bacterianas 

P. aeruginosa, S. aureus, E. faecalis y E. coli con referencia a los estudios realizados por Guedes-Amorim 

y Piva, puesto que estos microorganismos tienen diferente Gam y morfología (P. aeruginosa y E. faecalis 

son bacilos Gram-negativas; S. aureus y E. faecalis son cocos Gram-positivas). P. aeruginosa y E. faecalis 
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se relaciona con infecciones endodóncicas recurrentes, mientras que S. aureus se ha aislado de abscesos 

orales. E. coli es una bacteria entérica, sin embargo se ha aislado e identificado como parte de la 

microflora normal de la boca (17,85,89,90). 

Se realizó el compuesto CTZ con base a la proporción indicada por Costa y cols. (103) Se emplearon 

cápsulas de diferente contenido (500 mg en el caso de tetraciclina y 250 mg en el caso de cloranfenicol), 

debido a la falta de disponibilidad de presentaciones en el mercado, sin embargo esta diferencia no es 

significativa en el estudio, ya que el polvo de las cápsulas de ninguno de los dos medicamentos contiene 

excipiente, además de que se realizó el pesado correspondiente de acuerdo a la proporción ya 

mencionada.  

La hipótesis planteada no se cumple, ya que el efecto antibacteriano y la presencia de grupos 

funcionales del CTZ fue el mismo durante los 4 meses evaluados y no cambió significativamente con la 

presencia total y parcial de luz ambiental. Considerando las condiciones de almacenamiento del 

compuesto CTZ mencionadas por Heredia y cols. (104) éste debe almacenarse en un frasco color ámbar 

y tiene una caducidad de dos semanas a partir de que es preparado. Sin embargo, en el presente estudio 

no se observaron diferencias significativas en la comparación de los resultados de la inhibición 

bacteriana ni en la presencia de grupos funcionales durante las 16 semanas que fueron evaluados. De 

acuerdo a lo mencionado por Tripathi (65) el cloranfenicol y la tetraciclina son antibióticos 

fotosensibles, por lo que no pueden exponerse a la luz directamente. Sin embargo, de acuerdo a los 

resultados obtenidos en la comparación del compuesto almacenado en frasco ámbar y frasco de vidrio 

no muestran diferencias significativas, por lo que se puede inferir que los antibióticos no modifican sus 

propiedades antimicrobianas en presencia de luz durante las 16 semanas evaluadas. 
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3. CONCLUSIONES 

El efecto antibacteriano del compuesto CTZ se mantiene constante durante los 4 meses evaluados para 

todos los microorganismos evaluados, sin mostrar diferencias significativas por el tipo de 

almacenamiento (frasco ámbar o transparente). 

El compuesto CTZ tuvo mayor efecto antibacteriano contra cocos Gram-positivos aerobios (S. aureus) y 

cocos Gram-positivos anaerobios facultativos (E. faecalis). 

La estructura química de los componentes del CTZ no se alteró conforme al almacenamiento ni su 

exposición a la luz ambiental. 

Con esto se puede concluir que el compuesto CTZ puede almacenarse en frascos de vidrio transparente 

durante un periodo de 4 meses con seguridad de que el efecto antibacteriano será el mismo que el CTZ 

preparado en el momento operatorio.  

Es importante preparar el CTZ de acuerdo a las proporciones mencionadas por Costa y cols. con ayuda 

de una balanza, puesto que en la presentación en cápsulas de los antibióticos pueden haber menos 

miligramos de los indicados en las cajas, sobre todo en medicamentos genéricos. Debe considerarse la 

fecha de caducidad de los componentes del CTZ durante el tiempo que se quiere almacenar para que 

pueda ser utilizado con seguridad. Es relevante mencionar que el óxido de zinc empleado debe ser sin 

endurecedor y que el compuesto obtenido al mezclar el CTZ con eugenol en el momento operatorio 

debe tener un color amarillo claro y una consistencia ligera. 

De acuerdo a los resultados obtenidos, la contribución de este estudio es estandarizar la preparación 

del compuesto CTZ y las condiciones de almacenamiento para su uso clínico en el que se recomienda un 

adecuado uso por hasta 4 meses y puede almacenarse indistintamente en frasco ámbar y transparente. 

Al estandarizar el método de preparación del CTZ se abren líneas de investigación in vitro sobre el 

mecanismo de acción del CTZ, así como de su difusión a través de los túbulos dentinarios. Las áreas de 

oportunidad para el mismo compuesto en estudios in vivo sería el estudio clínico en pacientes para 

evaluar su porcentaje de éxito comparado con el de otros materiales empleados para el tratamiento de 

necrosis pulpar en dientes primarios. 
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ANEXO 1. Zonas de inhibición de la semana inicial. a) P. aeruginosa; b) S. aureus; c) E. 
faecalis; d) E. coli 

ANEXO 2. Zonas de inhibición de la semana 4. a) P. aeruginosa grupo A; b) P. 
aeruginosa grupo T; c) S. aureus grupo A; d) S. aureus grupo T; e) E. faecalis grupo A; f) 

E. faecalis grupo T; g) E. coli grupo A; h) E. coli grupo T 
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ANEXO 3. Zonas de inhibición de la semana 6. a) P. aeruginosa grupo A; b) P. 
aeruginosa grupo T; c) S. aureus grupo A; d) S. aureus grupo T; e) E. faecalis grupo A; f) 

E. faecalis grupo T; g) E. coli grupo A; h) E. coli grupo T 

ANEXO 4. Zonas de inhibición de la semana 8. a) P. aeruginosa grupo A; b) P. 
aeruginosa grupo T; c) S. aureus grupo A; d) S. aureus grupo T; e) E. faecalis grupo A; f) 

E. faecalis grupo T; g) E. coli grupo A; h) E. coli grupo T 



   

iii 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

ANEXO 5. Zonas de inhibición de la semana 10. a) P. aeruginosa grupo A; b) P. 
aeruginosa grupo T; c) S. aureus grupo A; d) S. aureus grupo T; e) E. faecalis grupo A; f) 

E. faecalis grupo T; g) E. coli grupo A; h) E. coli grupo T 

ANEXO 6. Zonas de inhibición de la semana 12. a) P. aeruginosa grupo A; b) P. 
aeruginosa grupo T; c) S. aureus grupo A; d) S. aureus grupo T; e) E. faecalis grupo A; f) 

E. faecalis grupo T; g) E. coli grupo A; h) E. coli grupo T 
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ANEXO 7. Zonas de inhibición de la semana 14. a) P. aeruginosa grupo A; b) P. 
aeruginosa grupo T; c) S. aureus grupo A; d) S. aureus grupo T; e) E. faecalis grupo A; f) 

E. faecalis grupo T; g) E. coli grupo A; h) E. coli grupo T 

ANEXO 8. Zonas de inhibición de la semana 16. a) P. aeruginosa grupo A; b) P. 
aeruginosa grupo T; c) S. aureus grupo A; d) S. aureus grupo T; e) E. faecalis grupo A; f) 

E. faecalis grupo T; g) E. coli grupo A; h) E. coli grupo T 
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PROM PROM PROM

P. aeruginosa 28,78 28,42 28,73 28,36 28,57 29,85 30,49 29,89 30,58 30,20 29,55 29,67 29,52 29,51 29,56

S. aureus 37,11 37,05 38,90 36,62 37,42 34,40 37,46 35,75 35,10 35,68 37,81 40,24 38,87 39,14 39,02

E. faecalis 29,44 29,97 29,60 30,16 29,79 29,26 30,45 30,69 30,32 30,18 29,01 29,89 29,55 28,94 29,35

E. coli 28,87 29,19 29,18 29,37 29,15 28,30 28,52 29,04 29,26 28,78 28,65 28,52 28,96 29,29 28,86

PROM PROM PROM

P. aeruginosa 29,42 29,14 29,73 29,55 29,46 31,18 30,76 30,59 30,85 30,85 28,98 29,05 28,90 29,23 29,04

S. aureus 36,37 33,61 37,22 36,74 35,99 34,45 30,50 33,73 34,01 33,17 32,00 35,78 35,90 36,34 35,01

E. faecalis 29,69 29,88 29,60 30,30 29,87 29,72 29,92 29,74 29,89 29,82 30,40 31,20 30,57 31,16 30,83

E. coli 28,81 29,69 28,27 27,84 28,65 28,62 29,10 28,60 28,31 28,66 28,55 28,43 28,38 28,74 28,53

11 de diciembre 2015

INICIAL

M1

DISCO 1 DISCO 2 DISCO 3

DISCO 1 DISCO 2 DISCO 3

M2

ANEXO 9. Registro de las zonas de inhibición de la semana inicial 
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PROM PROM PROM

P. aeruginosa 30,54 30,76 31,69 31,86 31,21 29,87 29,92 29,23 30,04 29,77 29,74 30,18 29,82 30,66 30,10

S. aureus 36,49 38,84 39,19 37,77 38,07 38,42 38,69 38,93 37,16 38,30 37,15 36,12 38,14 35,90 36,83

E. faecalis 28,15 28,79 28,81 27,04 28,20 27,87 28,80 29,18 28,51 28,59 28,95 26,70 28,97 30,68 28,83

E. coli 30,48 29,35 29,29 29,37 29,62 29,65 30,09 30,39 30,17 30,08 27,85 27,60 28,30 28,74 28,12

PROM PROM PROM

P. aeruginosa 29,39 29,31 28,88 29,16 29,19 30,01 29,67 29,54 30,31 29,88 29,66 29,27 29,46 29,41 29,45

S. aureus 36,20 37,65 36,83 39,48 37,54 35,77 36,68 39,98 35,09 36,88 32,00 35,52 36,41 38,16 35,52

E. faecalis 32,47 31,50 31,99 31,99 31,99 29,43 28,38 29,00 28,99 28,95 28,07 28,83 28,67 28,23 28,45

E. coli 28,07 28,19 28,23 27,28 27,94 29,79 28,57 28,96 29,63 29,24 27,87 28,35 28,11 27,87 28,05

PROM PROM PROM

P. aeruginosa 28,06 27,84 27,13 28,36 27,85 28,62 28,91 27,93 28,30 28,44 30,43 29,86 29,72 29,89 29,98

S. aureus 38,21 36,96 35,47 38,84 37,37 36,14 38,89 38,14 36,91 37,52 39,11 38,23 36,87 37,97 38,05

E. faecalis 30,86 30,88 30,30 30,16 30,55 29,82 31,82 30,62 30,36 30,66 29,27 29,47 30,68 30,11 29,88

E. coli 29,45 30,03 28,21 28,89 29,15 28,78 28,58 29,15 29,02 28,88 28,42 28,85 28,16 28,53 28,49

PROM PROM PROM

P. aeruginosa 29,93 29,62 30,05 29,96 29,89 28,91 29,10 29,23 28,43 28,92 29,61 29,07 29,24 30,38 29,58

S. aureus 34,85 34,22 34,72 35,21 34,75 37,55 35,53 35,76 33,97 35,70 32,50 33,88 32,74 34,28 33,35

E. faecalis 29,42 28,61 28,29 29,38 28,93 28,47 29,31 28,85 29,44 29,02 29,69 29,10 30,27 30,29 29,84

E. coli 28,56 28,04 28,41 28,42 28,36 29,82 29,03 28,52 28,96 29,08 28,82 28,35 28,38 28,73 28,57

Semana 4 (prueba 1)

DISCO 3

M1A

DISCO 1 DISCO 2 DISCO 3

DISCO 3

M1T

DISCO 1

M2A

DISCO 1 DISCO 2

DISCO 1 DISCO 2 DISCO 3

DISCO 2

M2T

08 de enero 2016

ANEXO 10. Registro de las zonas de inhibición de la semana 4 
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22 de enero 2016

PROM PROM PROM

P. aeruginosa 29,76 30,66 30,27 29,89 30,15 28,87 29,04 28,47 28,79 28,79 29,90 30,53 29,12 30,05 29,90

S. aureus 37,50 36,77 36,06 36,59 36,73 37,10 35,17 36,76 35,80 36,21 34,66 36,75 36,93 32,52 35,22

E. faecalis 30,30 30,48 30,16 30,09 30,26 30,38 30,37 30,71 30,43 30,47 30,94 30,56 29,78 29,89 30,29

E. coli 29,12 28,98 28,44 28,32 28,72 28,04 28,27 28,05 27,81 28,04 28,17 28,48 28,37 28,28 28,33

PROM PROM PROM

P. aeruginosa 29,73 29,35 29,48 30,27 29,71 29,72 30,64 30,36 30,32 30,26 29,68 30,13 30,26 29,99 30,02

S. aureus 35,78 36,11 35,54 34,80 35,56 34,74 34,67 33,51 35,32 34,56 34,82 38,25 36,20 36,11 36,35

E. faecalis 30,36 29,82 28,72 30,21 29,78 30,40 30,46 31,28 30,81 30,74 30,94 31,76 32,39 31,70 31,70

E. coli 28,36 28,09 28,05 27,78 28,07 28,18 27,76 27,71 27,88 27,88 28,14 27,70 27,33 27,62 27,70

PROM PROM PROM

P. aeruginosa 30,51 30,84 30,93 30,96 30,81 31,49 30,46 29,41 30,81 30,54 30,56 30,76 31,08 30,68 30,77

S. aureus 37,71 37,93 36,80 37,92 37,59 36,36 35,73 34,85 35,22 35,54 33,38 32,91 33,79 34,11 33,55

E. faecalis 29,64 29,81 30,09 30,94 30,12 30,54 30,81 30,36 30,50 30,55 30,89 30,47 31,03 30,98 30,84

E. coli 29,53 29,32 29,12 29,45 29,36 29,00 28,90 28,65 29,35 28,98 28,59 28,16 27,46 27,41 27,91

PROM PROM PROM

P. aeruginosa 28,21 28,39 28,95 28,59 28,54 29,86 30,36 30,01 29,80 30,01 29,63 29,63 29,69 29,63 29,65

S. aureus 36,18 35,27 36,14 34,36 35,49 36,57 36,36 36,58 36,40 36,48 36,85 33,56 34,88 35,10 35,10

E. faecalis 29,58 30,01 29,75 29,13 29,62 29,89 29,44 29,78 29,86 29,74 29,75 28,90 28,71 30,28 29,41

E. coli 27,83 27,38 27,04 27,42 27,42 27,41 27,13 27,30 27,51 27,34 28,05 27,78 27,17 27,67 27,67

Semana 6 (prueba 2)

DISCO 3

M1A

DISCO 1 DISCO 2 DISCO 3

DISCO 1 DISCO 2

M2A

M2T

DISCO 1 DISCO 2 DISCO 3

DISCO 1 DISCO 2 DISCO 3

M1T

ANEXO 11. Registro de las zonas de inhibición de la semana 6 
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05 de febrero 2016

PROM PROM PROM

P. aeruginosa 30,04 30,73 30,24 30,08 30,27 30,52 30,31 30,09 30,11 30,26 30,39 30,25 30,77 30,41 30,46

S. aureus 33,52 33,75 32,27 32,07 32,90 33,27 35,95 35,57 35,76 35,14 32,43 32,56 34,50 33,18 33,17

E. faecalis 30,28 30,49 30,04 30,47 30,32 30,69 31,05 30,84 30,37 30,74 29,64 29,97 30,22 29,40 29,81

E. coli 30,45 30,26 29,90 29,94 30,14 29,85 29,32 29,95 29,41 29,63 29,11 30,25 29,91 29,30 29,64

PROM PROM PROM

P. aeruginosa 29,59 30,17 29,84 29,47 29,77 30,01 29,74 29,47 29,30 29,63 29,77 30,22 29,99 29,73 29,93

S. aureus 31,44 30,88 32,33 36,19 32,71 35,80 35,38 34,11 35,17 35,12 36,64 33,77 33,89 33,44 34,44

E. faecalis 29,86 29,97 29,85 30,44 30,03 29,63 30,03 30,64 30,25 30,14 29,82 30,84 30,06 30,37 30,27

E. coli 29,25 28,98 29,91 29,53 29,42 29,86 29,84 30,48 30,35 30,13 29,28 30,15 30,68 29,66 29,94

PROM PROM PROM

P. aeruginosa 30,05 30,15 29,42 29,75 29,84 30,06 30,00 29,13 30,33 29,88 29,91 29,11 29,56 30,62 29,80

S. aureus 35,23 36,44 33,06 33,93 34,67 34,39 33,94 33,40 34,18 33,98 35,55 34,82 34,73 35,01 35,03

E. faecalis 31,08 31,41 31,76 30,33 31,15 30,79 30,15 30,56 30,22 30,43 31,75 31,43 30,95 28,31 30,61

E. coli 28,59 28,07 28,35 28,13 28,29 28,25 27,38 28,98 28,98 28,40 28,31 28,38 27,89 28,40 28,25

PROM PROM PROM

P. aeruginosa 29,78 29,45 30,52 30,15 29,98 29,00 28,98 28,23 28,01 28,56 29,36 29,35 29,04 29,80 29,39

S. aureus 33,56 32,89 33,01 33,68 33,29 32,02 34,25 34,29 31,67 33,06 31,13 32,52 31,07 32,82 31,89

E. faecalis 29,81 29,18 28,89 28,68 29,14 29,15 28,70 29,30 29,81 29,24 30,33 30,46 29,76 29,85 30,10

E. coli 28,20 28,98 29,24 28,61 28,76 28,69 28,77 28,54 28,17 28,54 28,51 29,22 29,49 28,75 28,99

 

Semana 8 (prueba 3)

M2T

DISCO 1 DISCO 2 DISCO 3

DISCO 1 DISCO 2 DISCO 3

M2A

DISCO 1 DISCO 2 DISCO 3

M1A

DISCO 1 DISCO 2 DISCO 3

M1T

ANEXO 12. Registro de las zonas de inhibición de la semana 8 



   

ix 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

19 de febrero 2016

PROM PROM PROM

P. aeruginosa 30,55 30,01 30,28 30,34 30,30 30,36 30,96 31,27 29,93 30,63 29,82 30,80 31,06 30,64 30,58

S. aureus 36,79 35,28 36,00 36,01 36,02 36,87 38,19 37,31 39,74 38,03 40,18 40,50 40,32 42,01 40,75

E. faecalis 31,61 31,29 32,37 31,96 31,81 30,64 31,70 31,06 30,90 31,08 31,83 32,82 31,83 32,72 32,30

E. coli 31,48 29,92 30,20 30,75 30,59 30,58 29,98 30,41 30,70 30,42 31,18 30,87 30,82 31,68 31,14

PROM PROM PROM

P. aeruginosa 29,75 29,02 30,07 29,78 29,66 30,80 30,37 30,44 29,88 30,37 29,30 29,84 30,07 30,09 29,83

S. aureus 40,10 38,74 38,08 36,38 38,33 37,63 34,31 38,48 38,67 37,27 38,44 38,82 37,43 37,53 38,06

E. faecalis 31,13 30,35 30,38 30,46 30,58 30,31 30,81 30,71 30,61 30,61 28,73 29,87 29,67 29,33 29,40

E. coli 31,19 32,46 32,29 30,29 31,56 29,51 29,90 30,21 28,62 29,56 30,41 29,59 29,08 31,30 30,10

PROM PROM PROM

P. aeruginosa 31,36 31,62 31,32 31,55 31,46 31,84 31,29 30,60 31,26 31,25 30,84 30,89 31,13 30,84 30,93

S. aureus 40,71 40,14 39,12 39,58 39,89 37,53 39,07 37,94 36,65 37,80 38,83 36,03 38,15 36,53 37,39

E. faecalis 31,21 30,41 30,82 31,28 30,93 31,50 31,51 31,85 31,57 31,61 32,70 32,33 32,58 30,83 32,11

E. coli 30,51 30,93 30,45 29,89 30,45 29,37 30,06 30,16 29,17 29,69 30,17 29,94 29,00 30,79 29,98

PROM PROM PROM

P. aeruginosa 30,42 29,85 29,25 29,62 29,79 29,94 30,06 29,76 30,67 30,11 29,85 29,72 30,29 29,94 29,95

S. aureus 36,27 38,96 39,46 38,89 38,40 39,00 38,18 39,48 38,35 38,75 38,22 36,56 36,05 37,60 37,11

E. faecalis 31,15 31,36 30,73 31,05 31,07 30,91 31,30 30,80 31,28 31,07 31,28 32,10 31,49 31,26 31,53

E. coli 30,29 29,89 29,91 29,51 29,90 29,86 30,88 29,92 30,19 30,21 30,14 29,73 30,16 29,60 29,91

Semana 10 (prueba 4)

M1A

DISCO 1 DISCO 2 DISCO 3

M1T

DISCO 1 DISCO 2 DISCO 3

M2A

DISCO 1 DISCO 2 DISCO 3

DISCO 1 DISCO 2 DISCO 3

M2T

ANEXO 13. Registro de las zonas de inhibición de la semana 10 
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04 de marzo 2016

PROM PROM PROM

P. aeruginosa 29,60 29,44 29,37 28,44 29,21 28,87 28,97 29,07 28,65 28,89 28,93 30,23 29,48 29,08 29,43

S. aureus 32,85 34,25 34,53 33,20 33,71 33,29 35,32 32,49 34,87 33,99 33,12 34,74 33,51 34,08 33,86

E. faecalis 29,24 29,70 29,47 29,70 29,53 29,92 30,19 29,21 29,42 29,69 29,96 30,12 30,85 31,16 30,52

E. coli 28,96 28,34 28,58 29,11 28,75 27,33 27,83 27,51 27,81 27,62 28,08 28,76 28,98 28,65 28,62

PROM PROM PROM

P. aeruginosa 28,52 29,73 29,18 28,26 28,92 29,67 28,14 27,79 30,42 29,01 29,74 29,22 29,67 29,06 29,42

S. aureus 36,05 35,51 35,17 35,42 35,54 34,70 34,45 35,14 34,93 34,81 31,94 33,20 29,48 30,12 31,19

E. faecalis 29,10 28,96 29,46 29,61 29,28 28,61 28,22 28,29 28,80 28,48 28,79 29,30 29,47 29,45 29,25

E. coli 28,78 28,73 29,19 28,88 28,90 28,21 28,71 28,27 27,54 28,18 27,80 27,55 26,93 27,08 27,34

PROM PROM PROM

P. aeruginosa 28,21 28,90 29,08 30,17 29,09 29,88 29,58 29,36 29,83 29,66 29,29 30,04 29,12 28,19 29,16

S. aureus 34,57 31,31 32,40 32,79 32,77 34,04 33,42 28,33 31,38 31,79 29,76 29,26 29,94 25,99 28,74

E. faecalis 28,82 28,67 28,94 28,75 28,80 29,85 28,76 28,93 29,17 29,18 29,21 29,57 29,74 29,34 29,47

E. coli 27,59 28,25 27,44 28,73 28,00 28,92 28,48 28,48 28,36 28,56 28,73 28,04 28,50 28,25 28,38

PROM PROM PROM

P. aeruginosa 28,59 28,56 28,61 28,55 28,58 28,55 28,33 29,63 28,31 28,71 28,34 28,56 30,02 29,57 29,12

S. aureus 32,83 34,27 33,70 35,95 34,19 34,02 32,32 31,59 35,36 33,32 31,46 32,16 30,99 32,30 31,73

E. faecalis 28,41 28,04 29,54 29,21 28,80 29,52 28,89 28,43 29,88 29,18 28,14 27,48 28,63 27,51 27,94

E. coli 27,44 28,33 27,84 28,34 27,99 28,23 28,43 28,57 28,51 28,44 27,88 28,85 28,23 28,13 28,27

Semana 12 (prueba 5)

M1A

DISCO 1 DISCO 2 DISCO 3

DISCO 1 DISCO 2 DISCO 3

DISCO 1 DISCO 2 DISCO 3

M1T

DISCO 1 DISCO 2 DISCO 3

M2A

M2T

ANEXO 14. Registro de las zonas de inhibición de la semana 12 
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18 de marzo 2016

PROM PROM PROM

P. aeruginosa 29,65 30,52 29,88 29,58 29,91 29,72 29,95 29,39 28,72 29,45 28,91 29,16 29,24 28,85 29,04

S. aureus 38,77 39,22 37,60 37,10 38,17 37,66 39,55 39,22 39,25 38,92 38,97 37,83 38,33 39,33 38,62

E. faecalis 30,65 30,30 30,89 31,73 30,89 30,71 29,97 30,02 29,48 30,05 31,88 31,29 30,74 30,86 31,19

E. coli 29,12 29,17 28,64 30,43 29,34 27,77 29,03 28,33 28,51 28,41 28,96 29,59 29,87 29,81 29,56

PROM PROM PROM

P. aeruginosa 30,19 29,60 30,42 30,35 30,14 28,94 28,77 28,90 28,83 28,86 29,28 29,68 29,81 29,23 29,50

S. aureus 38,77 37,06 37,17 39,19 38,05 39,37 37,06 39,12 36,59 38,04 40,13 37,00 37,47 37,52 38,03

E. faecalis 31,07 30,73 29,87 30,25 30,48 30,27 29,99 29,81 30,12 30,05 29,92 30,68 29,90 30,79 30,32

E. coli 28,82 28,96 28,61 29,07 28,87 30,15 29,41 28,88 30,03 29,62 30,41 29,85 29,61 29,66 29,88

PROM PROM PROM

P. aeruginosa 29,25 28,88 30,01 30,09 29,56 28,81 29,34 29,14 29,31 29,15 29,78 29,46 29,84 29,66 29,69

S. aureus 37,23 36,97 37,54 36,51 37,06 34,88 36,70 35,62 38,65 36,46 37,90 35,93 35,79 34,53 36,04

E. faecalis 30,06 30,11 29,79 29,73 29,92 30,30 29,84 29,67 29,88 29,92 30,00 29,69 29,46 29,82 29,74

E. coli 29,49 29,23 29,52 29,56 29,45 28,42 29,21 28,99 28,85 28,87 28,35 28,86 28,45 28,86 28,63

PROM PROM PROM

P. aeruginosa 28,92 29,53 29,05 29,60 29,28 30,31 30,48 30,32 30,33 30,36 29,98 29,59 29,92 29,84 29,83

S. aureus 39,77 38,85 36,79 37,13 38,14 35,90 34,94 35,30 33,80 34,99 34,52 34,33 33,50 34,37 34,18

E. faecalis 30,74 30,01 29,79 30,30 30,21 30,65 30,66 31,44 30,24 30,75 30,03 29,16 30,28 29,50 29,74

E. coli 28,25 28,55 28,77 28,52 28,52 29,13 28,69 28,09 28,47 28,60 26,82 28,83 28,19 27,36 27,80

Semana 14 (prueba 6)

DISCO 1 DISCO 2 DISCO 3

M2T

DISCO 1 DISCO 2 DISCO 3

M1T

DISCO 1 DISCO 2 DISCO 3

M2A

M1A

DISCO 1 DISCO 2 DISCO 3

ANEXO 15. Registro de las zonas de inhibición de la semana 14 



   

xii 

 

 

01 de abril 2016

PROM PROM PROM

P. aeruginosa 30,12 29,12 30,02 30,04 29,83 29,02 28,84 28,73 29,31 28,98 28,07 28,51 28,52 27,66 28,19

S. aureus 33,43 34,54 32,75 34,73 33,86 36,02 36,71 34,07 36,56 35,84 35,82 34,02 36,12 35,16 35,28

E. faecalis 30,88 30,37 30,70 30,23 30,55 30,12 29,47 28,54 29,29 29,36 29,72 30,20 29,50 29,81 29,81

E. coli 27,90 27,81 27,90 28,54 28,04 29,34 28,30 28,67 28,90 28,80 29,47 29,55 28,62 29,15 29,20

PROM PROM PROM

P. aeruginosa 29,52 29,92 30,35 29,78 29,89 29,15 29,47 29,69 29,74 29,51 29,15 28,95 29,95 29,25 29,33

S. aureus 33,17 34,11 33,39 33,14 33,45 34,58 34,11 33,02 33,28 33,75 37,78 35,37 33,85 34,85 35,46

E. faecalis 29,92 29,49 30,72 31,06 30,30 29,84 29,94 30,56 29,87 30,05 29,68 29,57 29,41 29,02 29,42

E. coli 29,21 28,71 28,82 29,10 28,96 29,94 29,82 29,99 29,82 29,89 29,10 30,05 29,99 29,71 29,71

PROM PROM PROM

P. aeruginosa 28,74 28,73 28,79 28,80 28,77 29,20 28,73 29,34 28,95 29,06 29,80 29,29 29,23 29,23 29,39

S. aureus 34,93 35,01 34,18 33,13 34,31 34,27 33,40 34,58 36,36 34,65 36,83 35,08 35,84 35,92 35,92

E. faecalis 31,11 30,18 30,14 30,08 30,38 29,37 29,72 29,87 29,65 29,65 28,39 29,46 29,21 29,61 29,17

E. coli 29,30 29,17 28,42 29,14 29,01 29,16 28,98 28,56 28,86 28,89 27,94 27,91 28,04 28,11 28,00

PROM PROM PROM

P. aeruginosa 29,61 29,05 29,21 29,00 29,22 28,44 29,27 28,70 28,22 28,66 29,61 29,67 30,19 29,39 29,72

S. aureus 37,31 35,25 34,76 36,85 36,04 34,73 35,78 34,26 36,44 35,30 36,24 36,04 35,07 37,58 36,23

E. faecalis 29,28 28,75 29,09 29,03 29,04 28,76 28,74 29,12 28,57 28,80 28,97 28,99 29,17 28,53 28,92

E. coli 29,48 28,78 28,09 28,36 28,68 28,40 28,48 28,58 28,03 28,37 28,55 28,47 28,07 28,79 28,47

Semana 16 (prueba 7)

M1A

DISCO 1 DISCO 2 DISCO 3

M1T

M2A

DISCO 1 DISCO 2 DISCO 3

M2T

DISCO 1 DISCO 2 DISCO 3

DISCO 1 DISCO 2 DISCO 3
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