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Resumen 

 

Las infecciones asociadas a prótesis articular son un problema sanitario y también 

económico para los sistemas de salud. Las complicaciones de dichas infecciones derivan 

en la remoción del dispositivo médico, lo que afecta al paciente aumentando el período 

de internación y posterior recuperación. Esta situación incrementa los gastos en el 

sistema de salud. Los principales agentes etiológicos responsable de dichas infecciones 

pertenecen al género Staphylococcus spp., destacándose S. aureus y S. epidermidis. Sin 

embargo, existen más patógenos involucrados en estas infecciones. Estos 

microorganismos pueden adherirse a la superficie de la prótesis y formar biofilms. A su 

vez los microorganismos poseen factores de virulencia que están vinculados con la 

formación de biofilm lo que podría contribuir aún más con dicha formación. Tanto la 

formación de biofilm como la expresión de distintos factores de virulencia en las cepas 

aisladas de estos pacientes podrían contribuir con los fracasos en los tratamientos 

antibióticos. El objetivo general consistió en identificar los agentes etiológicos y 

caracterizar su capacidad de formar biofilms in vitro, así como la efectividad de distintos 

antimicrobianos para inhibir la formación de biofilms. Además, se evaluó la presencia 

de genes de virulencia y su potencial asociación con la formación de biofilms y 

resistencia antibiótica. Veintiuna prótesis de cadera removidas en el Banco de Prótesis 

de Uruguay fueron evaluadas en el período comprendido entre 2019-2021. Dichos 

dispositivos fueron extraídos de pacientes con sospecha de infección, de acuerdo al 

criterio clínico del equipo médico tratante. El análisis de biofilms in situ sobre las 

prótesis mostró que 14 de las 21 (66%) poseían biofilms observables 

macroscópicamente por la tinción con cristal violeta. Las prótesis fueron sometidas a 

sonicado como método de desprendimiento bacteriano del biofilm. En 71.4 % de las 

prótesis estudiadas se obtuvo crecimiento bacteriano. Las bacterias del género 

Staphylococcus spp. fueron los agentes etiológicos aislado con mayor frecuencia (75%), 

siendo S. aureus y S. epidermidis las especies identificadas (37.5% respectivamente). En 

cuanto a la formación de biofilm in vitro de los microorganismos aislados, se observó 

que el 94% de las cepas recuperadas (13/14) poseen fuerte capacidad de formar biofilm. 

El estudio de susceptibilidad antibiótica y la evaluación de la capacidad inhibitoria de 

distintos antimicrobianos sobre el crecimiento de los biofilms in vitro se realizó con los 
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aislamientos de Staphylococcus spp. La susceptibilidad antibiótica fue del 100% para 

vancomicina, y la mayor resistencia antibiótica fue con gentamicina en el 70% de las 

cepas analizadas. Los ensayos de inhibición del biofilm mostraron que vancomicina es 

el antibiótico con mayor efecto, seguido por ciprofloxacina y gentamicina. Por otro lado, 

clindamicina no mostró inhibición de la formación del biofilm. En cuanto a la presencia 

de los genes de virulencia, todas las cepas tuvieron la presencia de al menos un factor. 

En 9 de las 10 cepas analizadas se destaca la presencia de proteínas de unión a la 

fibronectina (FnBPs), proteínas que promueven la adhesión. En 8 de las cepas analizadas 

se detectó la combinación de entre 4 y 7 genes de virulencia que además de incluir a los 

fnbPs, contiene genes del operón ica y el factor clumping ClfA también vinculados con 

la adhesión, a su vez también cuenta con la presencia del factor SodA que presenta la 

capacidad de contrarrestar la acción de los radicales libres una vez que las bacterias son 

fagocitadas. De este trabajo se concluye que más de la mitad de las prótesis de cadera 

(66%) removidas en el Banco de prótesis de Uruguay en el período comprendido entre 

2019-2021, presentaron biofilms asociados a la superficie. El sonicado como método de 

recuperación bacteriana permitió el aislamiento de microorganismos en la mayoría de 

las prótesis de cadera analizadas. Los microorganismos adheridos a las prótesis 

articulares poseen fuerte capacidad formadora de biofilms y los agentes etiológicos 

detectados con mayor frecuencia fueron S. aureus y S. epidermidis. El tratamiento con 

vancomicina inhibió el desarrollo de células planctónicas, ya que todas las cepas 

analizadas fueron sensibles. La eficacia del tratamiento antibiótico de biofilms in vitro 

varió de acuerdo con el tipo de antibiótico y su concentración. La vancomicina fue el 

antibiótico más efectivo en reducir la formación de biofilms in vitro. Los genes 

vinculados con la unión a la fibronectina A y B (fnbAB) fueron los genes de virulencia 

mayormente encontrados. Debido a la escasa información vinculada a este tipo de 

infecciones en nuestro país, es relevante contribuir con esta problemática. Documentar 

la vigilancia de los principales agentes etiológicos responsables de las infecciones en 

prótesis de cadera en Uruguay. Analizar la sensibilidad antibiótica in vitro de los 

biofilms formados por esos agentes etiológicos, desafiados con un pool de antibióticos, 

podría brindar información de relevancia. Esta información podría contribuir con el 

abordaje terapéutico para mejorar las estrategias de diagnóstico y tratamiento. Con el 

objetivo de evitar la remoción de la prótesis y por tanto la reintervención quirúrgica del 

paciente, así como minimizar el impacto económico negativo que estas infecciones 

generan en el sistema de salud. 
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1. Introducción 

 

1.1 Importancia y epidemiología de las infecciones de prótesis de 

cadera 

 

Las artroplastias articulares han supuesto uno de los avances sanitarios con mayor 

relevancia en las últimas décadas a nivel mundial (Davis et al., 2022; Learmonth et al., 

2007). Actualmente es una intervención quirúrgica muy frecuente y eficaz para 

restablecer la función articular (Ariza et al., 2008; Darouiche, 2001; Le Vavasseur & 

Zeller, 2022; Zeller et al., 2018). En Francia se realizan cerca de 200.000 cirugías de 

prótesis totales de cadera al año. Se calcula que al 2050, esta cifra aumentará entre un 

42% y un 112.3% (Le Vavasseur & Zeller, 2022). Sin embargo, esta cirugía también 

conlleva riesgos, entre los que la infección de la articulación protésica es el más grave 

con una elevada carga económica y humana (Davis et al., 2022; Hebert et al., 1996; 

Kapadia et al., 2016; Le Vavasseur & Zeller, 2022). En Francia la tasa de infección es 

del 0.5-2% en las prótesis primarias de cadera (remplazo total o parcial de la articulación 

natural por la implantación de una prótesis de cadera artificial) y puede alcanzar hasta el 

15% en cirugías de revisión (reintervención por sospecha de infección por fallo 

mecánico para el recambio de una prótesis de cadera artificial por otra prótesis de cadera 

artificial ) (Le Vavasseur & Zeller, 2022).  

Generalmente e incluso teniendo en cuenta la profilaxis y la técnica quirúrgica 

aséptica, el porcentaje de infecciones de prótesis articular tras una intervención no 

disminuye por debajo del 1-2%, dependiendo de la localización del hueso o la 

articulación (Lamret et al., 2020). Dichas infecciones requieren ser tratadas con 

antibióticos y en muchos casos las prótesis deben ser removidas cuando el tratamiento 

antibiótico no es efectivo (Hamad et al., 2015). En Estados Unidos el costo anual del 

tratamiento de infecciones de prótesis articulares en hospitales ha aumentado de 320 

millones de dólares a 566 millones de dólares en un período de 8 años (Akanda et al., 

2018). Lo que supone para todos los centros de atención hospitalarios un gran problema 

a mitigar. La probabilidad de necesitar una artroplastia de cadera aumenta con la edad, 

y empeora el pronóstico en pacientes con comorbilidades. En países con una alta 

proporción de la población envejecida, esto preocupa aún más (Lamret et al., 2020). Por 
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lo tanto, los profesionales de la salud y comunidad científica deberían incrementar sus 

esfuerzos para controlar estas infecciones (Cross et al., 2014).  

En Uruguay la información vinculada a la artroplastia de cadera es muy escasa y 

esta desactualizada. Esta cirugía realizada de forma precoz permite una rápida 

movilización del paciente y un importante descenso de la mortalidad temprana 

(www.fnr.gub.uy). Sin embargo, dadas las características de la población que se somete 

a este procedimiento (generalmente de edad avanzada y frecuentemente en asociación 

con comorbilidades), la mortalidad postoperatoria se mantiene elevada 

(www.fnr.gub.uy). Las artroplastias de cadera se realizan en 6 centros, Institutos de 

Medicina Altamente Especializados (IMAE), y son financiadas por el Fondo Nacional 

de Recursos. En el período comprendido entre 2018-2021 se realizaron un total de 

18.996 actos traumatológicos, de los cuales 11.438 fueron artroplastias de cadera (por 

artrosis, fractura o recambio) (www.fnr.gub.uy). El Banco de Prótesis de Uruguay 

realizó 5.892 de esas cirugías en dicho período (http://www.fnr.gub.uy/estadisticas). En 

el año 2021 el Banco de Prótesis de Uruguay fue el segundo prestador de salud con más 

artroplastias de cadera realizadas de los 6 centros IMAE del país 

(http://www.fnr.gub.uy/estadisticas).  

Un reporte del Fondo Nacional de Recursos (Albornoz et al., 2009), indicó que en 

un estudio realizado entre noviembre de 2004 y febrero de 2005, en los distintos IMAE,  

de un total de 845 pacientes sometidos a cirugía de origen traumatológico (cirugías de 

cadera y rodilla) fallecieron 15 (1.8%). Tanto la mortalidad como la proporción de 

pacientes que desarrollaron infecciones luego de ser intervenidos quirúrgicamente son 

mayores en cirugías de cadera que de rodilla y fue similar entre los distintos IMAE.  

Otro estudio realizado entre 2006-2019 en 7 grandes Instituciones de América del 

Norte, América del Sur y Europa donde incluyen a Uruguay, describe a S. aureus (24.8%) 

y S. epidermidis (21.7%) como los agentes etiológicos mayoritariamente causantes de 

infecciones en prótesis articulares de cadera y rodilla. Datos de Uruguay reportados por 

un único prestador de salud (Hospital Asociación Española de Montevideo) muestran a 

S. aureus como agente etiológico de estas infecciones en un 34.6%. La tasa de resistencia 

para algún antimicrobiano es del 78.5% para cirugías de cadera y del 54.1% para cirugías 

de rodilla (Villa et al., 2021). Además, se desprende de este trabajo que la frecuencia de 

infecciones causadas en nuestro país, por más de un patógeno fue del 6.5% para prótesis 

de cadera, mientras que para prótesis de rodilla fue del 0% (Villa et al., 2021).  

http://www.fnr.gub.uy/
http://www.fnr.gub.uy/
http://www.fnr.gub.uy/
http://www.fnr.gub.uy/estadisticas
http://www.fnr.gub.uy/estadisticas
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1.2 Biofilms: definiciones y mecanismos de tolerancia a los 

antibióticos 

 

Uno de los problemas relacionados a las infecciones asociadas a los implantes 

suelen ser el fracaso al tratamiento antibiótico vinculado a la formación de biofilms 

(Darouiche, 2004). Asumir que los patógenos identificados actúan como 

microorganismos independientes tiene como consecuencia el planteo de un tratamiento 

dirigido a células planctónicas  en vez de estar dirigido a los biofilms y esto reduciría la 

efectividad de los tratamientos (March Roselló & Eiros Bouza, 2013; Zimmerli et al., 

2004).  

Los biofilms se definen clásicamente como una comunidad bacteriana 

(diferentes géneros y especies) que se encuentra irreversiblemente asociada a una 

superficie, rodeada por una matriz polisacarídica de producción propia. Los 

microorganismos en el biofilm difieren de sus contrapartes planctónicas en la expresión 

génica, estado metabólico y fisiológico (Costerton et al., 1999; Wei & Ma, 2013). Una 

vez maduro el biofilm genera un patrón diferente de crecimiento bacteriano, con una 

coordinación funcional comunitaria tanto a nivel fisiológico como metabólico que 

simula la de un tejido eucariótico primario (Dunne Jr, 2002). En el concepto clásico de 

los biofilms adheridos a superficies su formación presenta 5 etapas que consisten en i) 

unión reversible a la superficie de las bacterias planctónicas, ii) unión irreversible a la 

superficie, iii) maduración, donde se da la formación de la matriz extracelular y iv) la 

formación de microcolonias (estructura básica del biofilm), aquí puede existir una 

estructura tridimensional del tipo hongo o “mushroom-like” y finalmente ocurre el 

desprendimiento del mismo al medio v) dispersión (Bjarnsholt et al., 2013; Costerton & 

Lappin-Scott, 1995; Dunne Jr, 2002; Vila et al., 2008) (Figura 1).  

La dispersión de las células ocurre de dos formas, en la primera las bacterias 

vuelven al estado planctónico y migran. La otra forma de dispersarse es que una parte 

del biofilm se desprende y da lugar a la formación de otro biofilm en otro lugar (Tolker-

Nielsen, 2015). Recientemente la definición se ha expandido, y se reconoce como 

biofilms a aquellas comunidades bacterianas que se encuentran adheridas entre sí, pero 

no necesariamente a una superficie y tienen todas las características de estas estructuras. 

Se clasifican en biofilms adheridos a superficies y no adheridos (Sauer et al., 2022) 

(Figura 2).  
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Figura 1. Diagrama de la formación de biofilms clásica. Comienza generalmente con la unión reversible 

de las bacterias planctónicas a una superficie biótica/abiótica. La siguiente etapa muestra la unión de forma 

irreversible a dicha superficie. En la maduración I, el grupo de células produce la matriz extracelular (EPS) 

y en la etapa de maduración II, se da la formación de las microcolonias (estructura básica de los biofilms) 

y por último se da la dispersión del biofilm, modificado de (Sauer et al., 2022).  

 

 

 

 
 

Figura 2. Diagrama de la formación de biofilms, considerando la nueva definición de biofilm en estado 

libre sin adhesión a una superficie abiótica. Este ciclo puede comenzar con una fase planctónica, donde 

estas células se adhieren de forma reversible a una superficie biótica/abiótica. A esta etapa le sigue la 

adhesión irreversible (ciclo convencional de formación de biofilms, parte externa de la figura 2). Pero el 

ciclo puede comenzar también directamente de biofilms en estado libre (parte interna de la figura 2). En la 
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maduración se produce la formación de la matriz extracelular (EPS) y la formación de las microcolonias 

(estructura básica del biofilm). Posteriormente ese biofilm se desprende al igual que algunas células 

independientes y es allí donde comienza la etapa de dispersión, modificado (Sauer et al., 2022). 

 

Existen varios mecanismos por los que los biofilms presentan resistencia a los 

antibióticos y esto está vinculado con la tolerancia que poseen las bacterias que lo 

conforman. La tolerancia de las bacterias de los biofilms a los compuestos 

antimicrobianos es multifactorial, existen varios mecanismos que trabajan en tándem 

dentro de los biofilms para reducir la eficacia de los antibióticos generando muchos 

inconvenientes a la hora de tratar estas infecciones (Anderl et al., 2000; Stewart, 2002). 

La interacción de mecanismos de tolerancia físicos, fisiológicos y adaptativos permite a 

las subpoblaciones bacterianas de los biofilms sobrevivir, permitiendo a las células 

mantener una exposición prolongada a los agentes antimicrobianos sin pérdida de 

viabilidad (Bjarnsholt et al., 2013). La tolerancia física depende de la matriz y de la 

estructura tridimensional del biofilm, (que se vincula a la cantidad de material de la matriz 

física y aumenta con la biomasa) relacionada con la maduración del biofilm. Existen 

componentes de la matriz extracelular, como el ADN extracelular que poseen la 

capacidad de quelar antibióticos (Bjarnsholt et al., 2013). Además, la matriz del biofilm 

limita la difusión, la lenta penetración de los antibióticos en la viscosa matriz favorece la 

inactivación del antibiótico y dificulta su llegada al sitio blanco de acción en la bacteria 

(Rajput et al., 2022). Aunque la difusión reducida a través de la matriz del biofilm sólo 

proporciona un efecto protector a corto plazo frente a los compuestos antimicrobianos 

(Bjarnsholt et al., 2013). 

La tolerancia fisiológica está determinada por los estados metabólicos de las 

bacterias (Bjarnsholt et al., 2013; Ma et al., 2019; Urish et al., 2016). En los biofilms, se 

forman gradientes de actividad metabólica, ya que la tasa de crecimiento de la capa 

interna del biofilm disminuye con el aumento de las limitaciones en el acceso a nutrientes 

y oxígeno (Gilbert, 1931; Prinzi & Rhode, 2023; Stewart, 2002). Por ejemplo, niveles 

bajos de oxígeno reducen los efectos bactericidas de antibióticos tales como la 

tobramicina y ciprofloxacina, mientras que cambios en la concentración del pH pueden 

afectar de forma negativa la acción de aminoglucosidos (Mukherjee & Bassler, 2019). Se 

ha demostrado in vitro que los biofilms constan de al menos dos subpoblaciones, una 

población aerobia en crecimiento y una subpoblación anaerobia con crecimiento más 

lento. Los antibióticos como los aminoglucósidos, las fluoroquinolonas y los β-
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lactámicos no funcionan bien en condiciones de hipoxia y, por lo tanto, sólo matan la 

parte externa en crecimiento del biofilm. (Anderl et al., 2000; Bjarnsholt et al., 2013; 

Stewart, 2002). La adición de compuestos que estimulan el crecimiento anaeróbico, como 

la arginina, los nitratos o los nitritos, puede potenciar la eliminación antimicrobiana. Sin 

embargo, el efecto de eliminación de una mezcla de aminoglucósidos, fluoroquinolonas 

y polimixinas no es completo, ya que siempre sobrevive una pequeña fracción de 

bacterias, posiblemente debido al fenómeno de persistencia (Anderl et al., 2000; Stewart, 

2002; Stewart & Costerton, 2001). Esto está vinculado a la presencia de bacterias 

persistentes que ejercen su resistencia dentro del biofilm, las cuales estarían protegidas 

del sistema inmunitario y así podrían restablecer la infección. La tolerancia fisiológica 

cesa cuando el biofilm se dispersa (Bjarnsholt et al., 2013; Prinzi & Rhode, 2023; Urish 

et al., 2016). 

En cuanto a la tolerancia adaptativa o transitoria de los biofilms, esta induce de 

forma transitoria mecanismos de resistencia que hacen que la población bacteriana sea 

temporalmente refractaria a la acción de los antimicrobianos (Bagge et al., 2000; Elder 

et al., 1995). La tolerancia adaptativa es adquirida por subpoblaciones de 

microorganismos en los biofilms y depende de la presencia del agente antimicrobiano. 

No requiere cambios genéticos, pero está mediada por redes reguladoras y se desactiva o 

invierte cuando se interrumpe la exposición a los antibióticos (Bjarnsholt et al., 2013). 

Esta tolerancia adaptativa puede ser inespecífica o específica para un determinado tipo o 

clase de antibióticos. La inducción de la transcripción de β-lactamasas en respuesta a la 

presencia de un antibiótico β-lactámico es un ejemplo de mecanismo de tolerancia 

específico a un antibiótico (por efecto de protección de la población que no las expresa). 

La secreción de β-lactamasas en los biofilms puede impedir la penetración de las 

moléculas β-lactámicas a través de las capas del biofilm (Bjarnsholt et al., 2013). Un 

ejemplo de mecanismo adaptativo inespecífico es la regulación al alza de las bombas de 

eflujo. Esta regulación puede desencadenarse por la presencia de antibióticos o como 

parte de las respuestas bacterianas al estrés. Por ejemplo, al estrés oxidativo, las bombas 

de eflujo representan un mecanismo para la eliminación de compuestos tóxicos que se 

acumulan en los biofilms (Alav et al., 2018; Bjarnsholt et al., 2013; Hassanzadeh et al., 

2020). Esto se ha demostrado para varias especies de bacterias en biofilms y afecta a su 

tolerancia a varias clases de antibióticos, como el macrólido azitromicina y el péptido 
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antimicrobiano colistina, así como biocidas como EDTA, SDS y clorhexidina (Bjarnsholt 

et al., 2013). 

Una de las mayores ventajas de las bacterias dentro del biofilm es la proximidad 

de múltiples bacterias entre sí. Esto permite estrategias de comunicación bacteriana como 

"quorum sensing", y también favorece la transferencia de elementos genéticos móviles 

(Jiang et al., 2019; Miller & Bassler, 2001). De hecho, el entorno próximo dentro del 

biofilm favorece la estabilidad de los plásmidos y permite a los organismos la 

transferencia horizontal de genes de resistencia que, debido a la proximidad de las 

bacterias, es más eficaz en los biofilms que en las bacterias planctónicas. Es probable que 

este mecanismo desempeñe un papel en el desarrollo de la resistencia a los antibióticos si 

el plásmido que determina la resistencia, está presente en la fase inicial de la formación 

del biofilm. En los biofilms maduros, la transferencia horizontal de genes a través de la 

dispersión de plásmidos puede verse afectada por limitaciones espaciales y nutricionales 

(Hausner & Wuertz, 1999; Madsen et al., 2012). 

A su vez muchos de los fragmentos de ADN transponibles transferidos por las 

bacterias codifican factores promotores de la formación de biofilm, lo que contribuye aún 

más a la sostenibilidad del biofilm y de la infección en el paciente (Prinzi & Rhode, 2023). 

Los genes diana para la regulación de la detección del quórum sensing, suelen codificar 

factores de virulencia y proteínas implicadas en el desarrollo de la tolerancia a los 

antibióticos y la protección frente a las células inmunitarias (Bjarnsholt et al., 2013). Cabe 

destacar que in vitro, los biofilms recién formados son mucho más susceptibles a los 

antibióticos y más aún existe una diferencia marcada entre el primer día de su formación 

que entre 3 y 5 días después (Bjarnsholt et al., 2013).  

Las células que crecen en los biofilms inician una respuesta de estrés tras la 

exposición a antibióticos, con un aumento de la expresión del factor sigma de fase 

estacionaria (RpoS) e hipermutabilidad lo que es indicativo de mutagénesis inducida por 

estrés (Bjedov et al., 2003; Xu et al., 2001). Se ha sugerido que el estrés oxidativo 

endógeno es una de las causas del aumento de la mutabilidad en los biofilms. En el lugar 

de la infección, las células inflamatorias que rodean al biofilm pueden liberar especies de 

oxígeno reactivas mutagénicas adicionales, o los antibióticos pueden inducirlas 

intracelularmente para favorecer el aumento de la mutabilidad y la aparición de 

resistencia a los antibióticos (Alav et al., 2018; Boles & Singh, 2008; Driffield et al., 

2008; Hassanzadeh et al., 2020) ver figura 3. 
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Figura 3. Mecanismos de resistencia que ocurren en un biofilm maduro adaptado de (Prinzi & Rhode, 

2023). 

 

 

1.3 Métodos de estudio microbiológicos para el aislamiento de 

microorganismos en prótesis de cadera 

 

El diagnóstico microbiológico es crítico para identificar el agente etiológico, 

para ello es muy importante disponer de uno o varios métodos efectivos de recuperación 

bacteriana (Drago et al., 2019). Muchas técnicas se han ido incorporando para intentar 

mejorar la recuperación bacteriana de los implantes liberándolos de los biofilms. El 

ditiotreitol o DTT se ha propuesto para la remoción de los microorganismos en biofilms 

sobre prótesis articulares previo al diagnóstico microbiológico. Sus principales ventajas 

son la facilidad de uso y la reducción de la contaminación ya que no requiere 

manipulación abierta y extensa de la muestra. Además de ser un método económico que 

no necesita de equipamiento específico para el diagnóstico (De Vecchi et al., 2016). El 

ditiotreitol es un compuesto de sulfhidrilo que actúa como fuerte reductor y 

desnaturalizante de proteínas. Previene la formación de puentes disulfuro intra e 

intermolecular entre residuos de cisteína. Se ha demostrado que compuestos sulfhidrilos, 

como lo es el DTT, son capaces de reducir la formación de biofilm in vitro de S. aureus, 

mediante la inhibición en la biosíntesis de polisacáridos, evitando la adhesión 
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intercelular (De Vecchi et al., 2016). Estas características favorecen el desprendimiento 

de bacterias de los biofilms en implantes de prótesis, lo cual lo califica como método 

utilizable para desprendimiento de las bacterias y posterior diagnóstico microbiológico 

(De Vecchi et al., 2016). 

Otro método que ha mostrado buenos resultados para la recuperación de 

microorganismos a partir de prótesis es la sonicación (método mecánico) (De Vecchi 

et al., 2016; Portillo et al., 2014; Shen et al., 2015; Trampuz et al., 2007). En este caso 

el uso de equipamiento específico de laboratorio es necesario y el trabajo en condiciones 

de esterilidad, son cruciales para evitar posibles riesgos de contaminación (mal sellado 

o rotura de la bolsa que contiene el dispositivo médico, entre otros).  

Mediante vibraciones ultrasónicas el biofilm es alterado, lo que permite el 

desprendimiento de las bacterias adheridas a la prótesis sin producir su lisis (Zimmerli 

& Sendi, 2017). Incluso trabajos como el de Trampuz et al., (2007) mencionan una 

mayor sensibilidad con la utilización de este método para el diagnóstico microbiológico. 

Sin embargo la duración de la exposición a las vibraciones ultrasónicas es una variable 

importante a considerar, ya que la vibración excesiva puede romper las paredes celulares 

de la bacteria y disminuir la posibilidad de recuperar a los microorganismos 

involucrados al producir su lisis (Keeshen et al., 2017). La sonicación desprende los 

biofilms de los implantes removidos, permite aislar los microorganismos mejorando en 

un 30% la detección e identificación de los agentes etiológicos en comparación al uso 

del DTT (Drago et al., 2013; Portillo et al., 2014; Zhai et al., 2014). El sonicado es un 

método que incluso es efectivo para la remoción bacteriana del implante en pacientes 

con tratamiento antibiótico previo a la artroplastia de remoción (Shen et al., 2015). Sin 

embargo, son pocos los estudios que reportan la efectividad de las metodologia utilizadas 

para la recuperación bacteriana de prótesis en general (Trampuz et al., 2007). Por lo 

tanto, es relevante evaluar el uso del sonicado como método de recuperación bacteriana 

en estos dispositivos y específicamente en prótesis de cadera.  

 

 

1.4 Agentes etiológicos 

 

Los agentes etiológicos más frecuentes relacionados con las infecciones de 

prótesis de cadera en varias regiones del mundo son S. aureus, y S. epidermidis (Alonzo 



12 

 

III & Torres, 2014; McCarthy & Lindsay, 2010; Ramirez-Sanchez et al., 2021; Saginur 

et al., 2006; Tande et al., 2014; Zeller et al., 2018). A su vez Staphylococcus 

haemolyticus (S. haemolyticus) integrante de la microbiota cutánea humana es 

responsable del 10-20% de las infecciones clínicas vinculadas a dispositivos médicos 

(Crabbé et al., 2019; Heilmann et al., 2019; Lamret et al., 2020). Está muy extendido en 

los hospitales y entre el personal sanitario, siendo un microorganismo emergente 

causante de infecciones nosocomiales (Heilmann et al., 2019; Olsen, 2015). 

Estudios comparativos entre dos clínicas, una en Estados Unidos y la otra en 

Europa central, reportan que más del 50% de las infecciones de prótesis de cadera son 

causadas por bacterias del género Staphylococcus (Aggarwal et al., 2014).  También se 

han reportado otras cepas de Staphylococcus como es el caso de S. lugdunensis y S. 

capitis, así como Streptococcus y en menor proporción bacilos Gram negativos y 

algunos microorganismos anaerobios (Tande et al., 2014).  

 

 

1.4.1 Principales características de Staphylococcus spp. 

 

Staphylococcus es un género que se caracteriza por ser cocos Gram positivos 

agrupados en acúmulos en forma de racimos de uva. Su identificación mediante pruebas 

bioquímicas evidencia que son catalasa positivos. Mediante la prueba de coagulasa 

podemos diferenciar a S. aureus coagulasa positivo, de otros Staphylococcus coagulasa 

negativos como S. epidermidis o S. haemolyticus  (Planet et al., 2017). S. aureus es una 

especie bacteriana con un genoma central conservado, su evolución se debe 

principalmente a la mutación y la transferencia horizontal de genes. Los elementos 

genéticos móviles (fagos), son uno de los factores que más contribuyen a la variación 

entre cepas de S. aureus. Debido a su bajo nivel de competencia natural, la transducción 

de bacteriófagos es un modo frecuente de transferencia de ADN entre cepas de S. aureus 

para poder captar ADN exógeno (Jenul & Horswill, 2018). Las bacterias con mutaciones 

que las hacen resistentes a los antibióticos pueden formar biofilms tras la adquisición de 

estas mutaciones, pero el modo de crecimiento en los biofilms también favorece la 

aparición de mutaciones. Por ejemplo, se ha demostrado que la exposición a antibióticos 

induce la selección de mutantes resistentes y que la tasa de mutación en los biofilms es 
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mayor que en las bacterias planctónicas, tanto in vitro como in vivo (Ciofu et al., 2017; 

Driffield et al., 2008). 

 

1.4.2 Principales factores de virulencia de Staphylococcus spp.  

 

Existe una amplia gama de factores de virulencia asociados al género 

Staphylococcus. La maquinaria reguladora y los factores de virulencia se conocen como 

genes accesorios, debido a que no son esenciales para el crecimiento normal de la bacteria 

(Jenul & Horswill, 2018). Estos se utilizan para establecer la dominancia en el hospedador 

y contribuyen a la patogenicidad, la evasión de las defensas del hospedero y la 

degradación y la adquisición de nutrientes (Edwards et al., 2010). En S. aureus se 

incluyen componentes de la superficie celular y proteínas liberadas directamente al medio 

extracelular (Jenul & Horswill, 2018). Existen también factores de virulencia vinculados 

a la cápsula bacteriana (Cárdenas-Perea et al., 2014).  

Dentro del grupo de factores de virulencia vinculados a las proteínas de superficie 

encontramos un conjunto de proteínas encargadas de los pasos iniciales en la adhesión a 

la matriz y posterior colonización (McCarthy & Lindsay, 2010; Paharik & Horswill, 

2016). Estas adhesinas se conocen por su sigla en inglés MSCRAMMs (microbial surface 

components that recognize adhesive matrix molecules) (Foster et al., 2014). También se 

reconocen las SERAMs (su sigla en inglés secretable expanded repertoire adhesive 

molecules) las cuales son secretadas fuera del soma bacteriano (Hauck & Ohlsen, 2006; 

Peacock et al., 1999). Además, se han identificado 21 genes que codifican proteínas de 

superficie pertenecientes a la familia LPXTG (su sigla en inglés LeuPro-X-Thr-Gly; 

donde X puede ser cualquier aminoácido). Se sabe que S. aureus expresa 11 proteínas 

LPXTG, entre ellas los factores de unión a la fibronectina A y B (FnbPA y FnbPB) que 

son de gran importancia en la colonización de la bacteria al endotelio (Herrmann et al., 

1988; O’Neill et al., 2008). Estas, le proveen a los biofilms la capacidad de perpetuar la 

infección (cronificarse y causar procesos recurrentes) además le permite generar focos a 

distancia (metastásicos) o complicaciones invasivas como la sepsis (Cervantes-García 

et al., 2014). Aquí también se encuentran las proteínas encargadas de aglutinarse por 

medio de factores anclados a la pared celular como es el caso de “Clumping factor ” 

(ClfA) y proteína de unión al colágeno (cna) (Hauck & Ohlsen, 2006; Peacock et al., 
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1999; Roche et al., 2003). Éstas se unen al extremo C-terminal de la fibronectina 

formando un “entramado” en la superficie bacteriana (Patti et al., 1992; Smeltzer et al., 

1997). Estas proteínas a menudo coexisten con otros componentes de la superficie como 

es el caso de la adhesina intercelular polisacarídica (PIA) codificados por el operón 

icaABCD (Geoghegan et al., 2010; Heilbronner et al., 2011; Nilsson et al., 1998). 

También participa en el paso de adhesión intercelular de la formación de biofilm al 

codificar proteínas implicadas en la síntesis del polisacárido de la matriz del biofilm poli-

N-succinil b-1-6 glucosamina (PIA-PNSG), que es uno de los principales promotores de 

adhesión y acumulación de bacterias (Nguyen et al., 2020). La síntesis de la proteína 

asociada a biofilm (bap) también participa de la adhesión, formación y estabilización de 

los biofilms y lo hace de forma independiente a la presencia de PIA anteriormente 

mencionado (Arciola et al., 2005; Cucarella et al., 2001; O’Gara, 2007; Suresh et al., 

2019; Valle Turrillas et al., 2012). 

Las exoenzimas son secretadas y algunas de ellas como hialuronidasa y ADNasas 

generan nutrientes a partir de componentes del hospedero útiles para el crecimiento 

bacteriano. Existen dos grupos de proteínas formadoras de poros, según la estructura de 

sus componentes transmembrana: α cuyos poros consisten en α-hélices, y β que forman 

poros de membrana tipo β (Alonzo III & Torres, 2014). Particularmente S. aureus posee 

siete tipos de proteínas formadoras de poro tipo β: α-hemolisina (α-toxina, Hla) y seis 

tipos de leucocidinas, un ejemplo de estas últimas es Leucocidina de Panton Valentine 

(PVL) (Ouchenane et al., 2011; Seilie & Wardenburg, 2017; Yoong & Torres, 2015).   

S. aureus también puede producir exotoxinas implicadas en el síndrome del 

“shock tóxico estafilocóccico” (tsst, por su sigla en inglés toxic shock syndrome toxin). 

Estas toxinas son capaces de unirse directamente al complejo mayor de 

histocompatibilidad de clase II de las células presentadoras de antígenos, estimulando el 

sistema inmune con una respuesta policlonal (Bukowski et al., 2010; Javouhey et al., 

2018; Ladhani, 2003; Low, 2013). Otro tipo de exoenzimas son las super-óxido-

dismutasas (sods) que desempeñan un papel fundamental en la defensa contra la 

oxidación. Éstas convierten el superóxido en peróxido de hidrógeno y oxígeno, mientras 

que la catalasa convierte el peróxido de hidrógeno en agua y oxígeno. De esta forma, este 

factor de virulencia contrarresta la acción de los radicales libres una vez que son 

fagocitadas por el hospedero (Valderas et al., 2002). 
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 La cápsula bacteriana está formada por una red de polímeros que cubre la 

superficie de una bacteria. En su mayoría, están compuestas de polisacáridos que se 

distribuyen de forma homogénea alrededor del cuerpo bacteriano, formando una malla. 

El principal papel de la cápsula bacteriana es proteger a la bacteria de la respuesta 

inflamatoria del hospedero (activación del complemento y muerte mediada por 

fagocitosis) (Cárdenas-Perea et al., 2014). En aislamientos de S. aureus procedentes de 

infecciones de piel y tejidos blandos es frecuente encontrar los serotipos capsulares de 

tipo 8 (cap8) y el de tipo 5 (cap5)  (Geoghegan et al., 2010; Jenul & Horswill, 2018; 

Paharik & Horswill, 2016; Watts et al., 2005). Este último ha sido asociado a infecciones 

severas, aunque el rol de la cápsula es discutido. En Uruguay, se han descrito cepas 

causantes de infecciones de piel y tejidos blandos en pacientes ambulatorios adultos y 

pediátricos durante 2004-2005, resistentes a meticilina y portadores del gen cap8 (Pardo 

et al., 2009).   

 

 

1.4.3 Resistencia antibiótica en Staphylococcus spp. 

 

1.4.3.1 Resistencia a β-lactámicos  

 

Una característica biológica importante de Staphylococcus spp. es su capacidad 

de adquirir material genético exógeno que codifica varios mecanismos de resistencia a 

varios antibióticos (Pardo et al., 2020). Presenta diversos mecanismos de resistencia a los 

β-lactámicos como producción de penicilinasas y cambios en el sitio blanco de acción. El 

90% de las cepas de S. aureus producen penicilinasas que confieren resistencia a 

penicilina G, ampicilinas, carboxipenicilinas y ureidopenicilinas (Yamaguchi et al., 

2020).  

El cassette cromosómico móvil estafilocócico mec (SCCmec) lleva el gen mecA 

que codifica una proteína fijadora de penicilina (penicillin binding protein PBP) nueva, 

llamada PBP2a o PBP2’ con una afinidad muy disminuida a los β-lactámicos, pero 

mantiene su actividad de transpeptidasa en la síntesis de la pared bacteriana (Baig et al., 

2018; Deurenberg & Stobberingh, 2008). Esto causa resistencia a la meticilina y a todos 

los demás antibióticos β-lactámicos, excepto a las cefalosporinas de 5ta generación 
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(Edwards et al., 2012; Foster et al., 2014). A diferencia de las cepas meticilino sensibles 

(SAMS), las cepas meticilino resistentes (SAMR) presentan el gen mecA. En la 

actualidad existen 3 categorías de SAMR, en función de criterios epidemiológicos y el 

lugar de adquisición de la infección. Allí encontramos a (SARM-AC), asociadas a la 

comunidad, (HA-MRSA) asociadas a la atención sanitaria y (SARM-AL) asociadas al 

ganado (Pardo et al., 2020). Se han descrito 13 casettes de resistencia, I, II y III entre otros 

SCCmec están vinculados a los aislamientos hospitalarios o también llamados meti-

multirresistentes, y los casettes IV, V y VI están vinculado a cepas comunitarias o no 

multirresistentes (Baig et al., 2018; Foster, 2017; Yamaguchi et al., 2020). 

Los SAMR fueron catalogados como una "amenaza grave" según un informe del 

Centro de Control y Prevención de Enfermedades (CDC), donde se registraron 323.700 

casos de pacientes con infecciones invasivas por SAMR relacionados con alrededor de 

10.600 muertes que se produjeron entre 2012 y 2017 (Center of Disease Control and 

Prevention - CDC, 2019). La propagación de clones epidémicos de SAMR a nivel 

mundial es preocupante, ya que limita las opciones de antibióticos para tratar las 

infecciones por SAMR (Boswihi & Udo, 2018). La vancomicina es el fármaco de elección 

para el tratamiento de las infecciones por SAMR multirresistente. Sin embargo, ha 

aparecido S. aureus con susceptibilidad reducida a la vancomicina (SARV) (Boswihi & 

Udo, 2018).   

 

1.4.3.2 Resistencia a glicopéptidos 

 

Los glicopéptidos, como la vancomicina, actúan inhibiendo la síntesis de la pared 

bacteriana mediante una unión de gran afinidad con el extremo D-alanil-D-alanina de las 

unidades precursoras de la pared celular. La resistencia a glicopéptidos se ha descrito 

tanto en aislamientos clínicos de estafilococos coagulasa negativos como en S. aureus. 

Se describen cepas con sensibilidad disminuida, y también resistentes a estos antibióticos. 

La resistencia intermedia a la vancomicina se denomina VISA y está mediada por una 

alteración en la regulación del metabolismo en la síntesis de la pared bacteriana. Esto 

supondría un aumento en la producción de D-ala D-ala, generando una pared más gruesa 

o precursores D-ala D-ala libres que impiden que el antibiótico pueda penetrar la pared y 

evitar su llegada al sitio de acción (Foster, 2017; Zeng et al., 2016).  
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Las bacterias en los biofilms adoptan un fenotipo que les confiere resistencia 

intrínseca a muchos antibióticos. Por ejemplo, la tasa de crecimiento reducida de las 

bacterias asociadas a biofilms limita la eficacia de los antibióticos dirigidos a la 

biosíntesis de la pared celular, algo que puede verse reflejado en tratamiento con 

vancomicina (Beenken et al., 2004). En el caso de las bacterias formando biofilms, la 

unión de la vancomicina a las células de las capas más profundas requiere más tiempo de 

exposición al antibiótico debido a una disminución en la velocidad de penetración en el 

biofilm (Jefferson et al., 2005; Reynolds & Somner, 1990).  

 

1.4.3.3 Resistencia a lincosamida 

 

Las licosamidas, como la clindamicina, actúan inhibiendo la subunidad 50s 

ribosomal alterando la síntesis proteica. La resistencia a éstos antibióticos en 

Staphylococcus puede ocurrir por modificación del ribosoma, molécula blanco de este 

grupo de antibióticos (Brickner et al., 2008). La forma en que alteran el ribosoma es 

mediante enzimas que metilan un residuo específico en el rRNA. Los genes que codifican 

esta resistencia se encuentran tanto en plásmidos como en el cromosoma. La expresión 

de estos genes puede ser constitutiva o inducible (Long & Vester, 2012; Wilson, 2014). 

Se observa que eritromicina resulta buen inductor de la expresión de esta resistencia 

mientras que no lo es la clindamicina. Por lo tanto, si la cepa en estudio posee este 

mecanismo de resistencia de forma inducible, debemos colocar los discos de eritromicina 

y clindamicina entre 15 y 20 mm, para que se forme una “D” en el test por difusión en 

agar. Otro mecanismo de resistencia a estos antibióticos se da por la producción de una 

bomba de eflujo ATP-dependiente, que solo afecta a macrólidos (CLSI, 2021).  

Muchos antibióticos no penetran fácilmente en los biofilms, lo que da lugar a la 

presencia de concentraciones subinhibitorias de antibióticos (Herbert et al., 2001).  

Schilcher et al (2016) mostraron que las concentraciones subinhibitorias de clindamicina 

desencadenaron una respuesta de estrés transcripcional en S. aureus a través del factorB 

sigma alternativo. Esto aumentó la expresión de los principales genes asociados a 

biofilms entre los que se encuentran fnbA y fnbB. Las concentraciones subinhibitorias de 

clindamicina alterarían la capacidad de S. aureus para formar biofilms y cambiarían la 

composición de la matriz, aumentando el contenido de ADN extracelular (ADNe) 
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(Kaplan, 2011; Schilcher et al., 2016). El ADN cargado negativamente desempeña un 

papel importante durante la adhesión y la maduración del biofilm. Proteínas de la matriz 

se asocian con la superficie celular tras la caída del pH que se produce de forma natural 

durante la formación del biofilm (Dengler et al., 2015).  

 La clindamicina, es un inhibidor de la síntesis proteica y es utilizada comúnmente 

en el tratamiento de infecciones bacterianas por Gram positivas, ya que modula la 

producción de varias toxinas y factores de virulencia en S. aureus (Dumitrescu et al., 

2008; Ohlsen et al., 1998). La clindamicina alcanza niveles intracelulares elevados en 

huesos y células fagocíticas, potencia la opsonización y la fagocitosis a concentraciones 

subinhibitorias (Mader et al., 1989; Veringa & Verhoef, 1986).  A su vez concentraciones 

subinhibitorias de clindamicina desencadenan una respuesta transcripcional que altera la 

matriz extracelular fomentando la formación de biofilms (Schilcher et al., 2016). 

 

1.4.3.4 Resistencia a quinolonas 

 

La ciprofloxacina, al igual que otras quinolonas, inhibe la ADN girasa (Sanders, 

1988).  La resistencia a la ciprofloxacina parece producirse tanto por mutación en su diana 

(la subunidad A de la ADN girasa como por mutaciones en los genes que codifican para 

topoisomerasas fundamentalmente la IV) como por alteración en la permeabilidad del 

fármaco a través de la membrana externa de la célula o por producción de bombas de 

eflujo (Hooper et al., 1987). Las cepas pueden resultar sensibles al inicio de la terapia con 

estos antimicrobianos y desarrollar resistencia en el transcurso de la misma (Foster, 2017; 

Hooper & Jacoby, 2015). 

 

1.4.3.5 Resistencia a Aminoglucósidos  

 

Los aminoglucósidos, como la gentamicina, actúa a nivel ribosomal y poseen un 

efecto bactericida (Foster, 2017). El mecanismo de resistencia a aminoglucósidos más 

comúnmente encontrado en S. aureus, es la alteración del sitio blanco de acción mediante 

modificaciones en el ribosoma (Foster, 2017; Walsh & Wencewicz, 2016). 
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La gentamicina suele ser un antibiótico de tercera línea en el tratamiento de 

infecciones clínicas por S. aureus. Se ha observado que los aminoglucósidos inducen la 

formación de biofilms en ciertas bacterias Gram negativas (Hoffman et al., 2005). El 

metabolismo oxidativo reducido que se aprecia en los biofilms limita la absorción de 

aminoglucósidos, incluidos la gentamicina (Beenken et al., 2004). Cada vez hay más 

pruebas de que, en determinadas condiciones, los aminoglucósidos pueden favorecer el 

desarrollo de biofilms (Hess et al., 2011). Hess et al (2011) utilizó un modelo in vitro para 

probar la hipótesis de que la presencia de gentamicina favorecía la formación de los 

biofilms. De su trabajo se destaca que a concentraciones subinhibitorias y/o inhibitorias 

de gentamicina aumentan la biomasa del biofilm. Esto se debe a una alteración en la 

actividad metabólica y a una modificación de la ultraestructura de los biofilms de S. 

aureus.  

 

 

1.5 Medidas de prevención y tratamientos sugeridos para 

infecciones en prótesis de cadera 

 

El primer paso para combatir una posible infección por biofilms es la prevención, 

eliminando las bacterias mientras aún son planctónicas y mucho más susceptibles a los 

antibióticos. Si se impide la agregación inicial, se espera que las defensas del hospedero 

fagociten con éxito las bacterias y que los antibióticos tengan una eficacia óptima. Sin 

embargo, como la formación inicial del biofilm en el lugar de la infección genera muy 

poca inflamación, es muy difícil, si no imposible detectar las bacterias precursoras de 

dicha infección (Bjarnsholt et al., 2013). 

Para reducir el riesgo de infecciones los centros de salud han incorporado varias 

estrategias profilácticas, en el preoperatorio, se ha reportado el uso de antisépticos a base 

de yodo y gluconato de clorhexidina (Kapadia et al., 2016). El cemento óseo usado para 

fijar las prótesis se utiliza cargado con antibióticos que se liberan localmente (Ensing 

et al., 2006). Incluso muchos dispositivos ortopédicos, como los implantes de cadera y 

rodilla, también se han recubierto con antibióticos, la desventaja de esta estrategia es que 

la liberación de antibióticos de un implante terminará con el tiempo. Además, la capa 

glucoproteínica derivada del hospedero puede dificultar la liberación de antibióticos y 
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reducir la eficacia de las superficies antiadherentes (Vasilev et al., 2009). También se 

sugiere, para la realización de estos procedimientos, la utilización de “salas blancas” 

(flujo laminar quirúrgico) que disminuye el riesgo de infección (Trampuz & Zimmerli, 

2005).  

Una vez que se detecta el proceso inflamatorio, el biofilm ya se ha formado. Para 

intentar erradicarlo, hay que diseñar un complejo tratamiento que sea capaz de abordar 

contextos clínicos diferentes, que se base en estrategias quirúrgicas y médicas específicas, 

las cuales deben adaptarse al paciente (Le Vavasseur & Zeller, 2022; Zeller et al., 2018). 

Las infecciones de prótesis articular requieren una óptima cobertura antibiótica, 

especialmente durante la fase temprana (primeras semanas postoperatorias). Su eficacia 

depende en gran medida de la elección y la calidad del procedimiento quirúrgico, así 

como de la calidad del diagnóstico microbiológico (Le Vavasseur & Zeller, 2022).  

 

En el acto quirúrgico la utilización de antibióticos sistémicos intraoperatorios es 

el procedimiento estándar (Kapadia et al., 2016). En cuanto a los antibióticos utilizados 

para erradicar las infecciones, algunos estudios han reportado que la vancomicina se 

utiliza en pacientes colonizados por S. aureus meticilino resistente (SAMR) (Kapadia 

et al., 2016). Otros han reportado que la clindamicina es efectiva para el tratamiento de 

Gram positivos y anaerobios que se utilizan a menudo en pacientes con alergia a los β-

lactámicos (Bulloch et al., 2016). El uso de éstos últimos junto con glicopéptidos como 

la vancomicina pueden ser útiles al inicio de la infección, previo a utilizar 

fluoroquinolonas o rifampicina (Høiby et al., 2010; Zimmerli & Sendi, 2017). 

El tratamiento de las infecciones asociadas a los biofilm es muy difícil, sobre 

todo cuando no se remueve el implante infectado. El biofilm disminuye la eficacia de 

los antibióticos. Por lo que una estrategia más eficaz consiste en retirar el dispositivo, ya 

que la erradicación del biofilm mediante antibioterapia por sí sola ha demostrado ser 

difícil (Le Vavasseur & Zeller, 2022). Es fundamental la optimización y adecuación de 

los antibióticos según las características de cada paciente, patología de base, tolerancia 

a los fármacos y a la susceptibilidad de los microorganismos (Le Vavasseur & Zeller, 

2022). La determinación de las concentraciones plasmáticas del fármaco, la evaluación 

tanto de la farmacocinética como de la farmacodinamia, junto con la determinación de 

la concentración mínima inhibitoria (CIM por su sigla en inglés) y la infusión prolongada 

o continua a dosis altas con antibióticos dependientes del tiempo, es una de las formas 
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de optimizar el uso de antibióticos (Le Vavasseur & Zeller, 2022).  

 

 

 

1.6 Problema de investigación 

 

Debido a la escasa información existente en Uruguay vinculada a las infecciones 

de artroplastias de cadera, a través de una colaboración entre el Banco de Prótesis de 

Uruguay, el Departamento de Microbiología del Instituto de Investigaciones Biológicas 

Clemente Estable y el Departamento de Bacteriología y Virología del Instituto de 

Higiene, se genera la posibilidad de trabajar en conjunto con el fin de generar datos que 

pudieran aportar información nacional relacionada a esta problemática. Estudiamos el 

biofilm y su vinculación con las infecciones de prótesis de cadera como posible 

explicación a los fallos terapéuticos empleados, que muchas veces conducen a la 

remoción de la prótesis. Este proyecto de maestría busca colaborar con el aporte de 

información relevante vinculada a las infecciones de prótesis de cadera en el país.  

 

2. Hipótesis de trabajo  

 

La resistencia a los tratamientos antibióticos está dada por la formación de 

biofilms sobre los implantes ortopédicos. La presencia de genes de virulencia en estos 

microorganismos, podría potenciar aún más la formación de dichos biofilms.  

 

2.1 Predicciones  

 

Para verificar la hipótesis de este trabajo deben de cumplirse las siguientes 

predicciones:  

 

1. Las prótesis de cadera removidas presentan biofilms asociados en su superficie. 

2. Los microorganismos recuperados son capaces de generar biofilms in vitro.  

3. Los tratamientos con antibióticos de uso habitual en infecciones de prótesis articular 

de cadera no inhiben el desarrollo de los biofilms, mientras que las células planctónicas 
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presentan sensibilidad a dichos tratamientos. 

4. Los patógenos recuperados presentan genes de virulencia asociados a la formación de 

biofilms. 

 

3. Objetivo general 

 

 Evaluar la presencia de biofilms en las prótesis de cadera extraídas de pacientes 

por sospecha de infección, en el período comprendido 2019-2021. 

Analizar las principales características que vinculan a Staphylococcus spp., en las 

infecciones de prótesis de cadera 

 

 

3.1 Objetivos específicos 

 

1. Determinar la presencia de biofilms in situ en las prótesis de cadera.  

2. Implementar método para el desprendimiento del biofilm.  

3. Identificar los agentes etiológicos vinculados a estas infecciones.  

4. Evaluar condiciones óptimas para la formación de biofilms in vitro. 

5. Clasificar los agentes etiológicos según su capacidad formadora de biofilms in vitro. 

6. Determinar la susceptibilidad antibiótica de Staphylococcus spp.  

7. Evaluar la efectividad de distintos antimicrobianos en inhibir la formación biofilm de 

Staphylococcus spp.   

8. Determinar la presencia de genes de virulencia en Staphylococcus spp. 
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4. Metodología 

 

4.1 Población de estudio 

 

Se incluyeron pacientes con sospecha de infección de prótesis de cadera que 

requirieron remoción quirúrgica del dispositivo médico, asistidos en el Banco de 

Prótesis de Uruguay, en el período comprendido entre setiembre de 2019 y setiembre de 

2021. 

 

4.2 Aspectos éticos 

 

Los distintos aspectos éticos de la tesis fueron considerados tanto por el comité 

de ética del Instituto de Investigaciones Biológicas Clemente Estable, como por el 

comité de ética de la Facultad de Medicina. A los pacientes que fueron incluidos en este 

estudio se les solicitó consentimiento informado por escrito. La información relativa a 

los datos personales de los pacientes, se manejó de forma confidencial y se utilizó código 

interno para mantener la trazabilidad de las muestras.  

 

4.3 Aspectos técnicos 

 

Las muestras extraídas quirúrgicamente (Figura 4) refrigeradas y en condiciones 

de esterilidad fueron transportadas al Departamento de Microbiología del Instituto de 

Investigaciones Biológicas Clemente Estable (IIBCE).  
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Figura 4. Prótesis de cadera removida quirúrgicamente en Banco de Prótesis de Uruguay. 

 

 

4.3.1 Recuperación bacteriana 

 

La sonicación se utilizó como método mecánico para el desprendimiento del 

biofilm y lograr así la recuperación bacteriana (Drago et al., 2019). Inicialmente las 

prótesis de cadera se depositaron dentro de bolsa estéril con buffer (solución de lavado 

estéril: PBS, EDTA 0.4% y KCl 2%), el volumen del buffer varió entre 50 y 100 ml 

dependiendo del tamaño de la prótesis, que luego se cerró de forma hermética. Dicha 

bolsa a su vez fue depositada dentro de otra bolsa estéril conteniendo 100 ml de agua 

estéril, por lo tanto, la prótesis a analizar fue sellada con doble bolsa estéril. Esto se realizó 

dentro de una cámara de flujo laminar BSL-2. Dicha bolsa doble sellado (conteniendo la 

prótesis) fue depositada en un recipiente con hielo y sonicada. Para ello se utilizó 

sonicador (Ultrasonic Homogenizar 4710 Series) sometiendo las muestras a pulsos de 20 

KHZ durante 5 minutos (modificado de Holinka et al., 2011; Keeshen et al., 2017). 

Posteriormente, se tomaron 100 μL de la solución de sonicado y se sembró en medios 

Tripticasa Soja agar (TSA) y también se tomaron 100 μL de la solución de sonicado y se 

sembró en medio agar sangre (AS). A su vez, se transfirió 1 mL de la solución sonicada 

y se transfirió a 9 mL de caldo Luria Bertani (LB) (dilución 1/10) para lo cual se utilizó 

un falcon de 50 ml cerrado herméticamente. Esto se realizó en condiciones de esterilidad 
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utilizando nuevamente la cámara de flujo BSL-2 y fue incubado a 37ºC por 24 horas. La 

prótesis de cadera dentro de la bosa conteniendo el buffer también fue incubada a 37ºC. 

Luego de 24 horas de incubación, se tomaron 100 μL de solución (dilución 1/10 en falcon) 

y se sembraron en los medios TSA y AS, que se incubaron a 37ºC por 24 horas.  

Para evaluar si hubo crecimiento bacteriano, se analizó la turbidez y producción 

de gas en cada bolsa sellada herméticamente con la prótesis articular. Se observó también 

turbidez en el tubo falcon de 50 ml. También se observó la presencia de colonias sobre 

las placas de agar sembradas. El control de crecimiento bacteriano se realizó cada 24 

horas, y el proceso se extendió durante 14 días, o hasta la detección de alguna colonia 

bacteriana en las placas de agar sembradas. Cuando se obtuvo crecimiento bacteriano, se 

realizó tinción de Gram y posterior identificación por MALDI-TOF. Posteriormente esa 

cepa pura fue almacenada a -80ºC, tanto en IIBCE como en el Instituto de Higiene (ver 

Figura 5). 

 

 

 

 

Figura 5. Esquema de trabajo para el procesamiento de las prótesis de cadera. 
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4.3.2 Análisis de la formación de biofilm sobre la prótesis de cadera 

 

Luego de transcurridos los 14 días de incubación (tiempo de incubación total de 

ensayo si no hubo presencia bacteriana en placa) o inmediatamente después de detectar 

la presencia de una colonia bacteriana en placa, cada una de las prótesis fue teñida con 

cristal violeta 1%. La prótesis que se encontraba dentro de la bolsa estéril sellada en el 

buffer de sonicado, se depositó sobre una superficie estéril, se le agregó el colorante y 

se incubó durante 5 minutos. El cristal violeta fue previamente filtrado para su uso, luego 

de transcurridos los 5 minutos, se enjuagó con PBS para eliminar el exceso de colorante 

sobre la prótesis (ver Figura 6). En presencia de adherencias sobre el dispositivo 

(formación de biofilms indicado con flechas amarillas, Figura 6) con un bisturí se raspó 

sobre la superficie de la prótesis, se colocó sobre un portaobjetos que contenía una gota 

de agua, se homogenizó y extendió para su visualización directa en Microscopio Óptico. 

 

 

Figura 6. Prótesis de cadera teñida con cristal violeta para la determinación de biofilm in situ. Luego de 

incubación a 37ºC, durante 14 dí as en caso de no detectarse la presencia bacteriana en placa o 

inmediatamente después de detectarse la presencia bacteriana en placa A- pró tesis previa a la tinció n 

cón cristal vióleta; B- pró tesis ten ida cón cristal vióleta (incubació n de 5 minutós y pósteriór 

enjuague cón PBS).  Resultadó pósitivó para la presencia de biófilm in situ.  
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4.3.3 Identificación de los agentes etiológicos 

 

Cuando se detectó crecimiento bacteriano en las placas de TSA y/o AS, se realizó 

la prueba de Gram que permite una rápida clasificación del agente etiológico. Luego, con 

el fin de obtener un cultivo puro, se reaislaron la o las colonias utilizando un medio sólido 

no selectivo TSA o AS, el cual fue incubado por 24 horas a 37ºC.  

Su posterior identificación se realizó utilizando espectrometría de masas MALDI-

TOF, esta metodología automatizada permite reducir notoriamente el periodo de tiempo 

de identificación bacteriana (Cercenado, 2017; P. García et al., 2012; Jordana-Lluch 

et al., 2012), el equipo utilizado fue Bruker Daltonik microflex del Instituto de Higiene. 

La identificación precisa de los microorganismos permite el estudio de su sensibilidad a 

los antibióticos, lo cual resulta crucial para tratar con éxito las infecciones de prótesis de 

cadera (Le Vavasseur & Zeller, 2022).  

El MALDI-TOF produce, separa y detecta los iones en fase gaseosa y está 

conformado por una fuente de ionización (láser ultravioleta con longitud de onda de 337 

nm), que produce la desorción e ionización de la muestra con la ayuda de una matriz 

orgánica (Abonnenc et al., 2010). La placa contiene 96 pocillos, la muestra analizada se 

mezcla con 1µl de matriz orgánica fotosensible, en nuestro caso se utilizó ácido α-ciano-

4-hidroxi-trans-cinámico (HCCA), se deposita sobre una placa metálica y se deja secar a 

temperatura ambiente unos minutos (absorción) (Abonnenc et al., 2010; Artini et al., 

2011; Bizzini et al., 2010; Carbonnelle & Raskine, 2011). Tras la ionización, los iones 

generados se aceleran mediante la aplicación de un campo eléctrico y pasan por un 

analizador que separa los iones procedentes de la muestra en relación con su ratio masa/ 

carga (m/z). Este ratio determina el tiempo que tarda un ion en alcanzar el detector 

(tiempo de vuelo) (Jordana-Lluch et al., 2012). Finalmente, los iones impactan contra el 

detector, que recoge toda la información necesaria para generar un espectro de masas de 

cada compuesto analizado. El método de identificación mediante MALDI-TOF se basa 

en análisis del espectro proteico generado por un microorganismo y la comparación de su 

espectro con los perfiles proteicos existentes en la base de datos. Después del análisis, el 

software proporciona no solo el resultado de identificación sino también el grado de 

fiabilidad de dicha identificación. Para Bruker Daltonik microflex existen 3 principales 

niveles de fiabilidad: A, identificación fiable a nivel tanto de género como de especie 

(“score value” ≥ 2); B, identificación fiable a nivel de género (“score value” 1,7-1,9); C, 
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identificación poco fiable (“score value < 1,7”) no se entrega identificación (P. García 

et al., 2012).  

 

4.3.4 Almacenamiento de las cepas 

 

Cada una de las cepas fue reaislada en medio TSA o AS e incubadas 24 horas a 

37ºC posteriormente a su identificación por MALDI-TOF. Estas cepas fueron 

conservadas en caldo Luria-Bertani y glicerol (20%) a -80ºC por duplicado en el IIBCE 

y en el Instituto de Higiene (modificado de Arciola et al., 2005).  

 

4.3.5 Cuantificación de la biomasa de biofilms in vitro 

 

Para la cuantificación de los biofilms in vitro, cada cepa almacenada a -80ºC se 

sembró en una placa de TSA y se incubó por 24 horas. Posteriormente, se realizarón 

pre-cultivós en medió lí quidó LB (5 mL) durante 24 hóras, de fórma de óbtener un 

sóló pre-cultivó frescó para cada cepa. Para evaluar el crecimientó del biófilm, se 

evaluarón 2 mediós de cultivó, TSB y TSB + glucósa 1%. Se adiciónarón 180 l de 

medió TSB ó TSB + glucósa 1% a una placa de micrótitulació n de poliestireno de 96 

pócillós (O’Tóóle, 2011) y pósteriórmente se inócularón 20 l de pre-cultivó 

bacterianó y se incubarón a 37ºC. Cada fila de la placa córrespóndió  a una cepa que 

se sembró  pór triplicadó para cada unó de lós dós mediós analizadós (TSB y TSB + 

glucósa 1%). La primera fila de la placa córrespóndió  al blancó: TSB ó TSB + glucósa 

1% carente de inó culó bacterianó. Estas placas fuerón incubadas pór 24 y 48 hóras. 

Cumplido ese tiempo se eliminarón las bacterias planctó nicas, retirandó el medió y 

lavandó tres veces cón 200 l de PBS. Luegó se agregarón 200 l de cristal vióleta 

1%, se dejó  repósar durante 15 minutós y luegó se lavarón pósteriórmente cón PBS 

de fórma de retirar el excesó de cristal vióleta 1%. El cristal vióleta 1% que queda 

retenidó en el biófilm y en la matriz extracelular es sólubilizadó mediante el 

agregadó de 200 l de etanól 95%. Se dejó  en agitació n suave durante 5 minutós 

para facilitar la sólubilizació n de lós biófilms, en la Figura 7 se muestra el disen ó 

experimental de placa utilizadó. 

La cuantificació n se realizó  a trave s de la medida de la densidad ó ptica (DO) 

de cada pócilló (cón el etanól incluidó) a 590 nm pór espectrófótómetrí a 
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empleandó el equipó VarioskanTM Flash Multimode Reader. Estó permite óbtener 

una medida semi-cuantitativa de la cantidad de biómasa de lós biófilms.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 7. Placa de microtitulación de poliestireno de 96 pocillos para ensayo de semi cuantificación de la 

biomasa de biofilm. Evaluación de medio de incubación TSB vs TSB + Glucosa 1%, considerando tiempo 

final de incubación 24 y 48 horas.   

 

Según Villegas et al., (2013) la formación del biofilm se puede clasificar 

comparando la absorbancia de los pocillos con biofilms (DO) con la absorbancia en el 

pocillo control o blanco sin bacterias (DOc). La clasificación establece los puntos de 

corte en DO ≤ DOc: no formadora; DOc < DO ≤ (2×DOc): leve; (2 × DOc) < DO≤ (4 × 

DOc): moderada; y (4 × DOc) < DO: fuerte. 

Como control de crecimiento y de formación de biofilm se utilizó una cepa de 

referencia de Staphylococcus aureus, subsp. aureus Rosenbach (ATCC 6538) (Artini 

et al., 2011) perteneciente a la colección de cepas del Laboratorio de Biofilms 

microbianos del IIBCE, la misma posee fuerte capacidad formadora de biofilm. Debido 

a la significancia de Staphylococcus spp como principal agente etiológico responsable 

de las infecciones en prótesis de cadera los posteriores análisis se realizaron solo 

utilizando este género bacteriano. 
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4.3.6 Susceptibilidad antibiótica en células planctónicas 

 

4.3.6.1 Antibiograma por disco difusión  

 

El estudio de la susceptibilidad a los antibióticos de las cepas planctónicas de 

Staphylococcus spp., se realizó mediante antibiograma por disco difusión, de acuerdo 

con las directrices del Clinical Laboratory Standard Institute (CLSI, 2021). Se 

seleccionaron los aislamientos del género Staphylococcus por ser los más frecuentes y 

en los que luego se realizaron los ensayos de inhibición de la formación de biofilm con 

antibióticos. Estas cepas almacenadas a -80ºC fueron recuperadas en TSA e incubadas 

por 24 horas a 37°C. Se realizó una suspensión bacteriana con una turbidez 0.5 de la 

escala de Mc. Farland (lo que corresponde a 1-5 x 108 UFC/ml).  Para esto se tomaron 

colonias a partir de un cultivo puro en TSA, se resuspendieron en suero fisiológico 

estéril y se midió su turbidez. Luego se embebió un hisopo en la suspensión bacteriana 

y se realizó una siembra de manera confluente, en tres direcciones en el medio agar 

Müller-Hilton (Ramessar & Olaniran, 2019). Los antibióticos ensayados fueron 

cefoxitina (FOX), gentamicina (GM), trimetoprim sulfametoxazol (TMP-SMX), 

ciprofloxacina (CIP), eritromicina (E) y clindamicina (CLI). Los resultados se 

expresaron como: Sensible (S), Intermedio (I) o Resistente (R) midiendo el halo de 

inhibición de crecimiento y utilizando las tablas del Clinical Laboratory Standard 

Institute (CLSI, 2021) para su interpretación. Los aislamientos resistentes a cefoxitina 

se definieron como (SAMR) y los sensibles a este antibiótico como (SAMS). Se definió 

como multirresistentes a aquellos SAMR o SAMS con resistencia a 2 o más familias de 

antibióticos, además de los β-lactámicos (Drago et al., 2019). Además, se registró 

cuando las cepas presentaron resistencia inducible a clindamicina. Algunos macrólidos 

son inductores de la expresión de resistencia a clindamicina en S. aureus, por lo cual los 

discos de clindamicina y eritromicina fueron colocados a una distancia de 1,5 cm para 

la búsqueda de dichos fenotipos inducibles. Cuando se colocan cerca los discos con 

estos antibióticos, si existe inducción se observa el aplanamiento en el halo de inhibición 

para clindamicina (efecto D) (Kader et al., 2005). 
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4.3.6.2 Elipsograma  

 

Para el estudio de susceptibilidad a vancomicina se determinó la concentración 

inhibitoria mínima (CIM), mediante elipsograma, de acuerdo a las recomendaciones de 

la CLSI. Para la preparación del inóculo se realizó el mismo procedimiento descrito en 

4.3.6.1. Una vez inoculada la placa de Muller-Hilton se coloca de forma central la tira 

de vancomicina. Se incuba entre 18-24 horas a 37ºC y se procede a su lectura. El valor 

de la tira donde el halo de inhibición de crecimiento entra en contacto es la CIM. La 

misma se lee utilizando las tablas del Clinical Laboratory Standard Institute (CLSI, 

2021) para su interpretación. 

  

4.3.7 Efecto de los antibióticos sobre la inhibición en la formación de 

biofilms in vitro 

 

Para estos ensayos solo se seleccionaron las cepas de Staphylococcus spp. ya que 

fueron los agentes etiológicos identificados con mayor frecuencia en las muestras 

clínicas analizadas. La técnica empleada es una modificación de la anteriormente 

descrita en el punto 4.3.5. Para estos ensayos se utilizó medio TSB + glucosa 1% en una 

placa de poliestireno de 96 pocillos. La primera fila de la placa corresponde al blanco 

del experimento. De este modo la placa quedó dividida en 4 partes iguales para el ensayo. 

En los pocillos de las siguientes filas (de la B –H) se sembraron con la suspensión de los 

aislamientos de Staphylococcus a estudiar, sobre el medio con el antibiótico. El 

antibiótico es puesto en la placa a tiempo 0, ya que este es un ensayo de inhibición 

(Figura 8).  

La cuantificación del biofilm bajo el efecto del antibiótico se realizó a las 24 

horas de incubación. Los antibióticos evaluados fueron gentamicina, cipróflóxacina, 

clindamicina y vancómicina y fuerón testeadós a 3 cóncentraciónes (Tabla 1). Lós 

mismós representan lós grupós de antibió ticós ma s cómu nmente usadós para el 

tratamientó de infecciónes pór Staphylococcus. Las cóncentraciónes de antibió ticó 

que se estudiarón fuerón definidas de acuerdó a la cóncentració n que alcanzan 

dichós antibió ticós en la cavidad articular ó huesó, cón las dósis utilizadas 

habitualmente de fórma intravenósa para gentamicina, clindamicina y 

cipróflóxacina (Gerding et al., 1996; Thabit et al., 2019). Cón respectó a la 
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vancómicina, en el Bancó de Pró tesis de Uruguay, cómó prótócóló utilizan para la 

cólócació n de una pró tesis de cadera el cementó embebidó cón 2g de vancómicina 

cada 40g de cementó y estó en relació n al pesó del paciente. De ahí  que la elecció n 

de la cóncentració n de vancómicina selecciónada fue en relació n a esta dósis de usó 

lócal. Cada ensayó se realizó  pór triplicadó y tres veces de manera independiente. 

Lós resultadós óbtenidós se cómpararón usandó test estadí sticó de Kruskal-Wallis 

y se cónsideró  significativó cuandó el valór p < 0.05. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 8. Placa de micrótitulació n de poliestireno de 96 pócillós en ensayó de inhibició n. El biófilm 

es ten idó cón cristal vióleta y luegó sólubilizadó cón etanól para su lectura (DO a 590nm) en 

varióskan. La placa se divide en 4 cólumnas (cada cólumna invólucra 3 pócillós de la placa). La 

primera cólumna córrespónde al cóntról negativó (sin ATB), allí  esta  el medió de incubació n (M) y 

el inó culó bacteriano (I). Las ótras tres cólumnas (con ATB) tienen el medió de incubació n (M), el 

inó culó bacterianó (I) y las cóncentraciónes de antibió ticó a testear ATB concentración 1 (C1), (C2) 

y (C3) en órden creciente de izquierda a derecha.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

(Fila A) 
Banco de ensayo  

          (Filas B-H)  
          Las distintas cepas  

sin ATB 

    M + I 

con ATB 

    M + I + ATB + C1 
      Concentración 1  

      M + I + ATB + C2 
      Concentración 2  

 
 

     M + I + ATB + C3 
       Concentración 3 
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Tabla 1. Antibióticos, mecanismo de acción y concentraciones testeadas.  

 

Antibióticos Familia Mecanismo de acción Concentraciones testeadas 

(µg/ml) 

Gentamicina Aminoglucósido Inhibición de la síntesis de 

proteínas 

8 16 32 

Ciprofloxacina Quinolona Inhibición de la replicación 

del ADN 

1 2 4 

Clindamicina Lincosamida Inhibición de la síntesis de 

proteínas 

1 2 4 

Vancomicina Glicopéptido Inhibición de la síntesis de 

la pared celular 

100 500 1500 

 
 

4.3.8 Búsqueda de genes que codifican para factores de virulencia en 

Staphylococcus spp. 

 

Se evaluó la presencia de genes que codifican para factores de virulencia en 

Staphylococcus mediante PCR en tiempo final. 

 

4.3.8.1 Extracción de ácidos nucleicos 

 

La extracción de ácidos nucleicos de los aislamientos de Staphylococcus se realizó 

mediante lisis por calor con la enzima achromopeptidasa (Leonard & Carroll, 1997). Para 

ello, a partir de un cultivo puro en TSA agar, se tomó una colonia y se resuspendió en la 

suspensión de achromopeptidasa 2 U/μL. Se incubó a 94ºC por 10 minutos en baño de 

agua y posteriormente a 55ºC por otros 10 minutos en termobloque. Posteriormente, la 

muestra se centrifugó a 13000 rpm durante 5 min, el sobrenadante de esos extractos se 

conservó a -20ºC y se usó como molde para las reacciones de PCR. 
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4.3.8.2 Genes asociados a factores de virulencia  

 

Para la detección de genes asociados a factores de virulencia se analizaron la 

presencia de genes relacionadas con enterotoxinas y leucocidina de Panton Valentine 

(pvl), capsulares (cap 5 y 8), proteínas de unión a fibronectina FnBPs (FnBPA y FnBPB), 

factores de agregación o clumping (Clf A), adhesina intercelular polisacarídica (PIA) 

codificadas por el operón ica ABDC, proteínas de unión al colágeno (cna) y super óxido-

dismutasa (SodA). Estos genes fueron elegidos dada su relevancia en Staphylococcus spp. 

y se ha reportado que varios de ellos podrían estar implicados en la formación de biofilms 

(Cervantes-García et al., 2014; Geoghegan et al., 2010; Heilbronner et al., 2011; Lina 

et al., 1999; Morandi et al., 2009; Nilsson et al., 1998; Reinoso et al., 2008). 

La mezcla de reacción utilizada (mix de PCR) con un volumen final de 25 μL 

estuvo compuesta de: 0.5 μM de cebadores forward y reverse (ver Tabla 2), 0.5 mM de 

dNTP, 1X Buffer tampón de PCR, 3 mM de MgCl2; 0.04 U/ μL de NZYT Taq II 

polimerasa (5 U/ μL) a este mix de le adiciona 4 μL de Molde de ADN (perteneciente a 

la extracción de las cepas clínicas analizadas, punto 4.3.8.1) (Machado et al., 2020).  Se 

utilizaron como controles de procedimiento ADNs de cepas de S. aureus, que contienen 

los genes de estudio previamente caracterizados en el marco de distintos proyectos a cargo 

de la Dra. Lorena Pardo en el Departamento de Bacteriología y Virología del Instituto de 

Higiene. La mezcla de reacciones fue la misma para todos los factores de virulencia y las 

condiciones de amplificación se describen en Tabla 2.  

Mediante la técnica de electroforesis se visualizó la presencia de los genes para 

los factores de virulencia buscados utilizando geles de agarosa 1,5%, 120 volts a 35 

mAmps durante 50 minutos. Para revelar el gel, se utilizó bromuro de etidio y se visualizó 

mediante luz UV. 
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Tabla 2. Genes asociados a factores de virulencia analizados por PCR en tiempo final, secuencias de los 

primers, tamaño de los amplicones y variaciones en la temperatura de melting para cada uno de ellos.  

 

Nombre 

del 

primer 

Tamaño 

del 

amplicón 

Secuencia Temperatura 

de melting 

(ºC) 

Referencias 

cap5 (F) 340 pb GTCAAAGATTATGTGATGCTACTGAG 57 (Ambroggio et al., 2018) 

cap5 (R)  ACTTCGAATATAAACTTGAATCAATGTTATACAG   

cap8 (F) 867 pb TGTGGGATTTTTGTAGCTTT 55 (Ambroggio et al., 2018) 

cap8 (R)  CGGGTGACTAAAAATACTCG   

fnbA (F) 191 pb GATACAAACCCAGGTGGTGG 55 (Arciola et al., 2005) 

fnbA (R)  TGTGCTTGACCATGCTCTTC   

fnbB (F) 201 pb TGTGCTTGACCATGCTCTTC 55 (Arciola et al., 2005) 

fnbB (R)  AGTTGATGTCGCGCTGTATG   

icaA (F) 188 pb TCTCTTGCAGGAGCAATCAA 57 (Arciola et al., 2001) 

icaA (R)  TCAGGCACTAACATCCAGCA   

icaD (F) 198 pb ATGGTCAAGCCCAGACAGAG 55 (Arciola et al., 2001) 

icaD (R)  CGTGTTTTCAACATTTAATGCAA   

icaB (F) 140 pb CCATCCAGTGTGCTTACAGGC 60 (Cerca et al., 2007) 

icaB (R)  TCCATTAAGAGATGGGACGGATTCC   

clfA (F) 638 pb GCAAAATCCAGCACAACAGGAAACGA 60 (Mason et al., 2001) 

clfA (R)  CTTGATCTCCAGCCATAATTGGTGG   

sodA (F) 900 pb AGGCCATTGGTCGTATTT 55 (Valderas et al., 2002) 

sodA (R)  GCAAATCATCTAAGGGCTATG   

cna (F) 192 pb AAAGCGTTGCCTAGTGGAGA 55 (Arciola et al., 2005) 

cna (R)  AGTGCCTTCCCAAACCTTTT   

pvl (F) 433 pb CGAGACCAAGATTCAATAAC 55 (Havaei et al., 2010) 

pvl (R)  AAAGAAAACCACTCACATCACA   

 

 

 

4.4 Análisis de datos 
 

Debido a que los datos no cumplen con los supuestos de normalidad y 

homogeneidad de varianza para utilizar estadística paramétrica, se emplearon técnicas 

de estadística no-paramétrica, utilizando el programa R v. 4.1.3 (R Development Core 
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Team, 2022). Para analizar las diferencias en la formación de biofilm entre los medios 

de cultivo y los tiempos de incubación, se utilizó la prueba de suma de rangos de 

Wilcoxon utilizando la función wilcox.test del paquete base de R. Para analizar el efecto 

de los antibióticos sobre la biomasa de los biofilms, se utilizó la prueba de Kruskal-

Wallis empleando la función kruskal.test del paquete base de R. Como test a posteriori 

de comparaciones múltiples, se utilizó la prueba de Dunn utilizando la función Dunn 

Test del paquete FSA (Ogle et al., 2021) de R. Para analizar diferencias en la biomasa 

del biofilm de las cepas sensibles y resistentes con relación al tipo de antibiótico y a las 

distintas concentraciones de ensayo, se utilizó la prueba de Kruskal-Wallis. La prueba 

de Dunn se empleó como test de comparaciones múltiples a posteriori. 

 

 

5. Resultados 

 

5.1 Aislamiento e identificación bacteriana a partir de prótesis 

articulares 

 

En el Departamento de Microbiología en el período comprendido entre 2019-

2021, se recibieron 21 prótesis de cadera. Las mismas fueron extraídas de pacientes con 

sospecha clínica de infección en el dispositivo. La recuperación bacteriana, se realizó 

utilizando la sonicación y esta técnica permitió el aislamiento bacteriano en 15 de las 

prótesis analizadas (71,4%). Sin embargo, el total de microorganismos recuperados fue 

de 16, ya que de una misma prótesis se obtuvieron dos aislamientos. En la Tabla 3 se 

describen los microorganismos identificados mediante MALDI-TOF con un score ≥ 2 

clase A, resultado confiable para Género y especie. Indica máxima fiabilidad para la 

identificación de microorganismos según el fabricante para la plataforma utilizada 

(Bruker Daltonik microflex). También se muestran los resultados obtenidos de la 

visualización de los biofilms sobre las prótesis mediante tinción con cristal violeta.  
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Tabla 3. Identificación de los microorganismos recuperados mediante sonicado y presencia de biofilm 

sobre las prótesis articulares de cadera.  

 

Muestra Crecimiento 

bacteriano 

Identificación MALDI-TOF Biofilm en prótesis 

(cristal violeta) 

Raspado de adherencias 

sobre prótesis 

Muestra 1 Negativo - Negativo No 

Muestra 2 Positivo S. aureus Positivo Si 

Muestra 3 Positivo K. pneumoniae Positivo Si 

Muestra 4 Positivo Corynebacterium xerosis Positivo Si 

Muestra 5 Positivo S. aureus Positivo Si 

Muestra 6 Positivo S. epidermidis Positivo Si 

Muestra 7 Positivo S. epidermidis Positivo Si 

Muestra 8 Positivo S. epidermidis Positivo Si 

Muestra 9 Positivo S. epidermidis Negativo No 

Muestra 10 Negativo - Negativo No 

Muestra 11 Negativo - Negativo No 

Muestra 12 Positivo S. aureus (A) / P. aeruginosa (B) Positivo Si 

Muestra 13 Negativo - Negativo No 

Muestra 14 Negativo - Negativo No 

Muestra 15 Positivo S. epidermidis Positivo Si 

Muestra 16 Positivo S. aureus Positivo Si 

Muestra 17 Positivo S. aureus Positivo Si 

Muestra 18 Positivo S. aureus Positivo Si 

Muestra 19 Positivo Corynebacterium xerosis Positivo Si 

Muestra 20 Positivo S. epidermidis Positivo Si 

Muestra 21 Negativo - Negativo No 

 

Muestra 12: agente etiológico S. aureus = A; Muestra 12: agente etiológico P. aeruginosa= B. 
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Staphylococcus spp. fue el agente etiológico aislado con mayor frecuencia, 12 de 

los 16 (75%) microorganismos recuperados corresponden a dicho género. Seis 

correspondieron a Staphylococcus aureus y 6 a Staphylococcus epidermidis. Lo siguen 

Corynebacterium xerosis con 2 aislamientos (12.5%), Klebsiella pneumoniae y 

Pseudomonas aeruginosa con 1 aislamiento cada uno (6.25%, Figura 9). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 9. Frecuencia absoluta de los microorganismos recuperados a partir de 15 prótesis articulares de 

cadera removidas quirúrgicamente de pacientes con sospecha de infección.  

 

 

 

5.2 Detección de biofilm utilizando Cristal Violeta sobre la 

prótesis articular         

 

 

De las 21 prótesis analizadas, 14 presentaron formación de biofilm in situ. En 

todas ellas se identificó un agente etiológico. Sin embargo, en una muestra donde no se 

evidenció biofilm in situ se aisló a S. epidermidis (Tabla 3). En la Figura 10 A, se muestra 
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la prótesis utilizada como control negativo de biofilm, previo a la tinción con cristal 

violeta. La misma fue facilitada por los traumatólogos del Banco de Prótesis Uruguay, en 

condiciones de esterilidad y elegida de forma aleatoria para su análisis. En la Figura 10 

B, se muestra la prótesis teñida con cristal violeta (5 min de incubación) y en la Figura C, 

se muestra la prótesis teñida con cristal violeta posterior al lavado con PBS (para eliminar 

el exceso del colorante). En la Figura 10 D, E y F, pueden observarse tres prótesis de 

pacientes con infección, teñidas con el colorante, incubadas durante 5 minutos y posterior 

lavado con PBS. Sobre la superficie de dichos dispositivos se observa el biofilm. 

 

 
 

Figura 10. Ensayo de evaluación de la presencia de biofilm sobre prótesis de cadera con cristal violeta. A- 

prótesis estéril previo tinción con cristal violeta. B- prótesis teñida con cristal violeta con incubación de 5 

minutos. C- prótesis posterior al lavado con PBS (para la eliminación del colorante en exceso). D, E y F- 

prótesis removidas quirúrgicamente en las que se evidencia formación de biofilm en su superficie luego de 

la tinción con cristal violeta y lavado con PBS. Las flechas amarillas indican la presencia de biofilm 

adherido sobre la superficie de los dispositivos. 

 

 

Posteriormente se realizó el raspado del biofilm presente en la superficie de la 

prótesis y se visualizó al microscopio. A continuación, se muestran dos preparados de 

raspado de biofilm de dispositivos que evidenciaron adherencias luego de la tinción con 

cristal violeta (Figura 11). 
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Figura 11. Raspado de biofilm en superficie de prótesis articular post tinción con cristal violeta. 

Microscopio óptico aumento 100 X. En flechas amarillas se observa el biofilm. 

 

 

5.3 Determinación de la capacidad formadora de biofilm de las 

bacterias aisladas 

 

5.3.1 Modelo estático de formación de biofilm sobre placa de 

microtitulación   

 

En primera instancia evaluamos dos medios de cultivo para la formación de 

biofilm a dos tiempos de incubación, Para ello utilizamos el modelo estático de formación 

de biofilm que consiste en el crecimiento de las bacterias en placas de microtitulación 

incubadas a 37ºC durante el tiempo del ensayo. Transcurrido ese tiempo de incubación, 

se retira el medio y las células planctónicas. Se agrega cristal violeta, se incuba, se retira 

el exceso del colorante y el cristal violeta adherido al biofilm se solubiliza con etanol.  La 

biomasa del biofilm se semi-cuantifica midiendo la densidad óptica (DO) a 590nm. Para 

la puesta a punto del método se utilizó como control positivo de crecimiento la cepa 

ATCC (6538) de Staphylococcus aureus fuerte formadora de biofilms y además se utilizó 
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todo el stock de cepas. Se comparó la biomasa del biofilm en medio TSB y TSB + Glucosa 

1% en relación a los tiempos de incubación de 24 y 48 horas. En medio de cultivo TSB 

se observó un incremento significativo de la biomasa del biofilm a 48 horas comparado 

con 24 horas (Tabla 4). Sin embargo, al utilizar TSB + Glucosa 1% como medio de 

cultivo, la biomasa de los biofilms no varió significativamente entre los tiempos de 

incubación de 24 y 48 horas (Tabla 4). Al comparar ambos medios de cultivo a las 24 y 

48 horas observamos que a las 24 horas hay un incremento significativo en TSB + 

Glucosa 1% comparado con el obtenido en TSB. Mientras que a las 48 horas no se 

observan diferencias significativas en la formación de biofilms entre ambos medios 

(Tabla 4, Figura Suplementaria S1). A partir de estos resultados es que la formación de 

biofilms se evaluará utilizando TSB + Glucosa 1% a 24 horas. 

 

Tabla 4. Evaluación de las condiciones óptimas para la formación de biofilms. Los datos corresponden a 

los valores de densidad óptica medidos a 590 nm. W: estadístico del test de suma de rangos de Wilcoxon, 

valor de p significativo <0.05.  

 

 TSB 
Mediana (rango) 

TSB + Glucosa 
Mediana (rango) 

W, p-valor 

24 horas 0.434 (0.060-6.270) 0.768 (0.088-7.207) 12856, 0.0007 

48 horas 0.655 (0.118-6.301) 0.742 (0.141-5.297) 14826, 0.1643 

W, p-valor 13002, 0.0014 15712, 0.6215  

 

 

Para clasificar la capacidad formadora de biofilms de las cepas se aplica el criterio 

de Villegas et al (2013) el cual permite agrupar a los microorganismos en no formador 

(NF), leve formador (LF), moderado formador (MF) y fuerte formador de biofilms (FF) 

(Tabla 5). Cabe la pena aclarar que por motivos de laboratorio se trabajó con 14 de las 16 

cepas recuperadas.  
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Tabla 5. Criterió de clasificació n segu n Villegas et al., (2013) para la capacidad fórmadóra de 

biófilms. 

 

Clasificación de biofilms DOc= 0.0466 Valores 

No formador (NF) DO ≤ DOc 0.05 

Leve formador (LF) DOc < DO ≤ (2 x DOc) 0.05< X ≤ 0.1 

Moderado formador (MF) (2 x DOc) < DO ≤ (4 x DOc) 0.1 < X ≤ 0.2 

Fuerte formador (FF) (4x DOc) < DO > 0.2 

DO: es la densidad óptica medida a 590nm. DOc: es la densidad óptica del blanco del ensayo.  

 

 

Utilizando el criterio de Villegas et al. (2013), 13/14 cepas se clasificaron como 

fuerte formadoras de biofilm en las condiciones de ensayo, la restante fue clasificada 

como moderada formadora (Tabla Suplementaria S2). Dicha cepa corresponde a la 

prótesis en la que no se observó biofilm in situ cuando se realizó la coloración de cristal 

violeta. En la Figura 12 se muestra la clasificación de los microorganismos aislados según 

la capacidad formadora de biofilms utilizando el criterio de Villegas et al. (2013). Para 

este experimento fueron utilizadas 14 cepas de las 16 identificadas inicialmente y se 

continuará así durante el resto del trabajo. 
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Figura 12. Clasificación de las cepas según su capacidad de formar biofilms, de acuerdo a Villegas et al 

(2013). La línea roja, verde y azul marcan los límites para la clasificación de los microorganismos en no 

formador, leve, moderado y fuerte formador de biofilm respectivamente.  

Muestra 12: Agente etiológico S. aureus = A; Muestra 12: Agente etiológico P. aeruginosa = B 

Muestra 6 (S. epidermidis) y Muestra 16 (S. aureus) no fueron incluidas en este ensayo, tampoco en lo 

que sigue de este trabajo.  

 

 

 

5.4 Susceptibilidad antibiótica de las células planctónicas  

 

La susceptibilidad antibiótica se estudió en 10 cepas de Staphylococcus spp. 

mediante antibiograma. Tres cepas fueron meticilino resistentes (2, S. aureus y 1, S. 

epidermidis) asociando también resistencia a otras familias de antibióticos 

multirresistentes (Tabla 6). La mayoría de las cepas analizadas mostraron resistencia a 

gentamicina (7/10), en menor medida a ciprofloxacina (5/10), trimetoprim 

sulfametoxazol y eritromicina (4/10), clindamicina (3/10) y una cepa con resistencia 

inducible a clindamicina (Tabla 6, Figura 13). Para la sensibilidad a vancomicina se 

determinó la CIM mediante elipsograma siendo todas las cepas sensibles a este antibiótico 

(10/10) (Figura 14). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 13. Antibiograma por disco difusión en una cepa de S. aureus aislada de un paciente con infección 

de prótesis de cadera. Efecto D (ver disco en la parte superior derecha de la placa) con halo de inhibición 

en forma de D, dado por la eritromicina como inductor de la expresión de la resistencia. 

 



44 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 14. Determinación de la CIM para vancomicina mediante Elipsograma en una cepa de S. aureus 

aislada de paciente con infección de prótesis de cadera. La muestra es sensible a vancomicina CIM 0.50 

μg/ml.
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Tabla 6. Resistencia y sensibilidad de células planctónicas (antibiograma y elipsograma).  

Cepa Gentamicina Ciprofloxacina Trimetoprim 
sulfametoxazol 

Vancomicina Eritromicina Clindamicina Cefoxitina Observaciones 

(CN) (CIP) (SXT) (V) (E) (CM) (FOX) 

         

Cepa 12 (S. aureus) R R R S R R R SAMR, Multiresistente 

Cepa 2 (S. aureus) R R R S R R S SAMS, Multiresistente 

Cepa 5 (S. aureus) R R S S S S R SAMR, Multiresistente 

Cepa 17 (S. aureus) R S S S S S S  

Cepa 18 (S. aureus) S S S S R S S SAMS, Test D (+) RI 

Cepa 7 (S. epidermidis) R R R 
S 

R R R 
Meticilino resistente, 
Multirresistente 

Cepa 15 (S. epidermidis) R R S S S S S  

Cepa 9 (S. epidermidis) S S R S S S S  

Cepa 20 (S. epidermidis) R S S S S S S  

Cepa 8 (S. epidermidis) S S S S S S S 
 

Total 7 R 5 R 4 R 0 R 4 R 3 R 3 R 

 

SAMR Staphylococcus aureus meticilino resistente. SAMS Staphylococcus aureus meticilino sensible. RI Resistencia inducible a clindamicina. Test D (+) indica que la cepa 

presentó resistencia inducible a clindamicina.
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5.5 Efecto de los distintos antibióticos sobre la formación de 

biofilms 

 

Luego de tener caracterizadas las cepas según su capacidad formadora de 

biofilms, evaluamos el efecto que produce el agregado de distintos antibióticos en la 

formación de biofilms. Distintas concentraciones de antibióticos se adicionaron junto con 

los microorganismos, a tiempo 0, en el ensayo de inhibición de biofilm. Los antibióticos 

utilizados fueron gentamicina, ciprofloxacina, clindamicina y vancomicina (Tabla 7, 

Figura Suplementaria S3). 

El efecto de los antibióticos sobre la biomasa de los biofilms varió en relación con 

el antibiótico empleado y la concentración testeada. Para determinar el valor de esta 

significancia se utilizó el test de Kruskal-Wallis y para analizar las diferencias entre las 

distintas concentraciones para cada antibiótico, se utilizó el test de comparaciones 

múltiples de Dunn a posteriori.   

El tratamiento con gentamicina mostró una reducción significativa de la biomasa 

de biofilm, a partir de 32 μg/ ml (Tabla 7, Figura Suplementaria S3). Tanto la 

ciprofloxacina como la vancomicina mostraron una reducción significativa de la biomasa 

de biofilm en las tres concentraciones testeadas. El uso de clindamicina no afectó la 

biomasa del biofilm en ninguna concentración (Tabla 7, Figura Suplementaria S3).  
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Tabla 7. Medidas de la densidad óptica a 590 nm. Análisis estadístico del efecto de los antibióticos en la 

formación de la biomasa del biofilm in vitro.  

 

 

Concentración 

(µg/ml) 

Media ± DS Kruskal-Wallis 

(g.l, p-valor) 

Dunn Z 

(p-valor) 

Gentamicina 0 2.29 ± 2.96 8.54 (3, 0.04)  

 8 1.92 ± 2.31  1.42 (0.93) 

 16 1.72 ± 1.95  0.65 (0.59) 

 32 1.41 ± 1.72  2.91 (<0.05) 

Ciprofloxacina 0 2.38 ± 2.74 16.84 (3, < 0.001)  

 1 1.59 ± 1.74  3.17 (<0.01) 

 2 1.48 ± 1.65  3.68 (<0.01) 

 4 1.15 ± 0.79  2.74 (<0.05) 

Clindamicina 0 3.06 ± 2.30 4.72 (3, 0.193)  

 1  3.39 ± 2.54  -0.65 (1.00) 

 2 3.15 ± 2.89  0.35 (1.00) 

 4 2.60 ± 2.38  1.47 (0.85) 

Vancomicina 0 2.39 ± 1.66 102.49 (3, < 0.001)  

 100 0.67 ± 0.40  8.34 (<0.001) 

 500 0.57 ± 0.39  9.56 (<0.001) 

 1500 0.75 ± 0.44  5.51 (<0.001) 

 

 

 

 

Considerando que en el conjunto de los microorganismos estudiados hay cepas 

sensibles y resistentes a los antibióticos testeados, nos planteamos conocer si la 

resistencia en células planctónicas influye en los resultados obtenidos. Para ello 

separamos las cepas en dos grupos, resistentes o sensibles para cada antibiótico excepto 

para vancomicina que todas las cepas fueron sensibles. El test de Dunn Z se utilizó para 

evaluar diferencias significativas en la reducción de la biomasa del biofilm para cada 

concentración de antibiótico tanto en el grupo de cepas sensibles como resistentes (Tabla 

8). 



48 

 

El uso de gentamicina en las cepas resistentes no mostró ningún tipo de variación 

en la formación del biofilm (Tabla 8, Figura Suplementaria S4). En las cepas sensibles a 

partir de 16 μg/ ml se observó una disminución significativa de la formación del biofilm 

(Tabla 8, Figura Suplementaria S4). Con ciprofloxacina, en el grupo de cepas resistentes 

se observó una disminución significativa de la biomasa del biofilm a concentraciones de 

1 μg/ ml y 2 μg/ ml, mientras que a 4 μg/ ml no se observaron diferencias significativas 

(Tabla 8, Figura Suplementaria S4). En el grupo de cepas sensibles se observó una 

disminución significativa del biofilm en todas las concentraciones evaluadas con relación 

al control (Tabla 8, Figura Suplementaria S4). Al evaluar la clindamicina tanto en el grupo 

de cepas resistentes como sensibles no se observó reducción de la biomasa del biofilm en 

ninguna de las concentraciones testeadas (Tabla 8, Figura Suplementaria S4).  

 

 
Tabla 8 Medidas de densidad óptica a 590 nm. Efecto inhibitorio de gentamicina, ciprofloxacina y 

clindamicina sobre la biomasa del biofilm de cepas sensibles y resistentes. 

 

 Concentración  

(µg/ml) 

DO cepas  

resistentes 

Kruskal-Wallis 

(g.l, p-valor) 

Dunn Z  

(p-valor) 

DO cepas  

sensibles 

Kruskal-Wallis 

(g.l, p-valor) 

Dunn Z  

(p-valor) 

Gentamicina 0 2.47 (±3.01) 4.45 (3, 0.22)  2.47 (±3.01) 27.12 (3, <0.001)  

 8 1.96 (±2.18)  1.02 (1.00) 1.63 (±2.22)  2.49 (0.07) 

 16 1.90 (±1.97)  0.58 (1.00) 1.24 (±1.59)  3.35 (<0.05) 

 32 1.54 (±1.68)  2.07 (0.23) 1.02 (±1.58)  4.63 (<0.01) 

Ciprofloxacina 0 2.65 (±2.93) 18.18 (3, <0.001)  2.65 (±2.93) 42.12 (3, <0.001)  

 1 1.36 (±1.02)  2.65 (<0.05) 1.54 (±2.09)  4.91 

(<0.0001) 

 2 1.23 (±1.24)  4.02 (<0.001) 1.41 (±1.84)  5.01 

(<0.0001) 

 4 1.35 (±0.92)  2.00 (0.27) 0.82 (±0.35)  4.18 

(<0.001) 

Clindamicina 0 3.54 (±3.03) 3.01 (3, 0.39)  3.54 (±3.03) 7.71 (0.05)  

 1 3.50 (±2.60)  -0.47 (1.00) 3.76 (±2.78)  -0.66 (1.00) 

 2 2.92 (±2.35)  0.76 (1.00) 3.13 (±2.88)  0.72 (1.00) 

 4 2.51 (±2.08)  1.37 (1.00) 2.42 (±2.33)  2.14 (0.18) 
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5.6 Búsqueda de distintos factores de virulencia en 

Staphylococcus spp. por PCR en tiempo final 

 

Distintos genes de virulencia vinculados al género Staphylococcus fueron 

evaluados mediante PCR en tiempo final en las 10 cepas de este género. Todas las cepas 

de Staphylococcus spp. analizadas reportaron la presencia de al menos uno de los genes 

que codifican para los factores de virulencia estudiados. Los factores de virulencia 

mayormente encontrados pertenecieron al grupo de proteínas de superficie y dentro de 

este, se destaca la presencia de genes asociados a fibronectina, fnbA (9/10 cepas), fnbB 

(7/10 cepas). Los genes necesarios para la biosíntesis de PIA (adhesinas intercelulares 

polisacarídicas) están codificados en el locus ica (intercelular adhesión). El operón ica 

está constituido por los genes icaADBC que pueden o no estar todos presentes. En los 

aislamientos estudiados se detectó icaA (3/10 cepas), icaB (1/10 cepas), icaD (6/10 

cepas). Otras adhesinas detectadas fueron los genes asociados al factor clumping clfA 

(4/10 cepas) y el gen asociado a la unión al colágeno cna (1/10 cepas).  

Entre las exoenzimas la superoxido dismutasa sodA se encontró con mayor 

frecuencia (6/10 cepas) en comparación con la Leucocidina de Panton Valentine (pvl) 

(3/10 cepas). Los factores de virulencia encontrados con menos frecuencia fueron los 

capsulares cap5 (2/10 cepas), cap8 (1/10 cepas) (Tabla 9).
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Tabla 9.  Presencia de genes que codifican para diferentes factores de virulencia en cepas de Staphylococcus spp. 

Genes de Virulencia Genes vinculados a proteínas de superficie Genes para antígenos 

capsulares 

Genes de exoenzimas  

Cepa fnbA 

 

fnbB   

 

icaA  

 

icaB 

 

icaD  

 

clfA 

 

cna  

 

cap5 

 

cap8 

 

sodA   

 

pvl 

 

Total genes 

por cepa 

Cepa 2      (S. aureus) + + + - + + - - - + + 7 

Cepa 18    (S. aureus) + + - - + + + + - - + 7 

Cepa 12    (S. aureus) + + + - + + - - - + - 6 

Cepa 17    (S. aureus) + + - - + + - + - - - 5 

Cepa 5      (S. aureus) - - - + - - - - - - - 1 

Cepa 7      (S. epidermidis) + + + - + - - - - + - 5 

Cepa 9      (S. epidermidis) + - - - + + - - - + - 4 

Cepa 15    (S. epidermidis) + + - - - - - - - + + 4 

Cepa 20    (S. epidermidis) + + - - - - - - + + - 4 

Cepa 8      (S. epidermidis) + - - - - - - - - - - 1 

 Total 9 7 3 1 6 5 1 2 1 6 3  
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Al relacionar la cantidad de factores de virulencia, la resistencia antimicrobiana 

en bacterias planctónicas y biofilms observamos que hay una tendencia de los S. aureus 

a poseer un mayor número de factores de virulencia (entre 5 y 7), y una alta resistencia a 

antimicrobianos de las bacterias planctónicas comparado con los S. epidermidis. En 

cuanto a la formación de biofilms nuevamente observamos una biomasa mayor en los S. 

aureus respecto a los S. epidermidis. Del efecto de los antimicrobianos en la formación 

del biofilms observamos que tanto clindamicina como gentamicina no producen un efecto 

significativo sobre el mismo, salvo en el caso de concentraciones > a 32 µg/ml de 

gentamicina. Por otro lado, con ciprofloxacina y vancomicina si se observa una reducción 

significativa del biofilm. 

Dentro del grupo de cepas de S. aureus observamos 1 caso (cepa 5) que solo se 

detectó la presencia de icaB en los factores de virulencia, pero su capacidad de formar 

biofilms fue sumamente elevada. En el grupo de los S. epidermidis, todos mostraron 

menor cantidad de factores de virulencia, menor resistencia y fuerte formación de 

biofilms. La cepa 9 de S. epidermidis fue la única que mostró una moderada capacidad de 

formar biofilms, pero nuevamente observamos la presencia de genes icaD en este caso.  

 

 

6. Discusión 

 

El presente trabajo analizó por primera vez los agentes etiológicos responsables 

de las infecciones de prótesis de cadera y su vinculación con la formación de biofilms, 

como posibles determinantes de la remoción de prótesis en Uruguay. Más de la mitad 

(66%) de las prótesis de cadera analizadas, removidas en el Banco de Prótesis por 

sospecha de infección, en el período comprendido entre 2019-2021, presentaron biofilms 

asociados a la superficie utilizando tinción con cristal violeta. Según la Organización 

Mundial de la salud en el año 2002, más de la mitad de las infecciones que afectan a 

pacientes ligeramente inmunocomprometidos son producidas por bacterias que 

generalmente integran su microbiota cutánea, capaces de producir infecciones de tipo 

crónico y que responden pobremente a tratamientos antibióticos y no son prevenibles 

mediante inmunización. Encontramos aquí, entre otras, a las infecciones vinculadas a 

prótesis de cadera (Lasa et al., 2005). El análisis directo de los implantes y tejidos de estas 
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infecciones, muestra claramente que en la mayoría de los casos las bacterias responsables 

de la infección crecen adheridas sobre el tejido o el implante, formando comunidades de 

bacterias, los biofilms (Lasa et al., 2005).  

El método de recuperación bacteriana ocupa un lugar muy importante para el 

diagnóstico y tratamiento de estos pacientes. En este estudio utilizamos el sonicado 

(método mecánico) para el desprendimiento del biofilm como una alternativa a las 

metodologías tradicionales de recuperación bacteriana. Mediante la utilización de esta 

metodología obtuvimos una recuperación bacteriana del 71.4 %. Según Beam & Osmon 

(2018), este método permite desprender de forma eficiente el biofilm, lo cual aumenta la 

posibilidad de identificar los patógenos. Estudios como el de Holinka (2011) y el 

Trampuz (2007) aseguran que el sonicado como método de recuperación bacteriana es 

más sensible que la utilización de cultivo bacteriano directo. Aseguran incluso que su 

sensibilidad aumenta aún más en poblaciones de pacientes con tratamiento antibiótico de 

al menos 15 días. Sin embargo, la utilización del sonicado como método de recuperación 

bacteriana es discutido por algunos autores con opiniones muy diversas. En el caso de 

Dudareva et al. (2018), si bien expone la metodología del sonicado como una alternativa 

simple, el resultado microbiológico lo describe como muy variable. Además de que existe 

una limitante en la utilización del sonicado, y es que esta técnica requiere de un 

equipamiento específico que no está disponible en todos los laboratorios de microbiología 

clínica. Por otra parte se observó que el DTT, el β-mercaptoetanol y la cisteína causan 

inhibición significativa de la formación de biofilms en S. aureus (Suresh et al., 2019). Por 

lo tanto, utilizar el DTT como método de recuperación bacteriana tal vez no sea la mejor 

opción.  

La identificación bacteriana en este trabajo se realizó utilizando espectrometría de 

masas MALDI-TOF y permitió la identificación de 16 microorganismos provenientes de 

las 15 prótesis removidas quirúrgicamente con un score clase A. La introducción de la 

espectrometría de masas MALDI-TOF, en el laboratorio de microbiología supone un 

cambio radical en la precisión de la identificación y el tiempo de respuesta (6 minutos por 

bacteria), comparándolo con la identificación convencional que tarda al menos 16 horas 

desde un cultivo positivo, además de la reducción del costo en unas 5 veces (P. García 

et al., 2012). Algo con lo que varios autores coinciden es que es un método preciso, que 

permite la identificación de bacterias directamente de las muestras clínicas, así como la 

detección de algunos de los mecanismos de resistencia bacterianos. Es también un método 
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rápido y rentable en comparación con las técnicas de microbiología básicas e incluso con 

técnicas de biología molecular (Carbonnelle & Raskine, 2011). Incluso desde el estudio 

de Lallemand et al  (2017), donde evalúa las ventajas del MALDI-TOF para el diagnóstico 

de infecciones óseas y articulares tras enriquecimiento o muestras osteoarticulares, 

aseguran que se puede identificar correctamente las bacterias a nivel de especie y género.  

La desventaja es la posibilidad de contar con este equipo, no siempre disponible en 

laboratorios de microbiología clínica.  

La mayoría de los microorganismos recuperados (75%) pertenecen al género 

Staphylococcus spp., donde se destacaron las especies de S aureus (37.5%) y en igual 

proporción S. epidermidis. Estos resultados coinciden con lo reportado por otros autores 

a nivel internacional siendo el género Staphylococcus spp. el más frecuente encontrado 

en este tipo de infecciones. (Aggarwal et al., 2014; Alonzo III & Torres, 2014; Beenken 

et al., 2004; Hennig et al., 2007; Houston et al., 2011; McCarthy & Lindsay, 2010; Ní 

Eidhin et al., 1998; O’GARA & Humphreys, 2001; Planet et al., 2019; Ramirez-Sanchez 

et al., 2021; Tande & Patel, 2014).  

S. aureus es una de las especies mayormente reconocidas como responsables de 

este tipo de infecciones incluidas las cepas meticilino sensibles (SAMS) y las cepas 

meticilino resistentes (SAMR) (Pozzi et al., 2012; Ricciardi et al., 2018). Tanto SAMS 

como SAMR pueden ser adquiridas a nivel hospitalario como comunitario (Aguayo-

Reyes et al., 2018; A. García et al., 2019; Lamret et al., 2020; Otero et al., 2013). Su 

elevado potencial de infección metastásica, su gran afinidad por el material extraño y su 

gran capacidad para desarrollar resistencia a los antibióticos le permite adaptarse y resistir 

los tratamientos (Dufour et al., 2019; Foster, 2017). La prevalencia de S. aureus también 

puede explicarse por la colonización de la piel y los tejidos blandos, que conduce a la 

infección a través de las heridas y la vía hematógena ya que este microorganismo integra 

la microbiota human cutánea (Rakow et al., 2019; Romero-González, 2020).  

S. epidermidis es otra de las especies con alta prevalencia en este tipo de 

infecciones coloniza la piel y las mucosas humanas, pero no se conocen con precisión los 

mecanismos y factores responsables de su transformación de integrante de la microbiota 

en patógeno. Es uno de los causantes más frecuente de sepsis a nivel hospitalario y de 

infecciones de dispositivos médicos implantados, posee una marcada resistencia a los 

antibióticos y representa un grave problema, ya que un elevado porcentaje de las cepas 

son multirresistentes (Raad et al., 1998). La formación de biofilms se considera uno de 
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los principales factores de virulencia (Frebourg et al., 2000) ya que las infecciones más 

importantes causadas por este microorganismo son las vinculadas a dispositivos médicos. 

Cabe destacar que en nuestro trabajo no se detectó la presencia de S. haemolyticus, 

habitante importante de la microbiota cutánea humana, su presencia está muy extendida 

en los hospitales y entre el personal sanitario muy vinculado también en infecciones 

vinculadas a dispositivos médicos (Heilmann et al., 2019). Es un microorganismo 

emergente causante de infecciones nosocomiales graves, como es el caso de meningitis, 

endocarditis, infecciones de prótesis articulares, bacteriemia, septicemia, peritonitis y 

otitis, especialmente en pacientes inmunodeprimidos (Heilmann et al., 2019). Además S. 

haemolyticus es en general más resistente a los antibióticos que otros Staphylococcus 

coagulasa negativos (Eltwisy et al., 2022). Posee gran capacidad de formar biofilms y 

secretar factores de adhesión e invasión bacteriana como lo son las enterotoxinas, 

hemolisinas y proteínas de unión a fibronectina (Eltwisy et al., 2022).  

Los Streptococcus, Enterococcus y Cutibacterium acnes son otros agentes 

implicadas comúnmente en las infecciones de prótesis articulares (Lamret et al., 2020). 

En este trabajo C. xerosis fue recuperada en dos prótesis estudiadas. Este microorganismo 

ha sido reportado en la literatura como patógeno asociado a infecciones de prótesis de 

cadera, capaz de generar biofilms y provocar la remoción de estos dispositivos (Drago 

et al., 2019; Kalt et al., 2018). A su vez, en infecciones vinculadas a la formación de 

biofilms, Corynebacterium aparece como uno de los principales patógenos relevantes 

junto con, Enterococcus spp., Pseudomonas spp. y Acinetobacter spp. (Mottola et al., 

2016). Klebsiella pneumoniae es otro de los agentes etiológicos identificados en este 

trabajo y su relevancia en la formación de biofilms sobre dispositivos médicos también 

ha sido reportado en la literatura (Wang et al., 2020).  

Nuevas investigaciones han reportado que la presencia de asociaciones de 

patógenos co-infectando, como es el caso de cepas de S. aureus y P. aeruginosa, son 

capaces de formar biofilms con mayor resistencia a los tratamientos antibióticos (Serra 

et al., 2015). En nuestro estudio detectamos la presencia de S. aureus y P. aeruginosa co-

infectando en una de las prótesis analizadas. Estos hallazgos son relevantes en el contexto 

epidemiológico local, ya que demuestran la necesidad de monitorear qué microorganismo 

causan estas infecciones en nuestro país y así desarrollar pautas nacionales de tratamiento 

empírico de estas infecciones. Estas acciones permitirían mejorar las políticas públicas 

para combatir la resistencia bacteriana. Asimismo, estos hallazgos, aunque en menor 
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escala nos permiten extrapolar resultados, y analizar que nuestros resultados se 

encuentran dentro de lo resultados a nivel internacional. Con tendencias que se asemejan 

a lo reportado por otros autores.  

Todos los microorganismos identificados, excepto uno de los que fueron 

analizados, presentaron fuerte capacidad de generar biofilms in vitro utilizando el criterio 

de Villegas et al (2013).  En general tanto Staphylococcus, Corynebacterium, Klebsiella 

pneumoniae y Pseudomonas aeruginosa son descritos en la bibliografía como fuertes 

formadores de biofilms (Drago et al., 2019; Mottola et al., 2016; Wang et al., 2020).   

El ensayo de inhibición de formación de biofilm mostró resultados variables 

según el antibiótico y las dosis utilizadas. La gentamicina no fue capaz de inhibir la 

formación de biofilm en cepas de Staphylococcus spp. resistentes, sin embargo, a 

concentraciones de 16 y 32 µg/ml fue capaz de lograr una disminución significativa de la 

formación de biofilms en cepas sensibles. Según Paduszynska et al (2020), el porcentaje 

de actividad metabólica en biofilms tratados con gentamicina se redujo en 40% a 

concentraciones mayores a 0.5 µg/ml. Sin embargo en el trabajo de Hess et al (2011) 

concluyen que la gentamicina no mata eficazmente a S. aureus dentro de los biofilms, 

especialmente en infecciones asociados a suturas, a su vez aseguran que la gentamicina 

también favorece el aumento de la  biomasa de los biofilms de S. aureus. Hoffman et al 

(2005) demostraron que las concentraciones subinhibitorias de antibióticos 

aminoglucósidos inducen la formación de biofilms en P. aeruginosa, la regulación de la 

resistencia se da a través de un segundo mensajero bacteriano vinculado a la adhesión de 

la superficie celular. Los resultados en este trabajo demuestran que la formación de 

biofilms puede ser una reacción específica y defensiva a la presencia del antibiótico 

(Hoffman et al., 2005). (Kumar et al., 2008; Yoshizawa et al., 1998). Todo esto podría 

estar explicando porque en nuestro trabajo la gentamicina no logró inhibir la formación 

del biofilm.  

La ciprofloxacina es uno de los antibióticos utilizados con buenos resultados tras 

el desbridamiento y la retención del implante en infecciones de prótesis articulares agudas 

con regímenes orales de tratamiento (Le Vavasseur & Zeller, 2022). En nuestro trabajo 

el tratamiento con ciprofloxacina disminuyó de forma significativa la formación de 

biofilms en las concentraciones de 1 y 2 µg/ml en cepas resistentes, mientras que fue 

capaz de disminuir de forma significativa la formación de biofilms en todas las 

concentraciones testeadas en cepas sensibles. Por otro lado, Obinaju et al (2021) 

mostraron que a concentraciones mínimas inhibitorias de 0.5 µg/ml de ciprofloxacina fue 
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efectiva en la inhibición de la formación de biofilms. Sin embargo para Yasir et al (2021), 

la ciprofloxacina no fue capaz de inhibir la formación de biofilm por la cepa ATCC 25923 

de S. aureus a una concentración de 0.5 µg /ml. La ciprofloxacina que es una 

fluoroquinolona y su mecanismo de acción consiste en la inhibición selectiva de la ADN 

girasa bacteriana (enzima esencial para el mantenimiento de la topología del ADN 

bacteriano) que le da un gran poder destructivo sobre la bacteria en crecimiento y sobre 

el biofilm. Este grupo antibiótico tiene una acción bactericida rápida (que es dosis 

dependiente en relación a la concentración antibiótica) (Campoli-Richards et al., 1988). 

Otro de los antibióticos utilizados habitualmente es la clindamicina, sin embargo, 

en este trabajo encontramos que dicho antibiótico no fue efectivo en inhibir la formación 

de biofilms en ninguna de las concentraciones testeadas tanto de cepas resistentes como 

sensibles. Esto es concordante con el trabajo de Smith et al (2009), en el que evidencian 

un escaso efecto de la clindamicina sobre el biofilm, con un alto porcentaje de bacterias 

(incluso sensibles a la clindamicina) que sobrevivían en el biofilm luego de la exposición 

a éste antibiótico. .  

El antibiótico que mejor inhibió el desarrollo de biofilms y de células planctónicas 

fue la vancomicina, ya que todas las cepas analizadas fueron sensibles a dicho antibiótico. 

Resultado que puede explicarse debido a que nuestro país según datos actuales, no hay 

reportadas hasta el momento en Uruguay de cepas de S. aureus resistentes a vancomicina 

(SARV). Existe una alerta epidemiológica de vigilancia de S. aureus resistente a 

vancomicina (SARV) en América Latina, la Organización Panamericana de la Salud/ 

Organización Mundial de la Salud (OPS/OMS) recomienda a los estados miembros 

monitorear la presencia de determinados patógenos de relevancia en la salud pública 

(OPS, 2013). En nuestro país contamos desde 1996 con un centro de vigilancia de 

infecciones intrahospitalarias, dependiente de la División de Epidemiología del 

Ministerio de Salud Pública (Alonso et al., 2018).  El primer caso de SARV en América 

Latina fue detectado en el Laboratorio de Microbiología del Hospital de Clínicas de 

Facultad de Medicina de la Universidad de São Paulo, el primer hallazgo de SARV en 

Brasil en el año 2012 (OPS, 2013). Así mismo existen trabajos como el de Smith (2009) 

donde demuestra que en una población de células que es sometida a distintos antibióticos 

el porcentaje de células que sobrevive en el biofilm tras el agregado de vancomicina 

disminuye significativamente y es mayor que el observado frente a otros antibióticos de 

uso habitual.  
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Un problema importante que se presenta a la hora de tratar infecciones por S. 

aureus es el rápido desarrollo de resistencia a los antibióticos. En infecciones con biofilms 

esto puede verse agravado por un aumento de la CIM de los antibióticos en comparación 

con las bacterias planctónicas (Bjarnsholt et al., 2013). Si bien la vancomicina es el 

fármaco que se administra con mayor frecuencia en las infecciones asociadas a biofilms 

por S. aureus, los médicos son cautelosos a la hora de administrar este fármaco debido a 

la predisposición de S. aureus en desarrollar resistencia (Bhattacharya et al., 2015). La 

tolerancia de vancomicina para cepas planctónicas es de 2µg/ml, mientras que para 

biofilms es de 20µg/ml y requiere muchas veces el uso combinado con otros fármacos 

como la rifampicina (Bhattacharya et al., 2015; Ciofu et al., 2017).  

Este trabajo apoya la hipótesis de que los biofilms serían los responsables del 

fracaso terapéutico en pacientes con sospecha de infección en implantes articulares de 

cadera desde el punto de vista microbiológico. Además, apoya la idea de que asumir que 

los patógenos actúan como microorganismos independientes y no como biofilms a la 

hora de plantear el tratamiento antibiótico, reduciría la efectividad del mismo (Høiby 

et al., 2010; March Roselló & Eiros Bouza, 2013; Zimmerli et al., 2004). Existen 

estudiós dónde analizan la capacidad inhibitória de determinadós antimicróbianós, 

distintós a lós utilizadós en este trabajó, sóbre el biófilm dependiendó de su estadó 

(jóven ó maduró) (Anwar et al., 1992; Høiby et al., 2015). Estós estudiós muestran 

mayór póder inhibitórió en biófilms ma s jó venes casi cómó si fueran ce lulas 

planctó nicas (Amórena et al., 1999; Anwar et al., 1992). Inclusó en el trabajó de 

Bjarnshólt et al  (2013), sen ala que la diferencia de sensibilidad antibió tica in vitro, 

es muchó mayór en el primer dí a de fórmació n del biófilm cómparada cón la 

sensibilidad que hay entre el dí a 3 y 5. Si bien en nuestro estudio los ensayos se 

realizaron sobre el biofilm en formación (jóvenes), pudimos ver que no todos los 

antibióticos tienen poder inhibitorio sobre su formación, incluso para aquellas cepas con 

sensibilidad a los mismos en estado planctónico. Por lo tanto, comprender los 

mecanismos que subyacen a la resistencia y tolerancia a los antibióticos, ayudaría a 

desarrollar tratamientos que alteren este mecanismo de defensa y que la terapia 

antimicrobiana sea más efectiva (Hall & Mah, 2017).  

La evidencia disponible sugiere algunos mecanismos que tienen que ver con la 

alta frecuencia de mutación en el interior del biofilm, con la incapacidad de penetración 

del antibiótico debido a alteraciones químicas del microambiente del biofilm que 
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interfieren con el antibiótico y con cambios fenotípicos de las bacterias que componen 

el biofilm (Høiby et al., 2010). Las mutaciones por sí solas incrementan la probabilidad  

de transmisión horizontal de genes de resistencia (Driffield et al., 2008; Høiby et al., 

2010; Roy et al., 2018). A su vez la frecuencia de mutación que poseen las bacterias 

que crecen en los biofilms es significativamente mayor que la frecuencia de mutación 

de las bacterias isogénicas que crecen en estado planctónico (Høiby et al., 2015). Esta 

condición fisiológica podría explicar la multiresistencia que adquieren las bacterias 

planctónicas encontradas en los biofilms a fármacos tradicionales como β-lactámicos, 

aminoglucósidos y fluoroquinolonas (Høiby et al., 2010).  

La sobreexpresión de bombas de eflujo bajo el estilo de vida de los biofilms, 

provocando un aumento de la resistencia a los antibióticos también podría estar 

explicando la multiresistencia (Alav et al., 2018; Hassanzadeh et al., 2020). 

Deberíamos también considerar la presión selectiva que ejerce el uso prolongado de 

los antibióticos, así como también las condiciones inmunológicas del hospedero. 

Los Staphylococcus spp., son patógenos oportunistas que han desarrollado una 

compleja red reguladora para controlar su virulencia. Una de sus principales funciones 

es detectar diversas señales ambientales y responder alterando la producción de 

factores de virulencia necesarios para la supervivencia en el hospedero, incluidas las 

adhesinas de la superficie celular y las enzimas y toxinas extracelulares (Jenul & 

Horswill, 2018). En este trabajo los Staphylococcus spp. aislados, presentaron genes 

que codifican para factores de virulencia asociados a la formación de biofilms. El 90% 

de las muestras de Staphylococcus spp., presentaron los genes asociados a fibronectina 

(fnbPs). Casillas- Ituarte et al (2012) proponen en su trabajo que solo los factores 

asociados con la presencia de factores de unión a la fibronectina parecieran ser los más 

relevantes en la formación de biofilms. Según Trampuz et al (2005) la adherencia de 

S. aureus estaría vinculada con la presencia de fibronectina, mientras que en S. 

epidermidis la adherencia estaría vinculada a la adhesina intracelular polisacarídica 

(PIA) codificada por el operón ica. Este hallazgo no se ve reflejado en los resultados 

obtenidos en nuestro trabajo ya que la proporción de genes vinculados a la fibronectina 

fue similar en S. aureus y S. epidermidis.   

En S. aureus y en S. epidermidis el operón ica, codifica las enzimas 

responsables de la formación de la adhesina intracelular polisacarídica (PIA) o el poli-

N-acetilglucosamina (PNGA) que participan en la formación del biofilm (O’Gara, 

2007). PIA funciona como una adhesina intercelular que atrae electrostáticamente el 
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ácido teicoico cargado negativamente a la superficie de la célula bacteriana (Heilmann 

et al., 2019). En S. epidermidis la formación de biofilms se considera uno de los 

principales factores de virulencia (Frebourg et al., 2000) ya que las infecciones más 

importantes causadas por este microorganismo son las vinculadas a dispositivos 

médicos. 

El operón icaADBC y el gen icaR, están implicados en la producción y 

regulación de PIA y son funcionalmente necesarios para la adhesión célula a célula y 

para la formación del biofilm (Cafiso et al., 2004). Está presente en los aislados 

causantes de sepsis, pero no así en los aislados saprofíticos (De Silva et al., 2002; 

Frebourg et al., 2000; Hennig et al., 2007).  

A pesar de la real importancia del locus icaADBC y de las vías reguladoras que 

controlan la producción de PIA/PNAG en el desarrollo de los biofilms de 

Staphylococcus, existen estudios que han empezado a destacar la existencia de 

mecanismos de biofilms independientes de PIA/PNAG tanto en S. aureus como en S. 

epidermidis (Pozzi et al., 2012; Rohde et al., 2005).  

En el presente trabajo, a 3 cepas de S. epidermidis no se le detectaron ninguno 

de los genes ica estudiados, lo que posiblemente esté indicando la existencia de estos 

mecanismos ica-independiente en nuestra colección de aislamientos. Existe una gran 

diversidad de adhesinas de la superficie celular de S. aureus que utiliza para unirse a 

la matriz extracelular del hospedero por lo que no sorprende la existencia de otros 

mecanismos (Cafiso et al., 2004).  

La cantidad de biomasa del biofilms, también se ve influida por el cambio de 

las condiciones ambientales, ya que se sabe que estímulos como las concentraciones 

subinhibitorias de antibióticos, así como las altas temperaturas, la anaerobiosis, el 

estrés por etanol y la osmolaridad, aumentan la transcripción de ica y la formación de 

biofilms (Conlon et al., 2002; Rachid et al., 2000). 

Rachid et al (2000) demostró que la formación de biofilms de S. epidermidis es 

inducida por estrés externo (alta temperatura y osmolaridad). Observaron que las 

concentraciones subinhibitorias de tetraciclina y del antibiótico semisintético de 

estreptogramina quinupristina-dalfopristina aumentaban la expresión de ica entre 9 y 

11 veces. Sin embargo, observaron también que la penicilina, la oxacilina, el 

cloranfenicol, la clindamicina, la gentamicina, la ciprofloxacina, la vancomicina y la 

teicoplanina no tenían ningún efecto sobre la expresión de ica. 
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S. aureus utiliza proteínas de superficie, como los factores de agregación de 

clumping clfA y clfB, para interactuar con el fibrinógeno, uniendo las células para 

sobrevivir en el hospedero (Jenul & Horswill, 2018). Según los datos obtenidos en este 

trabajo el 80% de las cepas de S aureus presentaron el gen que codifica para el factor 

de virulencia clfA. Mientras que en las cepas de S. epidermidis solo se observó su 

presencia en un 20%.  

Una estrategia para resistir la muerte oxidativa por fagocitos está mediada por la 

producción de la enzima superóxido dismutasa (SOD) que utilizan el manganeso como 

cofactor (Handke et al., 2018; McGuinness et al., 2016). El manganeso desempeña un 

papel fundamental en esta resistencia mediante la desintoxicación directa de los radicales 

superóxido, actuando como cofactor de dos superóxido dismutasas (SOD), SodA y SodM 

(Garcia et al., 2017; Handke et al., 2018). En cuanto a la presencia del factor de virulencia 

SodA encontramos que estuvo presente en el 60% de las cepas y que su aparición está 

vinculada a las cepas de S. epidermidis.  

Dentro de los factores de virulencia que le permiten a S. aureus adaptarse 

fácilmente a diferentes nichos ambientales en diversos hospederos se encuentra el clúster 

del gen cap, que está presente en casi todos los aislados clínicos relevantes de S. aureus. 

La expresión del polisacárido capsular está presente en los aislamientos de pacientes con 

infección aguda. Sin embargo, el número de aislamientos de S. aureus derivados de 

pacientes con infecciones crónicas que no expresan el polisacárido capsular es 

significativamente alto. Esto podría indicar que la pérdida de expresión del polisacárido 

capsular puede ser una característica clave de S. aureus asociada a la persistencia 

(Tuchscherr et al., 2010). En nuestro trabajo los factores de virulencia capsulares fueron 

los que se detectaron en menor frecuencia, en 3 cepas se detectó la presencia del gen cap. 

La presencia de estos genes de virulencia no se reportó de forma simultánea en ninguna 

de las muestras analizadas. S. aureus estuvo vinculado a la presencia del gen cap5 (en 2 

cepas), mientras que en S. epidermidis se detectó la presencia del gen cap8 (en 1 cepa).  

Las cepas de SAMR suelen producir leucocidina Panton-Valentine (pvl) 

(Moroney et al., 2007; Ouchenane et al., 2011; Ramdani-Bouguessa et al., 2006). Esta 

exotoxina formadora de poros está codificada por dos genes co-transcritos, lukS y lukF-

PV, transportados en un profago integrado en el cromosoma de S. aureus (Denis et al., 

2005). La expresión de toxina citolítica pvl formadora de poros se dirige a las células 

mononucleares y polimorfonucleares causando la muerte celular por necrosis o apoptosis,  
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y se ha asociado fuertemente con las cepas de SAMS comunitario (Boyle-Vavra & Daum, 

2007). En nuestro trabajo se detectó únicamente pvl en 3 de los aislamientos analizados 

de los cuales 2 eran S. aureus metilino sensible y uno presentaba además resistencia 

inducida por clindamicina. 

Debido a la naturaleza multifactorial de las infecciones estafilocócicas y a la 

redundancia funcional de las adhesinas y exoproteínas de S. aureus, es aún difícil 

determinar el papel que desempeñan los determinantes de virulencia individuales en el 

proceso patogénico y el rol específico que cumplen sobre la formación del biofilm 

(O’Riordan & Lee, 2004).  

 

7. Conclusiones 
 

1. El 66% de las prótesis de cadera removidas en el Banco de prótesis de Uruguay 

en el período comprendido entre 2019-2021, presentaron biofilms asociados a la 

superficie. 

2. El sonicado como método de recuperación bacteriana permitió el aislamiento de 

microorganismos en un 71.4% (15/21) de las prótesis de cadera analizadas. 

3. Las condiciones óptimas para la formación de biofilm in vitro fueron utilizando 

TSB + Glucosa 1% en un tiempo final de incubación de 24 horas.  

4. Los microorganismos adheridos a las prótesis articulares poseen fuerte capacidad 

formadora de biofilms. 

5. Los agentes etiológicos detectados con mayor frecuencia fueron S. aureus y S. 

epidermidis. 

6. La sensibilidad antibiótica de los aislamientos de Staphylococcus spp., presentó 

gran diversidad de fenotipos de resistencia, la mayoría de las cepas (70%) fueron 

resistentes a gentamicina y la menor resistencia se encontró con clindamicina 

(30%).  Todas las cepas fueron sensibles a vancomicina y el 70% lo fue a 

meticilina. 

7. La eficacia de los antibióticos en la inhibición en la formación de biofilms in 

vitro varió de acuerdo con el tipo de antibiótico y la concentración testeada. 

Vancomicina fue el antibiótico con mayor capacidad de inhibir de forma 

significativa la formación de biofilm in vitro, ciprofloxacina también logró 
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buenos resultados, mientras que gentamicina solo logró inhibir de forma 

significativa la formación de biofilms a las concentraciones mas altas analizadas. 

Por otra parte, clindamicina no mostró capacidad de inhibir de forma 

significativa la formación de biofilm in vitro. 

8. Los factores de unión a la fibronectina A y B fueron los factores de virulencia 

más frecuentemente encontrados (90%), seguidos por la presencia de los genes 

que codifican para icaABCD en un 70% de las muestras clínicas de 

Staphylococcus spp.  

8. Perspectivas 
 

• Con el fin de describir mejor la epidemiología nacional de los agentes etiológicos 

de infecciones de prótesis, sería importante continuar el monitoreo e incluir 

muestras de otros prestadores de salud de Uruguay. 

• Realizar estudios que evalúen y comparen diferentes métodos para el 

desprendimiento de biofilms de las prótesis articulares de cadera.  

• Realizar estudios de metagenómica. Complementa identificación de los agentes 

etiológicos, podría comparar los métodos de desprendimiento y también provee de 

información sobre genes presentes en estos microorganismos. 

• Podría utilizarse gel por campo pulsante con enzimas de restricción poco frecuentes 

para evaluar a nivel epidemiológico la presencia de una o varias clonas en las cepas 

analizadas. 

• En este estudio evaluamos la inhibición de la formación de biofilms aplicando 

los antibióticos a tiempo cero junto con las bacterias. Sería interesante evaluar 

también la actividad de estos antibióticos sobre el biofilm ya formado. Y sumar 

el testeo de otros antibióticos utilizados para el tratamiento de estas infecciones 

como es el caso de la rifampicina.  

• Trabajar en la búsqueda de nuevos enfoques terapéuticos, inmunoterapia, péptidos 

antimicrobianos, nanopartículas, generación de proteínas recombinantes y 

tratamientos con bacteriófagos para poder analizar el impacto en los biofilms.  

• Complementar los resultados microbiológicos de la investigación, evaluando de 

forma conjunta con el equipo de médicos tratantes tanto los antecedentes como la 

evolución clínica de los pacientes.  
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10. Material suplementario  
 

 

 

 

Figura S1.  Evaluación de las condiciones óptimas para la formación de biofilms in vitro, 

comparación de medio TSB vs TSB + Glucosa 1% a 24 y 48 horas de tiempo final de 

incubación. Gráfica A, medio TSB vs TSB + Glucosa 1% a tiempo final de incubación 

de 24 horas. Gráfica B, medio TSB vs TSB + Glucosa 1% a tiempo de incubación de 48 

horas.  
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Tabla S2. Valores de DO de las cepas aisladas clasificadas según criterio el Villegas et 

al., (2013) para determinar capacidad formadora de biofilms para la condición de medio 

de cultivo TSB + Glucosa 1% a tiempo final de incubación de 24 horas. Por motivos de 

laboratorio no se utilizó muestra 6 ni tampoco muestra 16 más que para la identificación 

del agente etiológico. 

 
 

Cepa A. Etiológico DOc DO_Cepa Villegas 

Muestra 2 S. aureus 0.0434 0.206 F 

Muestra 5 S. aureus 0.0434 2.042 F 

Muestra 7 S. epidermidis 0.0434 0.408 F 

Muestra 8 S. epidermidis 0.0434 0.237 F 

Muestra 9 S. epidermidis 0.0434 0.170 M 

Muestra 12 (A) S. aureus 0.0434 2.220 F 

Muestra 17 S. aureus 0.0434 0.686 F 

Muestra 18 S. aureus 0.0434 0.837 F 

Muestra 19 C. xerosis 0.0434 3.809 F 

Muestra 20 S. epidermidis 0.0434 0.504 F 

Muestra 3 K. pneumoniae 0.0434 0.768 F 

Muestra 4 C. xerosis 0.0434 2.033 F 

Muestra 12 (B) P. aeruginosa 0.0434 2.281 F 

Muestra 15 S. epidermidis 0.0434 1.003 F 
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Figura S3.  Medidas de absorbancia a 590 nm para el análisis estadístico del efecto 

inhibitorio sobre la biomasa del biofilm in vitro en presencia de los antibióticos 

Gentamicina, Ciprofloxacina, Clindamicina y Vancomicina.  
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Figura S4. Medidas de absorbancia a 590 nm para el análisis estadístico del efecto 

inhibitorio sobre la biomasa del biofilm in vitro en presencia de los antibióticos 

Gentamicina, Ciprofloxacina y Clindamicina de cepas sensibles y resistentes.  

 
 


