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RESUMO 

A resistencia antibiótica é un grave problema de saúde pública 

mundial. Os antibiogramas clásicos habitualmente requiren 18-24 

horas, pero en situacións críticas pode ser decisiva unha 

caracterización rápida e precisa da cepa bacteriana. 

Esta tese desenvolve procedementos para determinar a 

sensibilidade/resistencia antibiótica en bacterias de alta 

patoxenicidade, de forma simple, rápida e eficaz. Todos teñen en 

común a inmobilización das bacterias nun microxel para a súa 

observación baixo microscopía de fluorescencia. 

Para cada tipo de antibiótico estableceuse e validouse un 

parámetro fenotípico que permite discriminar cepas resistentes de 

sensibles. As quinolonas, que inducen roturas do ADN, foron 

avaliadas mediante visualización directa da fragmentación do 

nucleoide. No caso de antibióticos que inhiben a síntese do 

peptidoglicano, a afectación da parede bacteriana determinouse 

mediante a promoción da liberación do nucleoide ou da elongación 

celular. A colistina, que actúa sobre a membrana plasmática, mostrou 

afectación secundaria en ADN e parede celular. Os antibióticos que 

inhiben a síntese proteica, avaliáronse por prevención de procesos 

autolíticos inducidos en Gram-positivos e da elongación por resposta 

SOS provocada por mitomicina C en Gram-negativos. 

Os resultados obtivéronse entre 40-210 minutos, concordando 

practicamente cos antibiogramas estándar. 

 



 
 

RESUMEN 

La resistencia antibiótica es un grave problema de salud pública 

mundial. Los antibiogramas clásicos habitualmente requieren 18-24 

horas, pero en situaciones críticas puede ser decisiva una 

caracterización rápida y precisa de la cepa bacteriana. 

Esta tesis desarrolla procedimientos para determinar la 

sensibilidad/resistencia antibiótica en bacterias de alta patogenicidad, 

de forma simple, rápida y eficaz. Todos tienen en común la 

inmovilización de las bacterias en un microgel para su observación 

bajo microscopía de fluorescencia. 

Para cada tipo de antibiótico se estableció y validó un parámetro 

fenotípico que permite discriminar cepas resistentes de sensibles. Las 

quinolonas, que inducen roturas del ADN, fueron evaluadas mediante 

visualización directa de la fragmentación del nucleoide. En el caso de 

antibióticos que inhiben la síntesis del peptidoglicano, la afectación de 

la pared bacteriana se determinó mediante la promoción de la 

liberación del nucleoide o de la elongación celular. La colistina, que 

actúa sobre la membrana plasmática, mostró afectación secundaria en 

ADN y pared celular. Los antibióticos que inhiben la síntesis proteica, 

se evaluaron por prevención de procesos autolíticos inducidos en 

Gram-positivos y de la elongación por respuesta SOS provocada por 

mitomicina C en Gram-negativos. 

Los resultados se obtuvieron entre 40-210 minutos, concordando 

prácticamente con los antibiogramas estándar. 



 
 

ABSTRACT  

Antibiotic resistance is a serious global public health problem. 

Classical antibiograms usually require 18-24 hours, but in critical 

situations a rapid and accurate characterisation of the bacterial strain 

can be decisive. 

This thesis develops procedures to determine antibiotic 

sensitivity/resistance in highly pathogenic bacteria in a simple, fast 

and efficient way. All of them have in common the immobilisation of 

the bacteria in a microgel for observation under fluorescence 

microscopy. 

For each type of antibiotic, a phenotypic parameter was 

established and validated to discriminate between resistant and 

sensitive strains. Quinolones, which induce DNA breaks, were 

evaluated by direct visualisation of nucleoid fragmentation. For 

antibiotics that inhibit peptidoglycan synthesis, bacterial wall damage 

was determined by promoting nucleoid release or cell elongation. 

Colistin, which acts on the plasma membrane, showed secondary 

involvement in DNA and cell wall. Antibiotics that inhibit protein 

synthesis were evaluated for the prevention of autolytic processes 

induced in Gram-positives and elongation due to SOS response caused 

by mitomycin C in Gram-negatives. 

The results were obtained between 40-210 minutes, in close 

agreement with standard antibiograms. 
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2-DOS: 2-desoxiestreptamina  

A. baumannii: Acinetobacter baumannii 

aa-ARNt: ARNt aminoacetilado 

AACs: aminoglucósido N-acetil transferasas  

ABC: transportadores dependientes de ATP (ATP binding cassette) 

ADN: ácido desoxirribonucleico 

ANTs: aminoglucósido O-nucleotidil transferasas  

APHs: aminoglucósido O-fosfotransferasas  

ARN: ácido ribonucleico 

ARNm: ácido ribonucleico mensajero 

ARNr: ácido ribonucleico ribosómico 

ARNt: ácido ribonucleico transferente 

AST: test de sensibilidad antimicrobiana (antimicrobial susceptibility 

testing) 

ATCC: Colección de Cultivos Tipo Americana (American Type Culture 

Collection) 

ATP: adenosín trifosfato. 

AUC: área bajo la curva (area under the curve) 

BLEEs: β-lactamasas de espectro extendido 
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CARMEN: reacciones combinatorias dispuestas para la evaluación 

multiplexada de ácidos nucleicos (Combinatorial Arrayed Reactions for 

Multiplexed Evaluation of Nucleid acids) 

CHUAC: Complejo Hospitalario Universitario A Coruña 

CLSI: Instituto de Estándares Clínicos y de Laboratorio (Clinical and 

Laboratory Standards Institute) 

CMI: concentración mínima inhibitoria 

Complejo ACB: Complejo Acinetobacter calcoaceticus-Acinetobacter 

baumannii 

CRISPR: repeticiones palindrómicas cortas agrupadas y regularmente 

espaciadas (Clustered Regularly Interspaced Short Palindromic Repeats) 

Cr-KPN: Klebsiella pneumonieae resistente a carbapenémicos 

(carbapenem-resistant Klebsiella pneumonieae) 

Da: dalton 

DAEC: Escherichia coli difusamente adherente (diffusely adherent 

Escherichia coli) 

D-ala-D-ala: D-alanil-D-alanina 

DAPI: 4′,6-diamidino-2-fenilindol 

DMSO: dimetilsulfóxido 

DO: densidad óptica 

ds: desviación estándar 
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DSB: rotura de doble cadena (double-strand break) 

E. coli: Escherichia coli 

E. faecalis: Enterococcus faecalis 

EAEC: Escherichia coli enteroagregativa (enteroaggregative Escherichia 

coli) 

ECDC: Centro Europeo para la Prevención y Control de Enfermedades 

(European Centre for Disease Prevention and Control) 

EDTA: Ácido etilendiaminotetraacético 

EF: factor de elongación (elongation factor) 

EF-Tu: factor de elongación termoinestable (elongation factor thermo 

unstable) 

EHEC: Escherichia coli enterohemorrágica (enterohemorrhagic Escherichia 

coli) 

EIEC: Escherichia coli enteroinvasiva (enteroinvasive Escherichia coli) 

EPEC: Escherichia coli enteropatogénica (enteropathogenic Escherichia 

coli) 

EPS: sustancia polimérica extracelular (extracelular polymeric substance) 

ESKAPE: Enterococcus faecium, Staphylococcus aureus, Klebsiella 

pneumoniae, Acinetobacter baumannii, Pseudomonas aeruginosa y 

Enterobacter 

ETEC: Escherichia coli enterotoxigénica (enterotoxigenic Escherichia coli) 
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Etest: Épsilom test 

EUCAST: Comité Europeo de Evaluación de la Sensibilidad 

Antimicrobiana (European Committee on Antimicrobial Susceptibility 

Testing) 

ExPEC: Escherichia coli patogénica extraintestinal (extraintestinal 

pathogenic Escherichia coli) 

FADH: flavin-adenin-dinucleótido reducido 

FDA: Administración de Alimentos y Medicamentos (Food and Drug 

Administration)  

GLASS: Sistema Mundial de Vigilancia de la Resistencia a los 

Antimicrobianos y de su Uso (Global Antimicrobial Resistance and Use 

Surveillance System) 

GTP: guanosín trifosfato 

h: hora 

I: intermedia 

IC: intervalo de confianza 

IF: factor de iniciación (initiation factor) 

IPEC: Escherichia coli patogénica intestinal (intestinal pathogenic 

Escherichia coli) 

K. pneumoniae: Klebsiella pneumoniae 
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KPC: carbapenemasas de Klebsiella pneumonieae (Klebsiella pneumonieae 

carbapenemase) 

LAMP: amplificación isotérmica mediada por bucle (loop mediated 

isothermal amplification) 

LPS: lipopolisacaridos 

LTA: ácido lipoteicoico (lipoteichoic acid) 

M: molar 

MALDI: desorción/ionización mediante láser asistida por matriz 

(Matrix-Assisted Laser Desorption/Ionization) 

MALDI-TOF MS: desorción/ionización láser asistida por una matriz 

con detección de masas por tiempo de vuelo (matrix-assisted laser 

desorption/ionization time-of –flight mass spectrometry. 

MATE: familia de expulsión de múltiples fármacos y tóxicos 

(multidrug and toxic-compound extrusion) 

MBL: metalo-β-lactamasas 

Mbp: millones de pares de bases o megabases 

MDA: analizador de gotas en milifluido (millifluidic droplet analyser) 

MDR: multirresistente (multi-drug resistant) 

Me:  mediana 

MFS: superfamilia del facilitador principal (major facilitator superfamily) 

M-H: medio Mueller-Hinton  

https://en.wikipedia.org/wiki/Desorption
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min: minutos 

ml: mililitros 

mm: milímetros 

MMC: mitomicina C 

MNEC: Escherichia coli asociada a meningitis neonatal (meningitis-

associated Escherichia coli) 

MS: espectrómetro de masas (mass spectrometer) 

n: número de datos 

NADH: nicotinamida-adenín-dinucleótido reducida 

NAG: N-acetilglucosamina 

NAM: N-acetilmurámico 

nm: nanómetros 

-NO2: grupo nitro 

NS: no-sensible 

ºC: grados Celsius 

OMS: Organización Mundial de la Salud. 

OXAs: oxacilinasas 

P. aeruginosa: Pseudomonas aeruginosa 

PBPs: proteínas de unión a la penicilina (penicillin-binding proteins) 
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PCR: reacción en cadena de la polimerasa (Polymerase Chain Reaction) 

PI: ioduro de propidio (propidium iodide) 

PRAN: Plan Nacional de Resistencia a Antibióticos 

qnr: resistencia a quinolonas (quinolone resistance) 

QRDR: regiones determinantes de resistencia a quinolonas (quinolone-

resistance-determining region) 

R: resistente 

REP-PCR: PCR de elementos palindrómicos extragénicos repetitivos 

(Repetitive-element PCR) 

RF: factor de liberación (release factor) 

RND: resistencia-nodulación-división (resistance nodulation-division) 

ROC: curvas características operativas del receptor (receiver operating 

characteristic curve) 

ROS: especies reactivas de oxígeno (reactive oxygen species) 

RT-PCR: PCR a tiempo real (real-time PCR) 

S. aureus: Staphylococcus aureus 

S. pneumoniae: Streptococcus pneumoniae 

S: sensible 

SCD: dispersión de la cromatina espermática (sperm chromatin 

dispersion) 
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SePEC: Escherichia coli asociada a septicemia (septicemic-associated 

Escherichia coli) 

SERS: espectroscopía Raman de superficie mejorada (Surface-Enhanced 

Raman Spectroscopy) 

SMR: familia de proteínas pequeñas de resistencia a múltiples 

fármacos (small multidrug resistance) 

SSB: rotura de cadena sencilla (single-strand break) 

TBE: Tris borato EDTA 

TLE: trión-X-100 – lisozima – EDTA 

UCI: Unidad de Cuidados Intensivos 

UFC/ml: unidades formadoras de colonias/mililitro 

UPEC: Escherichia coli uropatogénica (uropathogenic Escherichia coli) 

VAP: neumonía asociada a ventilación (ventilator-associated pneumonia) 

VIH: virus de la inmunodeficiencia humana 

W: vatios 

WTA: ácido teicoico de la pared (wall teichoic acid) 

σ: desviación típica 

: media 

%: tanto por ciento 

µg: microgramos 
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µl: microlitros 

µm: micrómetros 
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1. Microorganismos de alta patogenicidad. 

Las resistencias antimicrobianas son un grave problema de salud 

a nivel global. La Organización Mundial de la Salud (OMS) publicó en 

febrero de 2017 la primera lista de los denominados patógenos 

prioritarios resistentes a los antibióticos. En ella se incluyen las 

12 familias de bacterias más peligrosas para la salud humana. El grupo 

de prioridad crítica lo constituyen bacterias multirresistentes que 

pueden provocar infecciones graves y a menudo letales, como 

infecciones en el torrente sanguíneo y neumonías. Entre ellas destacan: 

Acinetobacter baumannii, Pseudomonas aeruginosa, Staphylococcus aureus, 

Streptococcus pneumoniae y Enterobacterales resistentes a 

carbapenémicos.   

1.1. Acinetobacter baumannii 

El género Acinetobacter incluye a cocobacilos pleomórficos 

Gram-negativos, aerobios estrictos, no fermentadores de la glucosa, 

inmóviles, no-exigentes, catalasa-positivos y oxidasa-negativos (1). 

Acinetobacter produce colonias mucosas, lisas, blanco-grisáceas cuando 

se cultiva a 37 ºC en los medios sólidos utilizados de manera rutinaria 

para diagnóstico (2).  

Este género ha experimentado muchos cambios taxonómicos a lo 

largo de los años. Uno de los principales fue la designación de la 

especie Acinetobacter baumannii (A. baumannii) en 1986 (3). En 2019, 

Vijayakumar et al. publicaron una revisión indicando que este género 

se encuentra formado por 59 especies (4). Entre ellas, cabe destacar el 

complejo Acinetobacter calcoaceticus-Acinetobacter baumannii (complejo 
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ACB) formado inicialmente por cuatro especies (5) y al que de manera 

reciente se han añadido otras tres nuevas, dos causantes de 

enfermedades y una tercera ambiental no patógena (6, 7). 

La formación de biopelículas tiene una gran importancia en las 

infecciones generadas por A. baumannii. Le permite no solo generar 

poblaciones robustas en tejidos vivos, sino también colonizar 

superficies abióticas, como equipamiento médico, incluyendo el 

fabricado con acero inoxidable (8, 9). A. baumannii tiene la capacidad 

de persistir en superficies deshidratadas durante periodos largos, 

incluso cien días en el caso de determinadas cepas (10–12). Aunque no 

está completamente definido (13), se sabe que su mecanismo de 

resistencia a la desecación es multifactorial, relacionándose con la 

cubierta de polisacáridos de la cápsula (14) y la composición de la 

membrana externa (15). Esta habilidad para tolerar el estrés ambiental, 

junto con la resistencia a múltiples clases de antibióticos, lo convierten 

en un patógeno oportunista con una gran capacidad para la 

propagación y persistencia, causando una gran variedad de 

enfermedades, afectando de manera preferencial a pacientes 

hospitalizados con un sistema inmune debilitado (2, 16). Pese a ello, 

más del 40% de los individuos adultos sanos presentan colonización 

por A. baumannii en piel y mucosas sin desarrollar patologías asociadas 

(17). 

Las enfermedades más comunes causadas por A. baumannii son 

la neumonía asociada a ventilación mecánica (VAP) y las infecciones 

sanguíneas asociadas a un catéter central (18–20). En Estados Unidos y 

Europa, entre el 8 y el 14% de las VAP son debidas a este 

microorganismo, pero sus ratios son muy superiores en áreas como 
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Asia, América Latina y algunos países del Medio Oriente, pudiendo 

superar incluso el 50% (21). Una investigación llevada a cabo en 2019 

revela que la tasa de incidencia de A. baumannii multirresistente es de 

315,4 por cada 1.000 días-paciente en UCI, con una tasa de mortalidad 

que varía del 52 al 66% en lo que atañe a enfermedades respiratorias 

(22). En el caso de infecciones del torrente sanguíneo, la tasa de 

mortalidad debida a este patógeno se acerca al 40% (23). 

Con una menor incidencia, ocasiona infecciones en tejidos 

blandos, piel, heridas quirúrgicas, sistema nervioso central, huesos y 

tracto urinario (2, 19, 24–28). A. baumannii ha sido aislado repetidas 

veces de piel y tejidos blandos de pacientes con quemaduras, heridas 

o traumatismos graves, por ejemplo, soldados heridos durante 

maniobras militares o víctimas de desastres naturales (29). 

Recientemente se ha afirmado que una de cada cinco cepas aisladas de 

este microorganismo, proviene de regiones del tracto urinario, por lo 

que está ganando peso como causante de infecciones en esta área (30). 

Además, la meningitis nosocomial causada por A. baumannii sigue 

siendo una amenaza creciente en las UCIs de neurocirugía, con una 

mortalidad cercana al 70%, especialmente en pacientes con tubos de 

ventriculostomía permanentes o fístulas cerebroespinales y que 

reciben terapia antimicrobiana posquirúrgica (29). 

 Además de las enfermedades nosocomiales, la frecuencia de 

enfermedades adquiridas en la comunidad causadas por este 

microorganismo está aumentando gradualmente (1). Mediante análisis 

genotípicos y fenotípicos se han identificado varios factores de 

virulencia importantes para la patogenicidad de A. baumannii. Entre 

ellos se incluyen: porinas, fosfolipasas, proteasas, lipopolisacáridos, 
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sistemas de secreción de proteínas y sistemas quelantes del hierro (1, 

12, 16, 28, 31).  

 La terapia de primera línea para este cocobacilo son los 

antibióticos carbapenémicos, como imipenem, meropenem o 

doripenem (32–34). La aparición de resistencias, ha propiciado el uso 

de colistina, polimixina B, tetraciclinas o inhibidores de la β-lactamasa 

como el sulbactam, entre otros (35–39). 

 La tasa mundial de cepas de A. baumannii resistentes a 

múltiples fármacos aumenta de forma alarmante, e incluso están 

surgiendo panresistencias (40, 41). La OMS ha declarado que este 

patógeno es uno de los microorganismos más severos dentro del grupo 

de los acuñados como organismos ESKAPE (Enterococcus faecium, 

Staphylococcus aureus, Klebsiella pneumoniae, A. baumannii, Pseudomonas 

aeruginosa y Enterobacter) capaces de escapar de multitud de 

antibacterianos (42). Los principales mecanismos de resistencia que 

utiliza son: la degradación enzimática de los compuestos, 

modificaciones en las dianas terapéuticas, bombas de expulsión y 

alteraciones de la permeabilidad de la membrana (1, 17, 29, 43, 44). 

1.2. Escherichia coli 

El género Escherichia, que debe su nombre al pediatra alemán 

Theodor Escherich (45), consta de bacilos Gram-negativos anaerobios 

facultativos que pertenecen a la familia Enterobacteriaceae. El término 

Escherichia coli (E. coli) fue acuñado de manera definitiva en 1954 (46) 

para referirse a un microorganismo no exigente, oxidasa negativo, 

catalasa positivo, con una temperatura óptima de crecimiento de 37 ºC 
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y que puede ser móvil por flagelos peritricos (47, 48). Posee la 

capacidad de crecer rápidamente bajo condiciones óptimas, 

dividiéndose cada 20 minutos (49). 

E. coli es una de las bacterias más estudiadas. Se utiliza mediante 

manipulación génica para la obtención de enzimas y otros productos 

industriales. Además, se emplea también como biomarcador de 

calidad de aguas, siendo su crecimiento a ciertos niveles un indicador 

de contaminación fecal (49). 

E. coli coloniza el tracto gastro-intestinal humano a las pocas 

horas del nacimiento, dando lugar a un comensalismo saludable que 

permanece durante décadas. Estas cepas normalmente no causan 

enfermedades, salvo en hospedadores inmunocomprometidos, donde 

la bacteria puede superar las barreras, produciendo peritonitis (50). 

Pese a su valor positivo, hay varios clones que han desarrollado 

capacidad patogénica, causando una variedad de enfermedades 

humanas, que dan lugar a más de dos millones de muertes cada año 

(50, 51). La mayoría de ellas se deben a enfermedades intestinales, 

fundamentalmente diarreas que afectan a niños menores de 5 años; 

pero también existen cepas patógenas denominadas E. coli 

extraintestinales, que generan infecciones del tracto urinario, del 

torrente sanguíneo y del sistema nervioso central (50, 52). 

Los factores de virulencia que utilizan estas cepas están 

codificados por genes presentes en elementos genéticos móviles 

extragenómicos, incluidos en el genoma, o combinaciones de ambos. 

Sólo aquellas combinaciones más exitosas han permanecido y dado 

lugar a los denominados “patotipos” (50). Dependiendo de las 
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regiones corporales a las que afecten, podremos hablar de E. coli 

patogénicas intestinales (IPEC) y extraintestinales (ExPEC). Las IPEC 

se dividen a su vez en 6 patotipos: enteropatogénicas (EPEC), 

enterohemorrágicas (EHEC), enterotoxigénicas (ETEC), 

enteroagregativas (EAEC), enteroinvasivas (EIEC) y difusamente 

adherentes (DAEC) (47, 50, 53, 54). Las bacterias del patotipo 

enteropatogénico están asociadas con diarreas infantiles en países en 

vía de desarrollo, produciendo una histopatología muy característica 

en las células epiteliales del intestino. En EHEC, la misma 

histopatología suele estar acompañada de la producción de la 

citotoxina Shiga, y en muchos casos las diarreas van acompañadas de 

sangrados. ETEC es la principal causa de la diarrea del viajero en 

individuos de países industrializados cuando viajan a países 

subdesarrollados. EIEC es muy similar a Shigella, causando diarrea y 

disentería a través de un complicado mecanismo de patogénesis que 

comienza con la invasión de las células epiteliales y posterior 

diseminación a los tejidos adyacentes. EAEC causa diarreas 

persistentes tanto en adultos como en niños de países desarrollados. 

DAEC se definieron inicialmente por un patrón difuso característico 

de adherencia en células epiteliales cultivadas y que está vinculado al 

desarrollo de diarrea en niños mayores (50). 

Cuando hablamos de ExPEC estamos englobando: E. coli 

uropatogénica (UPEC), E. coli asociada a meningitis neonatal (MNEC) 

y E. coli asociada a septicemia (SePEC) (47, 50, 53, 54). Las infecciones 

causadas por UPEC representan más del 85% de los casos de cistitis 

aguda y más del 60% de los casos de cistitis recurrentes. Las infecciones 

de este tipo que no cesan tras profilaxis antibiótica, pueden conducir a 
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pielonefritis, sepsis o incluso la muerte (55). MNEC es la causa más 

común de meningitis vinculada a Gram-negativos en neonatos (50). 

E. coli es una de las principales causas de bacteriemia en todo el 

mundo. La incidencia anual general de bacteriemia por este 

microorganismo en adultos aumenta notablemente con la edad, 

llegando a 452 casos por cada 100.000 personas-año en individuos con 

edad superior a los 85 años (55). 

E. coli suele vivir en el intestino de animales de sangre caliente, y 

por ello, se encuentra expuesta de manera reiterada a antibióticos, lo 

que genera una presión selectiva que conduce a la resistencia contra 

los antimicrobianos consumidos por su huésped (56). Este es uno de 

los factores que hace que este microorganismo, pese a no formar parte 

del grupo ESKAPE, esté fuertemente vinculado a este gran problema 

de salud a nivel mundial.  

1.3. Enterococcus faecalis 

Los enterococos son organismos Gram-positivos, con 

relativamente bajo contenido en guanina y citosina, de forma esférica 

u oval, que pueden formar parejas o cadenas de diversa longitud. Su 

tamaño es de 0,6-2,0 x 0,6 x 2,5 µm. No son formadores de esporas y la 

mayoría no son mótiles. Las bacterias del género Enterococcus son 

anaerobias facultativas, quimiotrofas, catalasa negativas y 

fermentadoras. Fermentan un amplio rango de carbohidratos, 

produciendo principalmente ácido láctico. Crecen de manera óptima a 

35 ºC, pero pueden tolerar temperaturas entre los 10 y los 45 ºC (57). Se 

encuentran en alimentos fermentados, en el medio natural (plantas, 

suelos, agua), y en el tracto gastrointestinal de animales, incluyendo, 
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mamíferos, reptiles, aves e insectos (58–60). Su amplia distribución se 

debe a la capacidad de sobrevivir y persistir en gran variedad de 

condiciones osmóticas, de pH y temperatura (59). 

En 1970, Kalina reclasificó a Enterococcus como género 

independiente (61). De las 54 especies que lo constituyen (62), 

Enterococcus faecalis y Enterococcus faecium, son las más frecuentes (63). 

 Pese a que en humanos son parte de la flora intestinal habitual, 

pueden causar infecciones oportunistas. Enterococcus faecalis (E. faecalis) 

es el responsable de entre el 80 y el 90% de las enfermedades 

nosocomiales asociadas a su género y el tercer patógeno más frecuente 

aislado en el ambiente hospitalario (64, 65). Causa bacteriemia, 

endocarditis e infecciones del tracto urinario (66–70). Además, se ha 

encontrado en las regiones periodontales de entre el 1% y el 51,8% de 

pacientes con periodontitis crónica (71–73). 

 

Se estima que el 25% de su genoma se corresponde con elementos 

adquiridos, incluyendo genes de resistencia antibiótica (74). Este 

mecanismo junto con la modificación de dianas antimicrobianas, 

inactivación mediante enzimas hidrolíticos, sobreexpresión de bombas 

de expulsión y respuestas adaptativas, como la formación de 

biopelículas, hace que muestre resistencia habitual a gran variedad de 

antibióticos como los aminoglucósidos y los β-lactámicos (63, 75–78). 

  

1.4. Klebsiella pneumoniae 

Este Gram-negativo, miembro de la familia Enterobacteriaceae, es 

un bacilo anaerobio facultativo, fermentador de la lactosa, inmóvil. En 



55 
 

su mayoría son portadores de una cápsula de polisacáridos y pueden 

formar colonias mucosas fácilmente reconocibles. El genoma típico de 

esta especie tiene un tamaño comprendido entre los 5 y los 6 Mpb, 

conteniendo entre 5.000 y 6.000 genes (79). 

Klebsiella pneumoniae (K. pneumoniae) puede sobrevivir en 

multitud de nichos ecológicos, tanto de forma libre como asociada a 

huéspedes. Estos nichos incluyen: suelo, agua, varias especies 

vegetales, insectos, aves, reptiles y muchos mamíferos (80). 

La relación entre este microorganismo y los humanos es 

compleja y variable, ya que puede adoptar el papel de comensal, de 

patógeno o de patógeno oportunista (81). La colonización comensal en 

el intestino y en el tracto respiratorio es común, pero varía en función 

de la edad, la disposición geográfica y la atención hospitalaria previa. 

La mayoría de las infecciones que causa son oportunistas por 

diseminación a boca, piel y aparato urinario, además de estar presente 

en el ámbito hospitalario y el aparataje médico. Afecta 

fundamentalmente a neonatos y pacientes que se encuentran con el 

sistema inmune comprometido o que padecen algún otro tipo de 

patología previa (81–83). Está involucrado en infecciones del tracto 

urinario, cistitis, neumonía, heridas quirúrgicas, y enfermedades 

potencialmente mortales como la endocarditis o la septicemia (84–86). 

Fuera del ambiente hospitalario se comporta como un patógeno real, 

afectando a población sana y sin factores de riesgo, causando 

endoftalmitis, neumonía, fascitis necrotizante, meningitis y patologías 

del tracto digestivo (87, 88). 

Las infecciones nosocomiales causadas por K. pneumoniae tienden a ser 

crónicas, debido fundamentalmente a dos motivos, uno, el hecho de 
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que las biopelículas que forma protegen al patógeno de los ataques del 

sistema inmune y los antibióticos (89), y otro, la existencia de fenotipos 

multirresistentes debidos a la presencia de carbapenemasas y 

β-lactamasas, complicando la elección de un tratamiento antibiótico 

adecuado (90, 91). 

Las cepas de K. pneumoniae resistentes a carbapenem (Cr-KPN) 

emplean dos mecanismos: la producción de β-lactamasas con 

capacidad de hidrolizar cefalosporinas, en combinación con la 

disminución de la permeabilidad de la pared celular (92) o la 

producción de β-lactamasas que degradan la mayoría de los 

antibióticos β-lactámicos. Según la clasificación Ambler, las 

β-lactamasas que expresa pertenecen a la clase A (K. pneumoniae 

carbapenemasa KPC), clase B o metalo-β-lactamasas (MBL) y clase D 

(OXA-48-like carbapenemasas) (93). 

La capacidad para desarrollar resistencias, produciendo 

infecciones invasivas con alta mortalidad, la ha convertido en una seria 

amenaza para la salud humana (85, 91, 94, 95). 

 

1.5. Pseudomonas aeruginosa 

Pseudomonas aeruginosa (P. aeruginosa) es el miembro más 

conocido del género Pseudomonas. Se trata de un bacilo recto o 

levemente curvado, Gram-negativo, con un tamaño de 2-4 x 0,5-1 µm 

y móvil gracias a la presencia de un flagelo polar. 

En relación a su metabolismo, es aerobio (aunque puede 

desarrollarse en condiciones anaerobias utilizando nitrato), catalasa y 

oxidasa positivo. Su genoma es de gran tamaño, alcanzando entre los 

5 y los 7 Mpb y codifica enzimas reguladoras importantes para el 
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metabolismo, el transporte y la expulsión de compuestos orgánicos (96, 

97). Posee una membrana citoplasmática con una bicapa fosfolipídica 

simétrica y una membrana externa asimétrica con fosfolípidos en su 

lado interno y lipopolisacáridos en el externo, que generan una barrera 

de permeabilidad (98). 

Se caracteriza por producir variedad de pigmentos, como la 

piocianina (de color azul verdoso), la pioverdina (pigmento 

fluorescente verde amarillento) y la piorrubina (roja) que dan lugar a 

distintas tonalidades en el cultivo. 

Este patógeno oportunista habita normalmente el suelo y las 

superficies de ambientes acuosos. Su capacidad de adaptación junto 

con la elevada resistencia antibiótica intrínseca, le permite sobrevivir 

en gran cantidad de espacios tanto naturales como artificiales, tales 

como las instalaciones médicas (96, 99–101). 

Es un importante patógeno nosocomial, que causa diversas 

infecciones agudas o crónicas, que se propaga por el tracto respiratorio, 

urinario, gastrointestinal, las heridas y el torrente sanguíneo (102–104). 

Dada la amplia distribución de este microorganismo, es comprensible 

que el sistema inmune sea habitualmente capaz de controlar la 

infección. Sin embargo, los individuos sensibles, principalmente 

aquellos afectados por VIH, fibrosis quística, receptores de trasplantes 

de órganos o pacientes quemados con daño vascular, sufren con 

frecuencia infecciones causadas por este patógeno (105–110). En el caso 

de individuos con fibrosis quística, las infecciones respiratorias 

crónicas incrementan la mortalidad y la morbilidad en gran medida 

(111, 112). 
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La capacidad de daño de esta bacteria se debe en buena parte a 

la producción de factores de virulencia como elastasa, proteasa 

alcalina, piocianina y biopelículas, lo que le proporciona la capacidad 

de degradar proteínas del sistema inmune (113), romper la laminina 

de la matriz proteica extracelular, incrementar el estrés oxidativo del 

hospedador (114) y demorar la entrada de los antibióticos (115). 

 

Las opciones terapéuticas son cada vez más limitadas debido a 

la continua emergencia y diseminación de cepas resistentes a 

antibióticos (99). Muchos medicamentos antimicrobianos se mantienen 

fuera de las células. Inicialmente se atribuyó este fenómeno a la 

impermeabilidad celular, pero más tarde se vio que esta iba 

acompañada por una amplia gama de sistemas de bombeo que 

impiden la permanencia del antibiótico en el interior celular (116). 

Además, P. aeruginosa posee una gran capacidad de adquirir genes de 

resistencia a través de elementos móviles tales como plásmidos o 

trasposones, o cambiar la expresión de los genes cromosómicos (117, 

118). Se consideran cepas de P. aeruginosa multirresistentes (MDR) las 

resistentes a dos o más de los siguientes grupos de antibióticos: 

aminoglucósidos, fluoroquinolonas y β-lactámicos (119, 120) 

convirtiéndose en un gran problema para la salud pública. Tanto es así, 

que además de formar parte del grupo ESKAPE, la OMS ha tildado a 

P. aeruginosa resistente a carbapenem como una de las tres especies en 

las que es más crítico el desarrollo de nuevos antibióticos para tratar 

sus infecciones (121).  
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1.6. Streptococcus pneumoniae 

Esta bacteria recibe comúnmente el nombre de neumococo. Fue 

aislada por primera vez a partir de saliva en 1881, de manera 

independiente por Pasteur y Sternberg (122, 123). 

 Se trata de un Gram-positivo con una longitud de entre 1,2 y 

1,8 µm, que presenta forma oval con el extremo distal lanceolado. Es 

inmóvil, no forma esporas y es un miembro alfa-hemolítico del género 

Streptococcus. Es un anaerobio facultativo que fermenta distintas 

fuentes de carbono para dar lugar a ácido láctico (124). Produce altos 

niveles de peróxido de hidrógeno. Por ello se suele incluir sangre en el 

medio de cultivo, que aporta catalasa, la cual descompone el peróxido 

de hidrógeno.  

Generalmente se presenta en forma de diplococo, por lo que 

inicialmente fue denominado Diplococcus pneumoniae, aunque existen 

algunos factores que pueden inducir la formación de cadenas (125). 

Hay identificados y caracterizados por lo menos 98 serotipos de 

Streptococcus pneumoniae (S. pneumoniae) que son reconocidos de 

manera independiente por el hospedador. Estos serotipos dependen 

de la composición de la cápsula de polisacáridos que rodea al 

microorganismo (123, 126–130). Siendo una bacteria Gram-positiva, su 

pared celular posee múltiples capas de peptidoglicano. Además, 

contiene ácidos teicoicos unidos al peptidoglicano y ácidos 

lipoteicoicos unidos a la membrana citoplasmática localizada debajo 

del peptidoglicano. Ambos ácidos poseen residuos de fosforilcolina, 

que son claves para la unión a receptores de colina localizados en las 

células humanas (131). 
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S. pneumoniae posee una característica capacidad de 

autodesintegración, debido a la presencia de la autolisina LytA. Esto 

suele acontecer cuando la población alcanza la fase estacionaria o 

cuando se ve afectada por antibióticos que inhiben la síntesis del 

peptidoglicano. La incubación con sales biliares u otros detergentes, 

activa la autolisina, provocando la respuesta autolítica en pocos 

minutos, por lo que puede ser utilizada para su identificación (132, 

133). 

Este microorganismo ocupa de manera asintomática la región 

nasofaríngea de los humanos. Esta relación comensal es más frecuente 

en la infancia (27-65% de portadores) que en la edad adulta (menos del 

10%) (134). Su posición en la parte superior del tracto respiratorio le 

proporciona una ventaja para diseminarse entre la población (135-137). 

Se puede transmitir mediante gotas respiratorias a través del aire o por 

contacto directo con secreciones de los portadores. Cuando llega a un 

nuevo hospedador, dependiendo de varios factores como el estado 

inmunológico, puede adherirse al epitelio respiratorio y formar parte 

de la microbiota o desencadenar patologías (138). S. pneumoniae sigue 

siendo la causa más frecuente de neumonías adquiridas en la 

comunidad a pesar de la diseminación del uso de vacunas (139). 

Además, también puede causar: sinusitis paranasal, otitis media, 

meningitis, conjuntivitis, osteomielitis y bacteriemia, entre otras 

infecciones (135, 138, 140–143). Las enfermedades causadas por 

neumococo son más prevalentes en niños pequeños, adultos mayores 

y personas con comorbilidades subyacentes (125, 144–148). 

En 2017 la OMS incluyó a S. pneumoniae como uno de los 12 

patógenos prioritarios, debido a su elevada morbilidad y mortalidad 
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(131). Entre el 15 y el 30% de las cepas de neumococo son clasificadas 

como multirresistentes (149). Durante las décadas de los 80 y los 90 

desarrolló resistencia a la penicilina, lo que llevó a que se combatiese 

con macrólidos. Sin embargo, el amplio uso de estos antibióticos ha 

generado una presión selectiva que contribuye a la expansión de las 

cepas de S. pneumoniae resistentes a macrólidos (150, 151). Pese a esta 

situación, las terapias antibióticas más recomendadas frente a 

neumococo incluyen: β-lactámicos (cefotaxima), macrólidos 

(azitromicina) o fluoroquinolonas (moxifloxacino) solos, o en 

combinación (152). 

 

2. Mecanismos de acción de los antibióticos 

Los antibióticos son un subgrupo de antimicrobianos, formados 

por moléculas naturales, sintéticas o semisintéticas, capaces de inducir 

la muerte (acción bactericida) o la detención del crecimiento de 

bacterias (acción bacteriostática). Los antibióticos constituyen un 

grupo heterogéneo de sustancias con diferente comportamiento 

farmacocinético y farmacodinámico, ejerciendo una acción específica 

sobre alguna estructura o función del microorganismo. Poseen una 

elevada potencia biológica actuando a bajas concentraciones y su 

toxicidad es selectiva, ya que bloquean una enzima o un sustrato no 

presente en las células humanas o suficientemente distinto (153). 

Según el mecanismo de acción de los antibióticos estos se pueden 

clasificar en cinco grupos: inhibidores de la replicación del ADN, 

inhibidores de la formación de la pared bacteriana, inhibidores de la 
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síntesis proteica, inhibidores de la membrana citoplasmática e 

inhibidores de vías metabólicas (figura 1). 

 

Figura 1. Tipos de antibióticos atendiendo a su mecanismo de acción. Imagen creada 
en BioRender. 

2.1. Antibióticos que actúan en el metabolismo o la 

estructura de los ácidos nucleicos 

El genoma bacteriano contiene información para la síntesis de 

proteínas que se transmite a través del ARN mensajero producido a 

partir del molde de ADN (transcripción), y para la síntesis de ARN 

ribosómico que formará parte de los ribosomas bacterianos. El ADN 

debe duplicarse (replicación) para transmitir esta información a la 

descendencia. La replicación y la transcripción del ADN se realizan en 

varias fases con la participación de diferentes enzimas y sustratos, que 
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además del ADN molde, constituyen dianas para la acción de diversos 

antibióticos. 

Dentro de este grupo se incluyen las rifamicinas y las quinolonas, 

que actúan sobre enzimas que participan en los procesos de 

transcripción y replicación, y otros, que actúan directamente sobre el 

ADN, dañándolo, como nitroimidazoles y nitrofuranos. La mayoría de 

los antibióticos que actúan sobre el ADN son bactericidas rápidos y 

normalmente independientes del inóculo y de la fase de crecimiento 

bacteriano (154). 

2.1.1. Quinolonas 

 La aparición de esta clase de antibacterianos comenzó con la 

síntesis del ácido nalidíxico por Lesher en 1962 (155). La modificación 

de la estructura de este compuesto dio lugar a la segunda generación 

de quinolonas, permitiendo la síntesis de la primera fluoroquinolona: 

el norfloxacino (156). Sucesivas modificaciones en la molécula de la 

fluoroquinolona dieron lugar al ciprofloxacino en los años ochenta 

(157). El ciprofloxacino es un antibiótico de amplio espectro, que 

mantiene la potente actividad contra Gram-negativos que tenían los 

compuestos previos, pero mejora la actividad sobre algunos 

Gram-positivos. Posteriormente se han realizado intentos para 

modificar la molécula de fluoroquinolona y superar las limitaciones 

del ciprofloxacino, diseñándose las quinolonas de tercera generación 

como el levofloxacino, que actúa sobre microorganismos como 

S. pneumoniae. Las modificaciones llevadas a cabo para ser efectivos 

también contra bacterias anaerobias, dieron lugar a las quinolonas de 
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cuarta generación, cuyo miembro más conocido es el moxifloxacino 

(158, 159) (figura 2). 

Entre las características comunes de las fluoroquinolonas se 

incluyen: la retención del nitrógeno en N-1, el ácido carboxílico en C-3, 

la cetona en C-4 y el átomo de flúor en C-6, siendo todos ellos de 

demostrada importancia para el mantenimiento de la potente 

actividad antibacteriana (160). El desarrollo de las nuevas 

fluoroquinolonas se ha desencadenado como consecuencia de 

numerosas modificaciones de los sustituyentes en las posiciones 1, 5, 7 

y 8 (161). 

 

Figura 2. Estructura química de varias de la fluoroquinolonas más importantes. 

(Modificado de (162)). 
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Los fluoroquinolonas se unen a dianas específicas en el ADN 

bacteriano (163, 164) y, por lo tanto, la acumulación intracelular de 

estas moléculas es esencial para poder llevar a cabo su actividad. Se ha 

visto que su incorporación se lleva a cabo por difusión simple a través 

de la membrana celular en E. coli y S. aureus (165), con cierta captación 

por parte de la vía de las porinas en la membrana externa de 

Gram-negativos (166). Una vez en el interior de la célula, su acción se 

debe a la inhibición de dos enzimas topoisomerasas de tipo II: la ADN 

girasa y la topoisomerasa IV (163, 167–169). Las topoisomerasas son 

esenciales para el control del estado topológico del ADN, ya que se 

encargan de gestionar los superenrollamientos, la relajación, cortes y 

uniones, que resultan vitales para los procesos de replicación, 

transcripción, recombinación y reparación (169–172). 

La ADN girasa es una proteína tetramérica compuesta por dos 

subunidades A y dos subunidades B (A2B2) (166). La subunidad A 

(GyrA), codificada por el gen gyrA se encarga del enrollamiento del 

ADN, la realización de cortes de la doble cadena del ADN y su 

posterior sellado. Después de esta unión, las subunidades B (GyrB), 

codificadas por gyrB, son las responsables de la hidrólisis de ATP y la 

interacción con GyrA y el ATP. La ADN girasa introduce 

superenrollamientos negativos en las cadenas de ADN y libera la 

tensión torsional acumulada por los procesos de replicación y 

transcripción (173, 174). 

La topoisomerasa IV está formada por dos subunidades ParC y 

dos ParE (ParC2ParE2), codificadas por los genes parC y parE, 

respectivamente (169). Esta enzima presenta una potente actividad 

decatenante. Ambas enzimas juegan un papel esencial en la 
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segregación del ADN cromosómico replicado durante la división 

celular (169, 175) y en las reacciones de relajación y separación del 

ADN (163, 169, 170). 

Las quinolonas inhiben la acción de estas enzimas, uniéndose al 

ADN roto y a la topoisomerasa formando un complejo ternario 

quinolona-ADN-topoisomerasa, de forma irreversible (figura 3). Estos 

complejos impiden que el proceso de transcripción o replicación 

continúen, bloqueando así el crecimiento, pero no conducen a la 

muerte celular. Tras la inducción de la rotura de la doble cadena por 

parte de la topoisomerasa, la quinolona bloquea su reparación. Esto 

ocurre de manera esparcida por todo el cromosoma bacteriano, que se 

fragmenta masivamente. Es este proceso el que se relaciona 

directamente con la muerte celular (161, 163, 166, 173, 176–178). 

Figura 3. Mecanismo de acción de las quinololas. Para relajar el ADN superenrollado 

y permitir que el ADN pueda ser procesado, las topoisomerasas introducen cortes en 

la molécula. La formación del complejo ADN-Topoisomerasa-Quinolona inhibe la 

replicación del ADN e impide que los cortes en la doble hélice sean resellados, y el 

cromosoma se fragmenta; ambas situaciones pueden conducir a la muerte celular. 

(Figura creada con BioRender).  
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En el caso de la mayoría de las especies de Gram-negativos, la 

girasa es la diana preferencial de la quinolona y la topoisomerasa IV la 

secundaria (163, 168, 179), mientras que en el caso de los 

Gram-positivos ocurre al revés (180–185).  

2.1.2. Rifamicinas 

Las rifamicinas son un grupo de antibióticos antiguos que 

poseen actividad antimicrobiana contra Gram-positivos y 

Gram-negativos. Dentro de los más destacados están la rifampicina y 

la rifapentina para tratar la tuberculosis, la rifabutina empleada frente 

a infecciones provocadas por Mycobacterium avium, y la rifaximina 

administrada a pacientes con diarrea del viajero (186).  

El mecanismo de acción de las rifamicinas se basa en la 

interferencia de la síntesis del ARN y tienen como diana preferencial, 

la ARN polimerasa. Se fijan a la subunidad beta de esta enzima, 

codificada por el gen rpoB (187) bloqueando la elongación del ARNm 

cuando alcanza 2 ó 3 nucleótidos. No son efectivas en pasos más 

avanzados del proceso. Esta acción es específica sobre la ARN 

polimerasa bacteriana, ya que no se ha detectado inhibición de la 

proteína en el caso de humanos (186).  

2.1.3. Nitrofuranos y nitroimidazoles 

Los nitroimidazoles y los nitrofuranos son dos grupos de 

quimioterápicos de origen sintético que tienen efecto antibacteriano 

y/o antiparasitario por degradación del ADN. Ambos grupos tienen 

cierta similitud estructural y en ambos la reducción del grupo nitro 
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(- NO2) parece ser necesaria para que se produzca el efecto bactericida 

o parasiticida (188, 189).  

El 5-nitrofurano y sus derivados se han administrado en la 

práctica clínica desde los años sesenta, para tratar una gran variedad 

de enfermedades que van desde infecciones del tracto urinario hasta el 

cáncer (189). Los nitroimidazoles penetran fácilmente en el citoplasma 

por difusión pasiva. El grupo NO2 del anillo imidazólico, que se 

comporta como aceptor de electrones, se reduce por nitrorreductasas, 

liberándose nitritos que dañan el ADN por oxidación. Los nitrofuranos 

actúan de manera similar, generando sustancias tóxicas en el 

citoplasma que dañan el ADN (154). 

2.2. Antibióticos que actúan inhibiendo la síntesis 

de la pared bacteriana 

La pared celular es la encargada de mantener la forma de la 

bacteria, ofreciendo resistencia al estrés mecánico y a la presión 

osmótica interna. El peptidoglicano o mureína es un componente 

importante de la pared celular bacteriana (figura 4). Forma una enorme 

red de cadenas interconectadas de subunidades alternas de 

N-acetilglucosamina (NAG) y ácido N-acetilmurámico (NAM). Los 

péptidos de cadena corta, que se unen a NAM lo hacen de manera 

reticular a las ramas peptídicas de las cadenas de muropéptido 

cercanas. Los componentes del peptidoglicano son sintetizados y 

ensamblados en el citoplasma y transferidos a la cara externa de la 

membrana citoplasmática. 
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Figura 4. Ruta de la biosíntesis del peptidoglicano en E. coli. No se muestran algunos 

componentes de la pared celular (ej: membrana externa) para simplificar la 

interpretación. La vía de síntesis comienza con la formación del nucleótido de Park en 

el citoplasma, seguida de la unión a un componente lipídico para producir el lípido II. 

Finalmente, el lípido II es traslocado a través de la membrana citoplasmática y luego 

insertado en el pépidoglicano existente mediante reacciones de transglucosilación y 

transpeptidación (190). 

Allí, las proteínas de unión a la penicilina (PBPs) o DD-peptidasas 

catalizan la formación de enlaces glucosídicos entre dos unidades de 

muropéptidos generando cadenas lineales glucídicas y la formación de 

enlaces peptídicos entre cadenas adyacentes de mureína, es decir, la 

transpeptidación, dando lugar a un polímero rígido tridimensional (191–193). 

Mientras que las bacterias Gram-negativas contienen de dos a cinco capas de 

peptidoglicano, las Gram-positivas portan una pared celular mucho más 

gruesa, con ácidos teicoicos adheridos al peptidoglicano y a la membrana 

citoplasmática (figura 5). Además, hay variabilidad entre diferentes especies 
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y cepas, tanto en la frecuencia de entrecruzamientos en el peptidoglicano 

como en la presencia de diferentes moléculas incorporadas en el 

peptidoglicano (193). 

 

Figura 5. Paredes celulares Gram-negativa y Gram-positiva. Las bacterias 

Gram-positivas (b) suelen utilizar una gruesa capa de peptidoglicano para proteger su 

membrana citoplasmática, mientras que las bacterias Gram-negativas (a) cuentan con 

una membrana interna y otra externa que rodea a una matriz de peptidoglicano más 

fina y al espacio periplásmico. El transporte de antibióticos y otros compuestos 

extracelulares a través de las membranas bacterianas se produce de forma activa o 

pasiva, según la naturaleza del transportador. Existen numerosos componentes 

asociados a ambos tipos de paredes celulares que limitan la capacidad de los 

antibióticos para penetrar en estas estructuras, como bombas de expulsión, enzimas 

defensivas, como las β-lactamasas, y complejas redes de carbohidratos que crean una 

cubierta protectora. (LPS: lipopolisacaridos, LTA: ácido lipoteicoico, WTA: ácido 

teicoico de la pared) (194).  
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La pared bacteriana es susceptible de verse afectada por acción 

de los antimicrobianos. De hecho, los antibióticos que inhiben la 

síntesis de la pared celular son los más ampliamente utilizados en la 

práctica clínica (191). Los podemos dividir en tres grandes grupos: 

β-lactámicos; glucopéptidos; y fosfonopéptidos, isoxazolidinonas y 

bacitracina. 

2.2.1. β-lactámicos 

Los antibióticos β-lactámicos son agentes antibacterianos de 

enorme relevancia. El descubrimiento y la comercialización del primer 

antibiótico β-lactámico (Penicilina G) es un hito simbólico de la 

quimioterapia moderna. Desde entonces, se han introducido otros 

antibióticos β-lactámicos que han revolucionado el tratamiento de las 

infecciones bacterianas (195). 

Esta familia está constituida por fármacos bactericidas 

estructuralmente relacionados que contienen un anillo β-lactámico en 

su estructura química (figura 6). Se clasifican en: penicilinas, 

cefalosporinas, carbapenémicos, monobactámicos e inhibidores de las 

β-lactamasas (196). Esta clasificación depende de la naturaleza química 

del anillo fusionado a la unidad farmacófora β-lactámica, generando 

un andamiaje bicíclico no coplanar (195). 
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Figura 6. Estructura básica de diferentes clases de antibióticos β-lactámicos. En todos 

ellos se observa resaltado en rojo el anillo β-lactámico. Este se encuentra en cada caso 

unido a un sustituyente diferente: a un anillo de tiazolidina en el caso de las 

penicilinas, a un anillo de dihidrotiazina en las cefalosporinas y a un anillo de pirrolina 

en los carbapenems. Cuando nos referimos a los monobactámicos, la fracción 

β-lactámica no está fusionada a ningún otro anillo. (Modificado de (197)) 

Estos antibióticos son análogos de la D-alanil-D-alanina 

(D-ala-D-ala), el residuo aminoacídico terminal en las subunidades del 

precursor NAG/NAM-péptido. De este modo interaccionan con el 

centro activo de las PBPs y reaccionan covalentemente con un residuo 

de serina. Principalmente inhiben la transpeptidación, de manera que 

detienen el crecimiento celular. Secundariamente, un aumento de 

precursores del peptidoglicano, desencadena que las hidrolasas de 

mureína o autolisinas, degraden el peptidoglicano, conduciendo a la 

muerte celular (198) (figura 7). En el caso de las bacterias 

Gram-positivas, los ácidos teicoicos que inhiben el sistema autolítico 

se pierden, y las hidrolasas asociadas a la mureína se activan y 

degradan el peptidoglicano (193). 
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Figura 7. Mecanismo de acción de los antibióticos β-lactámicos. (Creada con 

BioRender) 

2.2.2. Glucopéptidos 

Los antimicrobianos glicopéptidos son un grupo de productos 

naturales y péptidos glicosilados semisintéticos que poseen actividad 

antibacteriana contra organismos Gram-positivos mediante la 

inhibición de la síntesis de la pared celular (199). 

Estructuralmente, son heptapéptidos glicosilados. Basándose en 

la identidad de los aminoácidos 1 y 3 del núcleo heptapeptídico, los 

glucopéptidos pueden clasificarse en cinco clases, cuyos 

representantes principales son, respectivamente: vancomicina, 

actinoidina A, ristocetina A, teicoplanina y complestatina (200). 

Todos ellos comparten la propiedad de unirse con una gran 

afinidad y especificidad al dipéptido terminal D-ala-D-ala de los 

precursores del peptidoglicano expuestos en la superficie externa de la 

membrana plasmática y, por tanto, provocan la inhibición de la 
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polimerización y entrecruzamiento del peptidoglicano, conduciendo 

en último término a la lisis celular (199). 

2.2.3. Fosfonopéptidos, isoxazolidinonas y bacitracina 

Otros miembros del grupo de antibióticos que afectan a la 

síntesis de la pared celular son: la fosfomicina, que inhibe la enzima 

murA afectando el primer paso de la síntesis del peptidoglicano (201, 

202); la cicloserina, que es un inhibidor competitivo de la 

alanina-racemasa y la alanina-sintetasa, que conducen a la síntesis del 

dipéptido D-ala-D-ala (203); y la bacitracina, un dodecapéptido que 

forma complejos con el difostafo de undecaprenilo y bloquea su 

defosforilación (204). 

2.3. Antibióticos que actúan inhibiendo la síntesis 

de proteínas 

La síntesis proteica es uno de los procesos más frecuentemente 

afectados por la acción de los antimicrobianos. Su inhibición selectiva 

es posible gracias a las diferencias estructurales entre los ribosomas 

bacterianos y eucariotas. Los ribosomas bacterianos están formados 

por dos subunidades (30S y 50S), que contiene ARN ribosómico 

(ARNr 16S en la subunidad 30S, y ARNr 5S y ARNr 23S en la 

subunidad 50S) y diversas proteínas llamadas S (small o pequeña, en 

la subunidad 30S) o L (large o grande, en la subunidad 50S). Los 

distintos antimicrobianos, utilizan diferentes lugares de unión, como 

pueden ser, determinados nucleótidos para las oxazolidinas, algunas 

proteínas S para las tetraciclinas o proteínas L para el cloranfenicol 

(154).  



75 
 

La síntesis de proteínas se puede dividir en cuatro pasos 

fundamentales: iniciación, elongación, terminación y reciclaje. La fase 

de iniciación incluye la formación del ribosoma de 70S a partir de las 

subunidades de 30S y 50S, y el posicionamiento del codón iniciador del 

ARNm (normalmente AUG) junto con el ARNt iniciador 

(normalmente fMet-tRNA) en sitio P del ribosoma. La eficiencia y 

fidelidad de este proceso es controlada por tres factores de iniciación 

de la transcripción especializados IF1, IF2 e IF3. La fase de elongación 

incluye un ciclo de cuatro pasos. Primero, un ARNt aminoacetilado 

(aa-ARNt) se coloca en el sitio A del ribosoma por el factor de 

elongación Tu (EF-Tu) en un complejo con GTP. Durante el proceso de 

decodificación el ribosoma monitoriza la interacción de apareamiento 

entre el codón del ARNm y el anticodón del ARNt, asegurándose que 

sólo los ARNts unidos al aminoácido correcto son los que se colocan. 

La formación de los enlaces peptídicos ocurre entre los aminoácidos 

unidos a los ARNts en los sitios A y los sitios P, dando lugar a la 

transferencia de un aminoácido (o la cadena polipeptídica en ciclos 

posteriores de la elongación) del ARNt del sitio P al aa-ARNt del sitio 

A. Para acomodar la siguiente incorporación de aa-ARNt, los ARNts 

se mueven de los sitios A y P a los sitios P y E en un proceso llamado 

translocación, que es facilitado por el EF-G. Cuando la cadena 

polipeptídica se alarga, pasa a través de un túnel de salida en la 

subunidad 50S antes de entrar en el citoplasma, donde se pliega la 

proteína. El ciclo de elongación continúa hasta que se encuentra un 

codón de parada. Los codones de parada son reconocidos por los 

factores de liberación (RF1 y RF2) que hidrolizan la unión 

ARNt-péptido, liberando la cadena polipeptídica del ribosoma. El 
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complejo es posteriormente desensamblado, lo que permite que los 

componentes sean reciclados para la siguiente ronda de iniciación de 

la traslación (205). 

Varias clases de antibióticos clínicamente importantes tienen 

como diana los ribosomas bacterianos, donde interfieren con la síntesis 

de proteínas bacterianas. Los estudios estructurales de la interacción 

de antibióticos con los ribosomas han revelado que estas pequeñas 

moléculas reconocen predominantemente los componentes de ARNr 

(206). 

Se diferencian distintos tipos de antibióticos inhibidores de la 

síntesis de proteínas según su mecanismo de acción dentro del proceso 

(figura 8). 

 

Figura 8. Estructura química de los diferentes tipos de antibióticos inhibidores de la 

síntesis proteica. 
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2.3.1. Aminoglucósidos 

Los aminoglucósidos son compuestos naturales obtenidos de 

actinomicetos del suelo o productos sintéticos derivados de ellos. En 

su estructura portan un anillo 6-carbón aminociclitol, normalmente 

2-desoxiestreptamina (2-DOS) al que se unen diferentes azúcares. 

Basándose en su estructura se clasifican en varios grupos. Los 

aminoglucósidos más utilizados en la práctica clínica son: amikacina, 

gentamicina y tobramicina. Poseen un amplio espectro antimicrobiano 

incluyendo Gram-positivos y Gram-negativos, pero debido a la 

necesidad de utilizar el gradiente eléctrico para penetrar en la célula 

(207), no son eficaces en bacterias anaerobias. Los aminoglucósidos 

tienen un efecto bactericida dependiente de su concentración y poseen 

un importante efecto postantibiótico (208). 

Los aminoglucósidos inhiben la síntesis proteica bacteriana por 

acciones pleiotrópicas que llevan a alteraciones de la traducción en 

diversos pasos incluidos en la iniciación, elongación y terminación. Se 

unen a la subunidad ribosomal 30S, específicamente al ARNr 16S y 

particularmente el sitio A (209). Esta unión estabiliza un apareamiento 

disparejo de codón y anticodón, conduciendo a una traducción errónea 

(figura 9). Muchos de los datos acerca del funcionamiento molecular 

de los aminoglucósidos fueron obtenidos de estudios sobre la 

estructura de los ribosomas (206, 210). Se unen a un bucle interno del 

ARNr de 16S que contiene 3 residuos de adenina desapareados. Dos 

de las adeninas (A1492 y A1493) son flexibles y pueden adoptar 

posiciones dentro del bucle de ARN o proyectarse hasta el sitio en el 

ribosoma que aloja el híbrido entre el ARNm y el ARNt unido al sito 

A. La decodificación del ARNm incluye el contacto directo entre las 
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adeninas flexibles y el híbrido codón-anticodón del ARNm-ARNt. La 

unión del aminoglucósido al sitio de descodificación desplaza las 

adeninas flexibles del interior del ARN 16S y las bloquea en un estado 

que se asemeja mucho a la conformación durante la decodificación del 

ARNm (210, 211), conduciendo a una reducción de fidelidad en la 

traducción (212). 

2.3.2. Tetraciclinas 

El primer fármaco de la familia de las tetraciclinas, la 

clortetraciclina, fue descubierto en 1948 (213). La base de su estructura 

es una molécula de naftaceno, que comprende cuatro anillos 

aromáticos, lo que le da el nombre a este grupo de antibióticos. La 

unión de los mismos a diferentes radicales genera las distintas 

tetraciclinas. Tan pronto como se descubrió la primera generación de 

tetraciclinas, se comenzó a desarrollar la segunda, con compuestos tan 

representativos como la doxiciclina (214). Con la emergencia de las 

resistencias se recuperó el interés por el desarrollo de la tercera 

generación de tetraciclinas, surgiendo las glicilciclinas, como la 

tigeciclina. La tigeciclina es un derivado de la minociclina con un 

grupo t-butilamina, que fue diseñada para mantener el amplio 

espectro de actividad antibacteriana de las tetraciclinas contra aerobios 

y anaerobios, Gram-positivos y Gram-negativos (215–217).  

Las tetraciclinas penetran en el citoplasma bacteriano por un 

proceso dependiente de energía y se unen de forma reversible a la 

subunidad 30S del ribosoma (proteínas S7, S14, S19), bloqueando el 

acceso de los complejos aminoacil-ARNt, e impidiendo la continuación 

de la síntesis proteica (206, 218, 219) (Figura 9). 
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2.3.3. Macrólidos 

Los macrólidos constituyen una extensa familia de antibióticos 

que han sido utilizados clínicamente desde el hallazgo de la 

eritromicina en los años 50 (219–221). Todos ellos se caracterizan por 

portar un anillo lactónico macrocíclico al que se unen uno o varios 

azúcares. Dependiendo del número de átomos de carbono que 

presenta el anillo, se clasifican en: macrólidos de 14 carbonos como la 

eritromicina, macrólidos de 15 átomos de carbono como la 

azitromicina y compuestos de 16 carbonos como la espiramicina (154, 

209, 222). Otra variante son los cetólidos, como la telitromicina, que son 

un grupo de antibióticos derivados de la eritromicina, en los que el 

azúcar unido al carbono 3 se sustituye por un grupo cetónico.  

 Los macrólidos actúan uniéndose a un sitio adyacente al centro 

peptidil transferasa dentro del túnel de expulsión a través del cual va 

saliendo la cadena polipeptídica del ribosoma, a medida que se va 

formando (219, 221). Esto bloquea la extensión de la cadena peptídica 

y permite la disociación del peptidil-ARNt (209, 223, 224). En el caso 

de los cetólidos, se ha descrito también una inhibición de la formación 

de la subunidad 50S al evitar el ensamblaje de los ARNr 5S y 23S con 

las riboproteínas, con lo que se impide el inicio de la síntesis (225) 

(figura 9). 
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Figura 9. Esquema de las diferentes dianas de los inhibidores de la síntesis de 

proteínas. (Imagen creada con BioRender). 

2.3.4. Oxazolidinonas 

Representan una de las últimas familias de antimicrobianos 

incorporadas a la práctica clínica. Son compuestos obtenidos por 

síntesis artificial. Su representante en uso es el linezolid (226). Este 

antibiótico se fija a la subunidad ribosómica 50S, en el centro 

peptidiltransferasa dentro del ARNr 23S (dominio V), distorsionando 

así el punto de unión del formilmetionil-ARNt y evita, por lo tanto, la 

formación del complejo de iniciación (227–229). 

2.3.5. Lincosamidas 

Las lincosamidas son derivados básicos de la prolina 

desprovistos del anillo de lactona (222). Están formados por el 

aminoácido unido a un azúcar mediante una amida. La principal 

lincosamida es la clindamicina, un derivado semisintético de la 

lincomicina. Como en el caso de otros antibióticos, el sito A de la 
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subunidad 50S del ribosoma, es el lugar de unión para la clindamicina 

(221, 230, 231), interfiriendo la unión del peptidil-ARNt (232) (figura 9). 

2.3.6. Anfenicoles 

El antibiótico más representativo de este grupo es el 

cloranfenicol, que fue aislado originalmente en Streptomyces venezuelae, 

pero que actualmente se obtiene de manera sintética al igual que sus 

derivados: tiamfenicol y florfenicol (233). 

El cloranfenicol se une de manera reversible a la subunidad 50S 

bloqueando las funciones principales de los ribosomas (234) como la 

reacción de la peptidil transferasa, (235, 236) la unión y el movimiento 

de los sustratos a través del centro peptidiltransferasa (237) y la 

terminación de la traducción (238). Esto resulta en un proceso de 

traducción impreciso (figura 9). La unión reversible del cloranfenicol a 

la subunidad 50S ha sido estudiada en detalle mediante análisis de 

cristalografía de rayos X, encontrándose que el sitio de unión es 

exclusivamente sobre segmentos del ARNr 23S en la cavidad de la 

peptidiltransferasa y no involucra la interacción con proteínas 

ribosomales (230, 231, 239–242). En resumen, el cloranfenicol impide el 

ensamblaje de los aminoacil-ARNt que transportan los aminoácidos al 

ribosoma, inhibiendo la formación del enlace peptídico. El sitio de 

acción está cercano al de los macrólidos y al de la clindamicina, ya que 

estos antibióticos se inhiben competitivamente (243). 
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2.4. Antibióticos que actúan inhibiendo las 

funciones de la membrana citoplasmática 

La membrana citoplasmática es vital para todas las células, ya 

que interviene activamente en los procesos de difusión y transporte 

activo, y de esta forma controla la composición del medio celular 

interno. Las sustancias que alteran esta estructura, modifican la 

permeabilidad y provocan la salida de iones potasio, esenciales para la 

vida bacteriana, o la entrada de otros que a altas concentraciones 

alteran el metabolismo bacteriano normal. Los antibióticos que actúan 

en esta estructura se comportan como bactericidas. 

La membrana consiste en una bicapa lipídica similar a otras 

membranas biológicas, compuesta por fosfolípidos anfipáticos.  

Las membranas de la mayoría de los procariotas, a diferencia de 

las de eucariotas, carecen de esteroles; pero en muchas bacterias existe 

una clase peculiar de compuestos policíclicos, 

denominados hopanoides (triterpenoides pentacíclicos) que parecen 

condicionar parte de la rigidez de la membrana citoplásmica. Los 

hopanoides se sintetizan a partir del mismo tipo de precursores que 

los esteroles. La membrana se halla estabilizada por puentes de 

hidrógeno, interacciones hidrofóbicas y cationes como el calcio y el 

magnesio que se combinan con los fosfolípidos cargados 

negativamente. Además, insertas en ella, se encuentran múltiples 

proteínas transmembrana, que facilitan el transporte de sustancias 

hidrofílicas. Todos los sistemas de fosforilación, oxidación y transporte 

de electrones (citocromos) para la producción de energía se encuentran 

a nivel de la membrana celular. 

http://es.wikipedia.org/wiki/Hopanoide
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Figura 10. Estructura química de la colistina. 

Dentro del grupo de antibióticos que afectan a la membrana, 

destacan las polimixinas, que forman un conjunto de cinco análogos 

estructurales diferentes clasificados desde el grupo A al E. La colistina 

(polimixina E) es un péptido catiónico descubierto en 1947 en Bacillus 

polymyxa (244) (figura10). Se introdujo en la práctica clínica en 1958 y 

se retiró en los años setenta debido a que generaba neuro y 

nefrotoxicidad. Sin embargo, debido al incremento de patógenos 

Gram-negativos multirresistentes junto con la escasez de nuevos 

antimicrobianos, ha sido necesaria la reintroducción de antibióticos 

antiguos como la colistina (245, 246). El mecanismo de acción de este 

antimicrobiano se basa en la unión de su parte peptídica con carga 

positiva, con los lipopolisacáridos de la membrana con carga negativa, 

provocando la desestabilización de la membrana, al interferir en el 

flujo de calcio y magnesio, y, por lo tanto, alterar la permeabilidad 

celular. La muerte celular es debida a la pérdida de sus componentes 

(246–248) (figura 11).  
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Figura 11. Diagrama del modelo de acción de la colistina propuesto por Sabnis et al, en 

2021. La colistina se une al lipopolisacarido en la membrana externa ①, desplazando 

a los cationes que forman puentes entre los lipopolisacaridos, lo que conduce a la 

desestabilización de la membrana externa ②. Como consecuencia del debilitamiento 

de las uniones intermoleculares en la monocapa de polisacáridos, estos se liberan de 

la superficie bacteriana ③, permitiendo que la colistina dañe aún más la membrana 

externa mediante la acción de la cola lipídica de polimixina ④. Esto permite la entrada 

de la colistina al espacio periplásmico donde interacciona con los lipopolisacaridos de 

la membrana interna ⑤ que están esperando ser transportados a la membrana externa 

por la maquinaria Lpt ABCDEFG después de ser sintetizados en el citoplasma y 

remitidos a la cara externa de la membrana interna por MsbA. Como en la membrana 

externa, la colistina se une al lipopolisacarido dando lugar al desplazamiento de los 

puentes catiónicos y la disrupción de la membrana interna ⑥, que finalmente se 

permeabiliza ⑦, desembocando en la pérdida del contenido citoplasmático, lisis 

celular y muerte bacteriana ⑧ (Modificada de (247)). 

Otro antibiótico perteneciente a este grupo es la daptomicina. Es 

un lipopéptido cíclico que actúa en la membrana plasmática de 

Gram-positivos, sin entrar en la célula. Se une a la membrana gracias 

al establecimiento de puentes de calcio con los fosfolípidos y produce 

la despolarización de la membrana con alteración del potencial 

eléctrico y la salida de iones potasio al exterior. Como consecuencia de 
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ello, se produce un bloqueo de la síntesis proteica y de ácidos 

nucleicos, que provoca la muerte bacteriana (249). 

2.5. Antibióticos que actúan inhibiendo las vías 

metabólicas 

Para la síntesis de metionina o las bases púricas y la timidina, se 

requiere de folatos, compuestos que algunas bacterias son incapaces 

de obtener del medio y deben sintetizar. El ácido tetrahidrofólico se 

obtiene a partir de una molécula pteridina y de un ácido 

paraaminobenzoico; que mediante la enzima dihidropteroato sintetasa 

dan lugar al ácido dihidropteroico. Posteriormente, por adición del 

ácido glutámico se forma el ácido hidrofólico, que es reducido por la 

dihidrofolato reductasa, formando así el ácido tetrahidrofólico, que es 

la forma activa del ácido fólico (154). 

Las sulfamidas, como el sulfametoxazol, son antibióticos 

análogos del ácido paraminobenzoico e inhiben de forma competitiva 

la dihidropteroato sintetasa (250). Por otra parte, la trimetoprima es un 

antibiótico que inhibe competitivamente la dihidrofolato reductasa 

(figura 12). La acción conjunta de sulfamidas y trimetoprima 

(cotrimoxazol) en las bacterias sensibles es sinérgica y resulta en una 

actividad bactericida (251). 
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Figura 12. Vía de síntesis de folatos y puntos de acción de sufametoxazol y 

trimetoprima (modificado de (251)). 

 

3. Resistencia bacteriana a los antibióticos 

3.1. Importancia de las resistencias 

La introducción de los antibióticos en la práctica clínica desde 

mediados del siglo XX, fue uno de los mayores avances de la medicina 

moderna. Su utilización no solamente permitió la cura de infecciones 

bacterianas, sino que también permitió llevar a cabo con éxito otros 

procesos médicos que requieren de intervenciones quirúrgicas, 

inmunosupresión, quimioterapia, etc. Sin embargo, existe una 

amenaza creciente que reduce la eficacia de estos fármacos; se trata de 

las resistencias antibióticas (252). La resistencia antibiótica se puede 

definir como la capacidad de una bacteria para crecer y multiplicarse 

a concentraciones de antibiótico que resultarían fatales para otras 

cepas de su misma especie (253). El desarrollo y diseminación de 
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resistencias se ven agravados por la falta de nuevos medicamentos que 

permitan combatir estas infecciones. 

La multirresistencia bacteriana se ha convertido en el mayor 

problema de salud pública a nivel mundial (254, 255). En 2019, la OMS 

estimó que alrededor de cinco millones de muertes estaban asociadas 

a la resistencia a los antimicrobianos, incluidas 1,27 millones de 

muertes directamente atribuibles a la misma (figura 13) (121, 256–258). 

En 2021, el informe del Sistema Mundial de Vigilancia de la Resistencia 

a los Antimicrobianos y de su Uso (GLASS) describió niveles de 

resistencia por encima del 50% en bacterias que causan de modo 

frecuente septicemia en hospitales, como K. pneumoniae o 

Acinetobacter spp. junto con más de un 20% de cepas aisladas de E. coli, 

resistentes tanto a fármacos de primera línea (ampicilina y 

cotrimoxazol) como a los de segunda línea (fluoroquinolonas) (259). La 

prevalencia de bacterias resistentes a colistina se ha incrementado al 

43% en Italia, 37,3-28,8% en China, 31% en España y 20,8% en Grecia 

(260, 261). Un informe realizado por expertos de Reino Unido, indica 

que las infecciones intrahospitalarias provocan la muerte a 700.000 

personas por año en el mundo y se estima que, si no se toman medidas, 

en 2050 la cantidad aumentará a 10 millones de personas (262). Las 

frecuencias de pacientes con bacteriemia inducida por patógenos 

resistentes del grupo ESKAPE aumentaron del 20 al 70% entre 2006 y 

2011 (263). 
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Figura 13. Tasa de mortalidad estandarizada por edad por cada 100.000 habitantes 

para 33 patógenos investigados a nivel mundial en 2019 (264). 

La falta de soluciones terapéuticas está dando lugar a un 

incremento progresivo en la mortalidad, las estancias hospitalarias y 

los gastos médicos (264, 265). Los costes económicos de la resistencia 

antibiótica son muy elevados y continúan aumentando. En Estados 

Unidos, los costes médicos asociados con infecciones resistentes 

oscilan entre los 18.588 y 29.069 dólares por paciente (265). La 

resistencia bacteriana supuso una carga económica de 1.500 millones 

de euros, con más de 900 millones en costes hospitalarios y se calcula 

que los costes sociales alcanzarán los 569 millones de euros anuales en 

días extra de hospitalización de aquí a 2050 (266). Además, las 

infecciones bacterianas causadas por patógenos resistentes a 

antibióticos también suponen un coste económico para las familias y la 

comunidad, debido a la reducción de ingresos y los desembolsos para 

el cuidado de la salud. Se predice que aproximadamente 24 millones 
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de personas en el mundo alcanzarán extrema pobreza debido a 

bacterias resistentes en 2030, especialmente en países en vías de 

desarrollo; la cifra podría llegar hasta los 28,3 millones en 2050 (264, 

267, 268). 

La resistencia a los antibióticos es un hecho natural cuya 

expansión y diseminación lo ha convertido en un grave problema 

mundial. Son muchos los factores que han colaborado. Uno de los 

principales es el uso terapéutico humano inadecuado, ya sea por falta 

de adherencia al tratamiento o por hacerlo sin prescripción facultativa. 

A esto debemos sumar el efecto de los biocidas que seleccionan 

poblaciones y en ocasiones llevan a la sobreexpresión de bombas de 

expulsión, el constante vertido al medio ambiente de antibióticos a 

través de aguas residuales, el uso de estos antimicrobianos como 

promotores de crecimiento animal y protectores de cultivos (269, 270).  

Las regulaciones y la legislación sobre el uso de antibióticos a 

nivel sanitario y productivo son diferentes en las distintas partes del 

mundo; por ejemplo, en EEUU continúa permitiéndose incorporar 

antibióticos a los piensos animales (269, 271). Los planes de contención 

nacionales son muy importantes para la concienciación ciudadana, 

como ocurre con nuestro Plan Nacional de Resistencia a Antibióticos 

(PRAN), pero no son suficientes y deben realizarse a nivel global. El 

problema es mundial. Es por ello que la Asamblea Mundial de la Salud 

aprobó en mayo de 2015 un plan de acción sobre la resistencia a los 

antimicrobianos, y en la Asamblea General de las Naciones unidas de 

2016, los jefes de estado se comprometieron a abordar de forma amplia 

y coordinada las causas profundas de las resistencias antimicrobianas 

(272). 
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3.2. Mecanismos de resistencia bacteriana 

Hace décadas que los mecanismos de resistencia frente a 

antibióticos se han convertido en un importante tema de estudio 

(273-275). Los sistemas por los que las bacterias burlan el efecto de los 

antimicrobianos, pueden clasificarse mediante distintos criterios. Uno 

de ellos hace referencia al modo de adquisición de los mismos; así 

podemos hablar de resistencia adquirida y resistencia intrínseca o 

natural (274, 276, 277). La resistencia intrínseca se debe a la capacidad 

innata para disminuir o anular la eficacia de un antibiótico específico 

mediante alguna característica estructural o funcional (274). Estos 

grupos de bacterias normalmente no poseen la diana para ese 

antibiótico, lo que lo convierte en absolutamente inefectivo (278). Esta 

resistencia suele ser propia de cada familia, especie o grupo bacteriano. 

Así, por ejemplo, los Gram-negativos suelen ser resistentes a la 

vancomicina. La resistencia antibiótica adquirida, como su nombre 

indica, se debe a la obtención de genes de resistencia y/o generación 

de mutaciones (278, 279). Algunos autores añaden un tercer miembro 

a esta clasificación: los mecanismos de resistencia adaptativos (97). 

Estos mecanismos de resistencia son adquiridos como respuesta a 

estímulos ambientales y se revierten cuando el estímulo cesa (280). 

Desde el punto de vista causal, los principales mecanismos de 

resistencia son (figura 14): la adquisición de genes de resistencia, la 

alteración de la permeabilidad de la membrana plasmática, las bombas 

de expulsión, la inactivación enzimática de los antibióticos, la 

modificación de las dianas y la formación de biopelículas (97, 281–283). 

Estos mecanismos pueden trabajar de manera conjunta en cepas 
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clínicas, generando un elevado nivel de resistencia antibiótica 

(284-286). 

 

Figura 14. Esquema de los principales mecanismos de resistencia antibiótica. (Imagen 

creada con BioRender.) 

3.2.1. Adquisición de genes de resistencia 

La información genética esencial para la vida de una bacteria está 

presente en el cromosoma bacteriano. En la mayoría de las especies se 

trata de una única molécula de ADN de doble cadena, circular, 

superenrollada, cerrada por enlace covalente. Sin embargo, en algunas 

especies se pueden encontrar dos, de diferente tamaño. Los genes 

cromosómicos se organizan en operones, y su transcripción da lugar a 

un ARNm policistrónico. La información que contienen, se transmite 

únicamente de células madres a hijas mediante la replicación. Muchas 

bacterias poseen además ADN extracromosómico, también circular y 

cerrado, denominado ADN plasmídico por estar contenido en los 

plásmidos. Éstos, portan información génica para muchas funciones 
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que no son esenciales para la célula en condiciones normales de 

crecimiento, pero sí cuando se enfrenta a determinadas situaciones de 

estrés como la exposición a metales pesados o antibióticos. 

La transferencia horizontal es el traspaso de información 

genética entre bacterias, ya sean de la misma especie o de especies 

diferentes, generando una plasticidad en los genomas que favorece la 

variabilidad genética y la capacidad de adaptación. Se han descrito tres 

vías por las que se produce este intercambio de material: conjugación, 

transducción y transformación (287). 

La conjugación es un proceso por el cual se produce el 

intercambio de ADN por contacto físico directo entre el donante y el 

receptor. Esa comunicación suele producirse a través de un pili sexual 

o un poro de conjugación e implica un complejo proteico que favorece 

la transferencia (97). 

En la transducción, es un bacteriófago el que transfiere el ADN 

entre bacterias. Estos virus utilizan las células bacterianas para su 

replicación y durante el proceso, secuencias del ADN como genes de 

resistencia, pueden ser incorporados a los bacteriófagos. 

Posteriormente, estos virus inyectarán su ácido nucleico en otras 

bacterias para su replicación. Así, la secuencia de resistencia puede 

recombinar con el ADN bacteriano (278). 

En los procesos de transformación se produce la incorporación 

de ADN libre o desnudo, presente en el medio, al citoplasma 

bacteriano, a través de canales ampliamente conservados presentes en 

la membrana citoplasmática (288). 
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Los genes de resistencia a antibióticos implicados en estos 

procesos pueden ser portados por plásmidos, transposones, integrones 

y profagos (97). Un plásmido es una pequeña molécula circular de 

ADN de doble cadena, que se encuentra físicamente separada del 

cromosoma bacteriano y se replica de manera independiente (289). 

Estas estructuras suelen codificar enzimas, como por ejemplo las 

β-lactamasas de espectro extendido (BLEEs) en bacterias 

multirresistentes (290). También es posible que se integren en el 

cromosoma bacteriano, pasando a denominarse episomas. Los 

transposones son secuencias de inserción complejas, capaces de 

transportar más de un determinante genético. Pueden causar 

reordenamientos de ADN complejos y acumular varios genes de 

resistencia para conferir un fenotipo de multirresistencia (281). Los 

integrones son segmentos de ADN de doble cadena con tres 

componentes principales: una integrasa (gen intI), un promotor (Pc) y 

un sitio de recombinación (attI). Estos elementos son capaces de 

adquirir genes en tándem que portan factores de resistencia 

antibiótica, los cuales se integran vía recombinación específica de sitio 

(291). 

Otro de los mecanismos que utilizan las bacterias para sobrevivir 

a situaciones de estrés, como son las exposiciones a antibióticos son las 

mutaciones espontáneas. La acumulación de mutaciones, puede llevar 

a desarrollar mecanismos de resistencia complejos y obtener una 

ventaja evolutiva a corto plazo (292, 293). 
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3.2.2. Alteración de la permeabilidad de la membrana 

La membrana externa de Gram-negativos es una barrera 

selectiva formada por una bicapa asimétrica de fosfolípidos, 

acompañados de lipopolisacáridos, lipoproteínas y otras proteínas de 

transporte (286, 294, 295). 

El transporte de pequeñas sustancias a través de las membranas 

es esencial para la entrada de nutrientes y otras sustancias en la célula, 

de la misma forma que lo es para la eliminación de residuos y toxinas 

y el bloqueo de su entrada (296, 297). Mientras que las sustancias 

hidrofóbicas son permeables atravesando estas membranas 

pasivamente, otras como los iones y las moléculas polares requieren de 

proteínas de transporte (296). Las sustancias con pesos moleculares 

superiores a los 600 Da normalmente no pueden atravesar la envoltura 

de Gram-negativos. Es por esto que los antibióticos con pesos 

moleculares más elevados, como la vancomicina, no pueden penetrar 

en este tipo de microorganismos y llevar a cabo su función, por lo que 

son resistentes intrínsecos a los mismos (298). 

Unas de las proteínas de transporte más importantes son los 

canales de difusión denominados porinas (296). Las porinas son 

canales proteicos con estructura en β-barril, es decir, están formadas 

por una serie de láminas beta que se tuercen y enrollan para formar 

una estructura cerrada en donde la primera cadena de láminas beta se 

une a la última a través de puentes de hidrógeno (284, 297). Son las 

proteínas más abundantes en la membrana externa de los 

Gram-negativos y se pueden clasificar atendiendo a distintos criterios. 

Desde el punto de vista estructural, pueden ser monoméricas, 
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diméricas o triméricas. Teniendo en cuenta su actividad, podemos 

hablar de específicas (con sitios de unión característicos) y canales 

inespecíficos (seleccionan el paso las moléculas por sus propiedades 

físicas) (297, 299). Además de su función como transportadoras, 

también tienen un importante papel estructural (298). Las porinas se 

considera que son punto de entrada para muchos antibióticos como las 

tetraciclinas, el cloranfenicol, los β-lactámicos y las fluoroquinolonas. 

Otros antibióticos penetran difundiendo a través de la bicapa lipídica, 

aprovechando su carácter lipófilo, como los macrólidos (284, 300, 301). 

Entre las porinas más importantes se encuentran: OmpF, OmpC y 

PhoeE en E. coli, OmrD y OprF en P. aeruginosa, OmpK35 y OmpK36 

en K. pneumoniae, y OmpA y Omp33-36 en A. baumannii (302, 303). 

 La desregulación, la modificación estructural o la deleción de 

genes codificantes de las porinas, da lugar a alteraciones en las mismas, 

tales como la reducción del diámetro, la pérdida de la diana específica 

de unión o la simple reducción del número de porinas. Esta situación 

hace que se produzca una disminución de la entrada de antibióticos y 

por lo tanto se reduzca su posibilidad de acción (278, 283). Pese a esto, 

el papel de las porinas específicas en la resistencia antibiótica sigue sin 

estar todavía claro (298). Este mecanismo no suele ser suficiente para 

conferir una resistencia absoluta y suele combinarse con otros, como la 

actuación de las bombas de expulsión o la inactivación enzimática. 

El secuestro es un mecanismo de resistencia relacionado, donde 

las proteínas de unión inhiben el acercamiento del antibiótico a su 

diana (257). En las bacterias que producen antibióticos, como la 

bleomicina, las propias bacterias productoras secuestran el antibiótico 

expresando las proteínas de unión BlmA, TlmA y ZbmA (304). 
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Además, algunas bacterias pueden eludir una respuesta antibacteriana 

regulando a la baja, la expresión de estos péptidos (305). En general, la 

mayoría de las bacterias contienen múltiples mecanismos de 

cooperación para permitir la respuesta a los agentes antibacterianos, 

como los antibióticos o las moléculas activas que las propias bacterias 

producen (306). 

3.2.3. Bombas de expulsión 

Los sistemas de expulsión activos en bacterias fueron 

descubiertos por Ball y McMurry en 1980 cuando estudiaban la 

resistencia de E. coli a tetraciclina (307, 308). Estas bombas se sitúan en 

la membrana citoplasmática de Gram-positivos y en el espacio 

intermembrana de microorganismos Gram-negativos (309, 310). Se 

trata de proteínas de membrana que permiten la salida hacia el exterior 

de sustancias no relacionadas estructuralmente, como productos del 

metabolismo bacteriano, tóxicos o los propios antibióticos, impidiendo 

que alcancen la concentración óptima para su acción (275). 

Las bombas de expulsión son estructuras normales de las 

bacterias y existen en cepas sensibles. Cuando se produce una 

exposición prolongada en el ambiente a determinados sustratos, los 

genes que codifican este mecanismo de expulsión se activan y 

expresan, aumentando la capacidad de expulsión, lo que puede 

conducir a la resistencia antibiótica (311, 312). 

Filogenéticamente, las bombas se pueden clasificar en 5 

familias: superfamilia dependiente de ATP (ABC, ATP binding 

cassette), superfamilia del facilitador principal (MFS, major facilitator 

superfamily), familia de expulsión de múltiples fármacos y tóxicos 
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(MATE, multidrug and toxic-compound extrusion), familia de 

pequeñas proteínas con resistencia a multiples fármacos (SMR, small 

multidrug resistance) y familia de resistencia a división por 

nodulación (RND, resistance nodulation-division) (312–318). 

Los transportadores de la superfamilia ABC utilizan como 

fuente de energía la hidrólisis del ATP. Su estructura consta de dos 

dominios transmembrana y dos dominios de unión al nucleótido (319, 

320). Pueden clasificarse en heterodiméricos y homodiméricos. Se cree 

que estos últimos poseen los mismos dominios, pero con los lugares de 

unión del ATP degenerados (321). En Gram-negativos hay pocos 

ejemplos de este tipo de transportadores (17). Uno de ellos es MacB en 

E. coli (322). 

La superfamilia MFS consiste en sistemas formados por una 

sola proteína de membrana. El paso de sustancias se puede dar 

mediante tres mecanismos: simporte, antiporte y uniporte. El proceso 

de simporte consiste en el paso del sustrato en asociación con un ión 

en la misma dirección. El antiporte se refiere al paso de dos o más 

sustratos en direcciones contrarias al mismo tiempo. El uniporte se 

considera el transporte de un solo tipo de sustrato a través de la 

membrana (323, 324). Dentro de esta superfamilia destacan las bombas 

TetA y TetB que confieren resistencia a tetraciclina en A. baumannii 

(325, 326). 

Las bombas de expulsión de la familia MATE están compuestas 

por una sola proteína que posee doce dominios transmembrana (275). 

Un integrante de esta familia es la bomba AbeM de A. baumannii, que 

confiere un aumento de cuatro veces el valor de la CMI de 
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ciprofloxacino, norfloxacino, gentamicina y bromuro de etidio y de dos 

veces en el caso de cloranfenicol, eritromicina, trimetoprim… (326, 

327). Esta bomba utiliza la fuerza protón-motriz como fuente de 

energía, a diferencia de otras de esta familia que utilizan el gradiente 

de cationes sodio (17). 

La familia SMR constituye uno de los grupos que realizan 

movimiento dependiente de protones. Están formados por una sola 

proteína de tamaño reducido. Un integrante de esta familia es AbeS, 

relacionado con fenómenos de multirresistencia en A. baumannii (17). 

La mayoría de las bombas de expulsión múltiple de Gram-

negativos pertenecen a la familia RND. Están formadas por tres 

componentes: una proteína transportadora ubicada en la membrana 

interna, una proteína de fusión de membrana y una proteína de 

membrana externa (17, 328–330). Como representante de esta familia 

podemos citar a AdeABC que contribuye a la resistencia a un amplio 

espectro de antibióticos en A. baumannii, como tetraciclina, 

eritromicina, aminoglucósidos, cloranfenicol, trimetoprim, 

fluoroquinolonas, algunos β-lactámicos y bromuro de etidio (303, 329, 

331, 332). 

3.2.4. Inactivación enzimática  

Cuando los antibióticos han atravesado las barreras protectoras 

de las bacterias, un mecanismo de resistencia con gran peso es la 

inactivación enzimática de los mismos. El principal proceso es la 

hidrólisis, pero también pueden ocurrir acetilaciones, fosforilaciones o 

adenilaciones (333). Todas estas modificaciones enzimáticas no 

implican cambios en los componentes celulares de la bacteria, porque 
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tienen un coste energético y vital mucho menor que otros mecanismos 

como la alteración de las dianas (303). 

3.2.4.1. β-lactamasas 

Las enzimas β-lactamasas son el mecanismo más común de 

resistencia antibiótica en enterobacterias (282). Estas enzimas, 

codificadas por los denominados genes bla, hidrolizan el enlace amida 

del anillo β-lactámico (334). Muchas de ellas actúan sobre varios 

antibióticos del grupo y reciben el nombre de β-lactamasas de espectro 

extendido (BLEE). Los Gram-positivos excretan la enzima, mientras 

que en Gram-negativos se localiza en el espacio periplásmico, 

inactivando el antibiótico antes de que se una a las PBPs (278). 

Los antibióticos β-lactámicos son productos naturales de algunos 

microorganismos. Por lo tanto, en la naturaleza, ciertos 

microorganismos sintetizaron β-lactamasas para sobrevivir (335). En la 

práctica clínica, para superar la resistencia mediada por estas enzimas, 

se suele utilizar terapia combinada pautando junto con los antibióticos 

β-lactámicos, inhibidores de las β-lactamasas, como clavulanato, 

sulbactam o tazobactam (336). 

Existen diversas clasificaciones para las β-lactamasas, pero la 

más sencilla es la que se establece en base a su secuencia aminoacídica, 

indicando 4 tipos: clase A, B, C y D (337). Las de la clase B son 

metaloenzimas dependientes del zinc, mientras que las otras tres son 

metalo-independientes, con serina en el sitio activo (338). 

Dentro de la clase A podemos encontrar tanto BLEE como 

β-lactamasas de espectro reducido (29). Estas enzimas son muy 
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sensibles a los inhibidores como clavulanato, sulbactam y tazobactam 

(339). Entre las familias más importantes de este grupo se encuentran 

TEM, SHV o CTX-M, codificadas por elementos móviles y con 

tendencia a difundirse entre los miembros de Enterobacteriaceae. Las 

familias VEB y PER también pertenecen a este grupo y suelen estar 

presentes en los géneros Acinetobacter y Pseudomonas (281). Lo mismo 

ocurre con la carbapenemasa KPC (K. pneumoniae carbapenemase), 

descubierta en la bacteria que le da nombre, pero que actualmente se 

ha extendido a otras especies de la familia Enterobacteriaceae como 

E. coli (340). 

Las metalolactamasas de clase B, descubiertas inicialmente en 

P. aeruginosa, hidrolizan todos los β-lactámicos, pero no el aztreonam 

(341), y son inhibidas por quelantes como el EDTA (ácido 

etilendiaminotetraacético) y el ácido dipicolínico (342). Este tipo de 

β-lactamasas causan alto grado de resistencia a carbapenémicos (343). 

Entre las familias más importantes podemos destacar: VIM, IMP y 

NDM (282). 

Las β-lactamasas cromosómicas AmpC (clase C) se han 

encontrado en muchas especies de Enterobacteriaceae pero no en 

K. pneumoniae, K. oxytoca, P. mirabilis, Salmonella y muchas especies de 

Citrobacter (282, 344, 345). Los genes que codifican la enzima AmpC, 

habitualmente están asociados a genes reguladores (ampR) 

controlando su expresión, pudiendo ser estos los causantes de las 

alteraciones que conducen a la resistencia (282). En el caso concreto de 

A. baumannii, la inserción de ISAba1 antes de los genes ampC, provoca 

una sobreexpresión de AmpC, confiriéndole resistencia a las 

cefalosporinas de espectro extendido (346). 
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Las β-lactamasas de clase D u oxacilinasas (OXAs), son 

dependientes de serina y comúnmente hidrolizan la oxacilina mucho 

más rápido que la bencilpenicilina, de ahí su nombre (347). Se han 

identificado más de 400 tipos, muchos de los cuales son 

carbapenemasas (348). Pese a que muchos de sus hallazgos se 

produjeron en A. baumannii, están presentes en muchas enterobacterias 

(1, 282). 

3.2.4.2. Modificación de aminoglucósidos 

Parte de las resistencias a aminoglucósidos se deben a procesos 

relacionados con modificaciones enzimáticas que inactivan a los 

antibióticos. Estos mecanismos son fundamentalmente tres, 

catalizados por las siguientes enzimas: aminoglucósido 

O-nucleotidiltransferasas (ANTs), aminoglucósido 

N-acetiltransferasas (AACs) y aminoglucósido O-fosfotransferasas 

(APHs) (349). Estas enzimas alteran los correspondientes grupos 

funcionales en los aminoglucósidos, debilitando la capacidad de unión 

del antibiótico a la diana en el ribosoma. Su acción es selectiva, pero 

pueden actuar sobre diferentes moléculas de aminoglucósidos (29). 

Estas enzimas suelen estar codificadas por genes presentes en 

elementos transponibles y se intercambian entre bacterias patogénicas 

(1). 

3.2.4.3. Inactivación de macrólidos 

Con respecto a los macrólidos, hay tres posibles modificaciones 

enzimáticas que dan lugar al desarrollo de resistencias: la hidrólisis de 

eritromicina mediada por enzimas codificadas por los genes ereA y 

ereB, que es característica de S. aureus y de las especies del género 
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Enterococcus (350), la glucosilación mediada por los genes mgt (351, 

352) y la fosforilación debida a las proteínas codificadas por el grupo 

de genes mph (353).  

3.2.5. Modificación de las dianas  

Muchos antibióticos se unen a una diana primaria con alta 

afinidad, lo que suele llevar a la inhibición de alguna función celular 

esencial que conduce a la inhibición del crecimiento o a la muerte (354). 

Las bacterias son capaces de llevar a cabo modificaciones en las dianas 

antibióticas generando un blanco con menor afinidad por el 

antimicrobiano (303, 355). Los mecanismos para llevar a cabo este 

proceso son variados (281). El primer caso conocido de resistencia de 

este tipo, fue la alteración de la diana de la meticilina en S. aureus (356). 

Otra muestra de la efectividad de estos sistemas son las mutaciones de 

las regiones determinantes de resistencia a quinolonas (QRDR) en las 

subunidades GyrA de la ADN girasa y/o ParC de la topoisomerasa IV, 

que conllevan resistencia a fluoroquinolonas tanto en Gram-positivos 

como en Gram-negativos (357, 358). Las metilaciones también son 

importantes en este campo, como en el caso de la actuación sobre los 

ribosomas por parte de macrólidos y lincosamidas (359). Con respecto 

a los aminoglucósidos, una de las formas más habituales de desarrollar 

resistencias es mediante la modificación de su diana. Una 

ARN-metiltransferasa altera la región de unión en la región ribosomal 

16S ARN (278). En el caso de las polimixinas, las modificaciones del 

lípido A de la membrana externa impiden su correcta actuación (360, 

361). 
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 Otro de los mecanismos de resistencia antimicrobiana se basa en 

la capacidad de las bacterias para sintetizar sustancias que compiten 

con el fármaco por el sitio activo. Un ejemplo de este tipo son las 

proteínas Qnr (quinolone resistance). Los genes qnr codifican una familia 

de pentapéptidos repetidos. Suelen encontrarse en plásmidos 

multirresistentes unidos a otros determinantes de resistencia, estando 

presentes tanto en Gram-positivos como en Gram-negativos. Su acción 

se centra fundamentalmente en conferir resistencia a quinolonas 

reduciendo la unión a topoisomerasas. La primera proteína Qnr que se 

descubrió fue Qnr A, es un polipéptido de 218 aminoácidos. Tras QnrA 

se descubrieron también: QnrS, QnrB, QnrC, QnrD y QnrVC. Los 

genes qnr que las codifican difieren en secuencia un 35% con qnrA y 

entre ellos (362–364).  

Qnr puede unirse a la girasa y a sus respectivas subunidades 

GyrA y GyrB. La unión de Qnr a la girasa no requiere de la presencia 

del complejo de enzima-ADN-quinolona, ya que se ha visto que la 

unión se puede producir en ausencia de ADN relajado, ciprofloxacino 

o ATP. La formación del complejo Qnr-girasa se produce antes de la 

formación del complejo de escisión. Se ha visto también que se produce 

una disminución en la unión al ADN por parte de la girasa cuando la 

enzima interacciona con Qnr. Por lo tanto, es posible que el 

intermediario de reacción reconocido por Qnr sea un paso temprano 

en el ciclo catalítico de la girasa. Las quinolonas se unen más tarde en 

el ciclo catalítico y estabilizan un complejo ternario formado por el 

fármaco, la girasa y el ADN. Al disminuir la unión de la girasa al ADN, 

la Qnr puede reducir la cantidad de objetivos holoenzima-ADN para 

la inhibición por las quinolonas (365).  
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3.2.6. Formación de biopelículas 

Otra línea de defensa bacteriana frente a los antibióticos es la 

formación de películas. Se definen como un agregado de 

microorganismos adheridos entre sí sobre una superficie, ya sea 

orgánica o inorgánica, que se encuentran embebidos en una matriz 

formada por su propia secreción de una sustancia polimérica 

extracelular (EPS), que incluye exopolisacaridos, proteínas, lípidos y 

ADN extracelular (366–375). Un biofilm bacteriano puede estar 

compuesto por un solo microorganismo o por una mezcla de bacterias, 

hongos, arqueas, protozoos y levaduras. Posee una estructura de 

canales que controla la liberación de gases, nutrientes y 

antimicrobianos (373). Comparado con los biofilms de una sola 

especie, las biopelículas multiespecie poseen características 

dependientes de las interacciones interespecie: aumento de la masa de 

la película, aumento del número de células, mayor actividad 

metabólica de los miembros de la comunidad, incremento de la 

tolerancia a antimicrobianos y cambios en la estructura y organización 

espacial (376). 

La formación de biopelículas bacterianas es un proceso que 

engloba varios pasos: la adhesión molecular a la superficie de un 

objeto, la unión bacteriana y secreción de sustancias poliméricas 

extracelulares, la maduración de la biopelícula a través de la formación 

de colonias y la liberación de células bacterianas y su dispersión para 

formar una nueva biopelícula (377). 

Se cree que el sistema de quorum sensing (percepción de 

cuórum) juega un papel importante en la formación de biopelículas. 
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Este modelo de comunicación es capaz de mantener una densidad de 

población a través de señales moleculares, entre las que se encuentra 

un tipo de lactonas (29). 

La formación de biopelículas no es solo un modo de 

crecimiento para sobrevivir a ambientes hostiles; también aumenta el 

nivel de resistencia a agentes antimicrobianos (373, 378). Las bacterias 

que crecen en biopelículas son menos sensibles a los antibióticos y 

desencadenan una respuesta inmune por parte del hospedador, menor 

que las que lo hacen libremente (379). Aunque existen varias posibles 

teorías para explicar el aumento de resistencia en biopelículas, es obvio 

que se debe a una combinación de mecanismos (380, 381). La matriz 

EPS puede limitar e incluso impedir la absorción o el transporte de 

agentes antimicrobianos a las células, estableciendo interacciones 

electrostáticas e hidrofóbicas, ya sea por exclusión por tamaños, o por 

degradación de esos agentes (382, 383). Se ha observado también que 

los biofilms gruesos son una barrera más eficiente que los finos para 

retrasar la penetración de los antibióticos (384). Además, el crecimiento 

de bacterias implicadas en un biofilm se ralentiza o incluso puede 

llegar a pararse, debido a la cantidad limitada de nutrientes en el 

medio (385). Pese a ello, parece que la sensibilidad antibiótica puede 

ser recuperada cuando la bacteria pierde la protección de la 

biopelícula, por lo que este mecanismo de resistencia parece fruto de 

la adaptación e independiente de mutaciones genéticas (386). 

 3.2.7. Células persistentes 

En las biopelículas podemos encontrar un tipo de células 

denominado “persistente” (387). Este fenotipo protector tiene un 
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comportamiento similar al de las esporas, no siendo afectado por las 

concentraciones inhibitorias de los agentes antimicrobianos, además 

de tener la capacidad de sobreponerse a condiciones de estrés debido 

a su programación transcripcional (289, 388). Una vez que cesa la 

exposición a antibióticos, estas células recuperan su capacidad de 

crecimiento (389). Es por ello que la presencia de células persistentes 

es un gran obstáculo a la hora de eliminar infecciones de modo 

completo y de prevenir su recurrencia (390, 391). Tenemos que 

destacar que no se trata de tolerancia ni de un tipo de resistencia 

antibiótica al uso, ya que no es una cualidad heredable (392). Se 

investiga acerca de su naturaleza tratando de comprender por qué solo 

afecta a una parte de la población y como, además de burlar a los 

antibióticos, también puede escapar al sistema inmune. Se estima que 

uno de los desencadenantes más importantes son los sistemas 

toxina-antitoxina que se ponen a funcionar en situaciones de estrés 

para reducir el metabolismo (390).  

 

4. Test de sensibilidad antimicrobiana 

Una de las tareas más importantes del laboratorio de 

microbiología clínica es la realización de pruebas de susceptibilidad 

antimicrobiana en cepas aisladas e identificadas. El objetivo de este 

tipo de pruebas es detectar la posible resistencia a fármacos en 

patógenos comunes y asegurar la sensibilidad a los fármacos de 

elección antes de su prescripción, a ser posible (393). El catálogo de test 

de susceptibilidad microbiana (AST) es muy amplio llevándose a cabo 

a través de una gran variedad de técnicas (394). Los métodos más 
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utilizados son los que emplean microdiluciones en medio líquido ya 

sea de manera manual o automatizada. Otros de los más comunes son 

los discos de difusión y los métodos de difusión por gradiente. 

Actualmente se han desarrollado otros nuevos, basados en el estudio 

de la morfología y en técnicas de biología molecular. Todos ellos tienen 

ventajas e inconvenientes dependiendo de los microorganismos sobre 

los que se quieran aplicar, los antibióticos a evaluar, o incluso los 

recursos disponibles. Algunos proporcionan resultados cuantitativos 

como la concentración mínima inhibitoria (CMI) y otros cualitativos 

indicando a que categoría pertenecen (sensible, intermedia o 

resistente) (393). 

4.1. Sistemas manuales 

4.1.1. Métodos de dilución 

El efecto del antimicrobiano será evaluado utilizando distintas 

concentraciones del mismo, obtenidas a través de diluciones seriadas, 

ya sea en caldo de cultivo o en agar. La concentración más baja de cada 

antibiótico que inhiba el crecimiento visible del microorganismo, será 

designada como la CMI. 

Estos métodos tienen múltiples ventajas. Entre ellas destacan la 

flexibilidad de las dosis empleadas y el hecho de que se pueden 

evaluar la mayoría de los patógenos habituales utilizando un medio de 

cultivo general como Mueller-Hinton (M-H). Para los 

microorganismos que tienen requerimientos especiales, este medio se 

puede suplementar o ser sustituido por otro (395). 
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4.1.1.1. Dilución en medio líquido 

La dilución en tubo o macrodilución fue el primer test que se 

desarrolló de este tipo (396). Este método incluye la preparación de 

diluciones seriadas con doble concentración de antibiótico en cada 

tubo (396, 397). Estos tubos con el antibiótico se inoculan con una 

suspensión de bacterias a una concentración de 1-5· 105 UFC/ml 

(UFC: Unidades formadoras de colonias) y se mantienen a 35 ºC 

durante toda la noche. El crecimiento de la bacteria se evidencia como 

turbidez y la concentración más baja donde no se observe crecimiento 

será determinada como el valor de la CMI (figura 15d). La exactitud de 

esta prueba se considera de una dilución por encima o por debajo, 

debido fundamentalmente a la preparación manual de las soluciones 

de antibiótico. La ventaja de este método es que el resultado es 

cuantitativo; pero es una técnica tediosa (393). 

Este método se adaptó para ser llevado a cabo en placas 

multipocillo en lugar de tubos, surgiendo lo que se conoce como 

microdilución (figura 15c). Las bandejas estándar (comerciales) 

contienen 96 pocillos de un volumen de 100 µl y se suelen utilizar para 

analizar 12 antibióticos con 8 concentraciones diferentes (393, 397). 

Estas placas también se pueden preparar de forma manual. Las placas 

se inoculan con 0,01 - 0,05 ml de una suspensión bacteriana con una 

concentración de 1-5· 105 UFC/ml. Después de la incubación, se 

determina la CMI de la cepa ya sea mediante la observación directa o 

utilizando un sistema automatizado (397). Esta técnica proporciona un 

resultado cuantitativo, como es la CMI; es reproducible; reduce gastos, 

espacio y materiales frente las macrodiluciones; y se pueden recoger 

los datos de forma informatizada si utilizamos un lector de placas. La 
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mayor desventaja que se achaca a este método, es la escasa variedad 

en los paneles comerciales. En caso de prepararse de forma manual en 

el laboratorio, cae en las desventajas propias de la manipulación 

humana. 

 

Figura 15. Resultados obtenidos con las diferentes técnicas manuales de detección de 

susceptibilidad antibiótica: discos de difusión (a), e-test (b), microdilución (c) (los 

pocillos recuadrados se corresponden con los controles de crecimiento), 

macrodilución (d) y dilución en agar (e) (398).  

4.1.1.2. Dilución en agar 

El agar Mueller-Hinton es el medio recomendado para las 

pruebas de rutina de crecimiento rápido con la mayoría de las bacterias 

aerobias y anaerobias facultativas. Los disolventes y diluyentes que se 

requieren para preparar las soluciones madre de antibióticos y los 

métodos utilizados para llevar a cabo tales pruebas se definen en el 

protocolo estándar del Clinical and Laboratory Standars Institute 

(CLSI) para AST en dilución (399). Este método requiere mucho tiempo 

para preparar las placas de ensayo, especialmente cuando el número 
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de compuestos a evaluar es alto o cuando sólo se va a estudiar un 

número limitado de bacterias (figura 15e). Por estas razones, la 

mayoría de los laboratorios de microbiología clínica no utilizan este 

método de manera rutinaria (395). 

4.1.2. Métodos de difusión 

4.1.2.1. Discos de difusión 

Los discos de difusión constituyen otro método de detección de 

sensibilidad simple y bien estandarizado (397, 400, 401). De manera 

general, se realiza sembrando en una placa de agar Mueller-Hinton, un 

inóculo a una concentración de 1-2·108 UFC/ml. A continuación, se 

colocan los discos de papel impregnados en antibiótico sobre la 

superficie de la placa y se incuban a 35 ºC entre 16 y 24 horas. 

Transcurrido ese tiempo se mide en milímetros el diámetro del área de 

inhibición del crecimiento (393). Esta medida se interpreta siguiendo 

los criterios publicados por el CLSI (402).  

El agente antimicrobiano difunde del disco al agar, y a medida 

que aumenta la distancia al disco, la concentración disminuye de 

forma logarítmica, creando un gradiente de concentración alrededor 

del soporte. Simultáneamente las bacterias no inhibidas por la 

concentración del antimicrobiano se dividen generando una capa 

visible. En las áreas donde el organismo es inhibido, se genera el halo 

de inhibición de crecimiento (figura 15a) (395). Los resultados que 

proporciona esta técnica se pueden considerar cualitativos ya que 

permiten clasificar las bacterias en sensibles, intermedias y resistentes 

(393). Sin embargo, algunos sistemas de lectura comerciales permiten 

estimar el valor de la CMI en función del diámetro del halo (403, 404).  
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La mayor ventaja de esta técnica es la sencillez, ya que puede 

realizarse sin necesidad de un equipamiento especial, los resultados 

son fáciles de interpretar, tanto en el laboratorio como para el clínico, 

es muy económica, reproducible, hay variedad de discos disponibles y 

en cada placa se pueden colocar varios diferentes (393). Su desventaja 

principal es que no ha evolucionado hacia una mecanización o 

automatización (395). 

4.1.2.2. Método del Épsilon test 

El Épsilon test (Etest) consiste en una tira de plástico o cartón 

cuya parte inferior está impregnada con un gradiente de concentración 

del antibiótico en estudio y la superior está serigrafiada con una escala 

que indica los valores de las 15 concentraciones que porta. Esta tira se 

coloca sobre una placa de agar Mueller-Hinton que ha sido 

previamente inoculada, con la ayuda de una torunda de algodón, con 

una suspensión de microorganismos a una concentración equivalente 

a 0,5 McFarland; es decir, con una absorbancia a 600 nm de entre 0,08 

y 0,1; asegurándose así, una densidad celular adecuada, previniendo 

posibles falsos positivos o negativos. A continuación, se introduce en 

un incubador a 35 ºC durante 18 horas (394). Una vez transcurrido este 

tiempo, se determina la CMI como el punto de intersección de la parte 

inferior del área de inhibición del crecimiento en forma de elipse con 

la tira reactiva (figura 15b) (393). Los Etest (bioMérieux AB BIODISK) 

son la versión comercial más extendida, pero existen otros como las 

tiras de CMI (Liofilmchem). 

Se trata de un método flexible que permite elegir los antibióticos 

que se quieren evaluar. Se pueden colocar varios por placa de agar 
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dependiendo del tamaño de esta, y también se pueden analizar 

sinergias. Es el mejor método para microorganismos con 

requerimientos especiales, ya que se puede adaptar, en cierta medida, 

a sus condiciones de crecimiento (405–407). Es una técnica igual de 

sencilla que los discos de difusión, pero con la gran ventaja de que 

aportan un resultado cuantitativo. La CMI obtenida por este método 

se correlaciona de manera general con las que se obtienen con los 

métodos de dilución (394, 405–408), salvo en el caso concreto de 

algunos antibióticos en ciertos microorganismos (406, 409). El mayor 

inconveniente que presentan es su coste, ya que, en caso de querer 

testar una gama amplia de antibióticos, se encarece respecto a los otros 

métodos. 

4.2. Sistemas automatizados 

Las técnicas descritas hasta el momento se realizan de forma 

manual. Eso trae consigo muchos inconvenientes, sobre todo por 

limitar el número de muestras que se pueden manipular, el espacio de 

trabajo que se requiere y el tiempo que se tarda en dar los resultados. 

Dada la necesidad de procesar gran cantidad de muestras en la mayor 

brevedad posible, han surgido equipos que automatizan las técnicas 

antes mencionadas (410–412). Además, también permiten estandarizar 

la lectura de los resultados y obtenerlos de manera más exacta, al 

permitir detectar cambios en el crecimiento bacteriano más sutiles que 

los visibles al ojo humano. Existen cuatro sistemas automatizados 

aceptados por la Food and Drug Administration (FDA) para su uso en 

EEUU. Tres de ellos se consideran rápidos, proporcionando los 
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resultados en entre 3,5 y 16 horas y el cuarto se demora más por 

necesitar una incubación durante toda la noche (413). 

MicroScan WalkAway (Siemens Healthcare Diagnostics) es un 

gran dispositivo con doble función, incubador y lector, ya que puede 

incubar y analizar entre 40 y 96 placas de microdilución. 

Periódicamente el aparato hace mediciones del crecimiento mediante 

un fotómetro o un fluorómetro. Los paneles para Gram-negativos que 

contienen sustratos fluorogénicos, pueden ser leídos tras 3,5 y 7 horas. 

Sin embargo, cuando la valoración de sensibilidad se hace basada en 

tubidimetría, los resultados se obtienen tanto para Gram-negativos 

como para Gram-positivos en un periodo de tiempo entre 4,5 y 

18 horas. 

BD Phoenix Automated Microbiology System (BD Diagnostics) 

es también un incubador-lector que tiene capacidad para procesar 

99 paneles en los que se inoculan directamente las muestras a estudio. 

El equipo monitoriza cada panel de 20 en 20 minutos utilizando tanto 

turbidimetría como colorimetría para detectar el crecimiento 

bacteriano. Es útil tanto para Gram-positivos como para 

Gram-negativos reportando el valor de la CMI entre 6 y 16 horas. 

Vitek 2 System (bioMérieux) utiliza bandejas de tamaño muy 

reducido que contienen 64 pocillos. Este sistema monitoriza el 

crecimiento por turbidimetría y permite realizar entre 30 y 240 test 

simultáneamente. Proporciona los resultados entre 4 y 10 horas.  

Sensititre ARIS 2X (Trek Diagnostic Systems) necesita realizar 

una incubación durante toda la noche. Posee una capacidad de 
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64 paneles con 96 pocillos cada uno. El crecimiento se determina 

mediante fluorescencia tras 18-24 horas de incubación.  

Uno de los inconvenientes iniciales de los métodos rápidos 

automatizados es que no tenían capacidad para detectar algunos tipos 

de resistencia antimicrobiana incluyendo las β-lactamasas inducibles y 

la resistencia a vancomicina. Sin embargo, los equipos actualmente 

aprobados por la FDA, presentan mejoras significativas a nivel de sus 

programas informáticos. Estas modificaciones han permitido en unos 

casos, llevar a cabo incubaciones específicas para combinaciones 

problemáticas de organismo y fármaco y en otros, realizar la edición 

de los resultados evitando que se reporten resultados poco fiables. En 

determinados casos, estas modificaciones dan como resultado una 

incubación prolongada de más de 10 horas, para asegurar resultados 

precisos, haciéndolos así menos rápidos (393). 

4.3. Antibiogramas rápidos: técnicas emergentes. 

Teniendo en cuenta la premura con la que se ha de dar un 

diagnóstico, otro de los factores a tener en cuenta es, el tiempo que 

transcurre desde que una muestra de sangre u otros fluidos corporales 

llega al laboratorio, hasta que se puede iniciar un test de sensibilidad 

antibiótica. Para paliar la necesidad de un cultivo, una opción es 

generar un pellet bacteriano a partir de la muestra, sobre el que se 

puedan llevar a cabo las técnicas de identificación y de sensibilidad. 

Algunos estudios han conseguido que las identificaciones mediante 

MALDI-TOF se obtengan en menos de una hora y que los AST 

automatizados y/o los llevados a cabo mediante disco de difusión, 

proporcionen resultados en 8 y 18 horas respectivamente (414). El 
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desarrollo de antibiogramas rápidos es un tema en plena expansión y 

está siendo abordado desde múltiples puntos de vista, no solo desde 

la evaluación del crecimiento, sino también, observando cambios en el 

metabolismo bacteriano, en los procesos físico-químicos celulares e 

incluso aplicando técnicas de genética molecular. La distinción es 

difusa y algunas de estas técnicas físico-químicas o de genética 

molecular también pueden ser aplicadas para monitorizar el 

crecimiento celular. 

4.3.1. Antibiogramas basados en el análisis de crecimiento 

bacteriano. 

Algunas técnicas rápidas de detección de resistencias tienen una 

base muy sencilla, simplemente, la detección en tiempo real del 

crecimiento bacteriano. Los avances en los sistemas de captura de 

imágenes, han permitido el desarrollo de sensores con alta sensibilidad 

y resolución, que son capaces de realizar análisis biológicos. Estos 

sistemas se utilizan con frecuencia para estudios morfológicos y de 

crecimiento en cultivos bacterianos. La obtención de imágenes directas 

de las bacterias comprende pasos sencillos de preparación de la 

muestra, y elimina los tediosos pasos de la inyección continua de la 

misma, la carga de células y la identificación celular basada en el 

recuento (415). Uno de estos sistemas de detección óptica 

comercializado es el oCelloScope. Se trata de una plataforma portátil 

desarrollada para proporcionar información sobre susceptibilidad de 

manera rápida y eficaz, con alta sensibilidad y partiendo de una baja 

concentración bacteriana. Como demostración de su utilidad, se ha 

empleado con muestras de orina porcina, obteniendo imágenes en 

cada lapso de tiempo de 96 combinaciones de bacterias y antibióticos 
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a la vez; generándose resultados de calidad en cuanto a validez y 

tiempo de reacción (416, 417). 

Esta técnica supone una gran ventaja sobre la nefelometría y la 

turbidimetría que permiten llevar a cabo un antibiograma rápido 

basado en la evaluación de la transmisión y la dispersión de la luz a 

través del medio, respectivamente. El sistema UroQuick o HBandLTM 

(Alifx, Padova, Italia), diseñado para la evaluación de muestras de 

orina, detecta la presencia de microorganismos mediante medidas de 

dispersión de la luz en el medio de cultivo. Los datos recogidos por los 

sensores son procesados por un programa informático que monitoriza 

las curvas de crecimiento. Este equipo ha sido aplicado con éxito para 

realizar la detección de diversos mecanismos de resistencia de cepas 

caracterizadas genéticamente o fenotípicamente, requiriendo 24 horas 

para bacterias Gram-positivas y ocho horas para bacterias 

Gram-negativas (418). 

Con la finalidad de obtener un test rápido basado en crecimiento, 

también se han adaptado técnicas como el ensayo de vitalidad con 

SYBR Green y ioduro de propidio (PI) (419, 420) en bacterias como 

Borrelia burgdorferi. En este caso se incuban las muestras con diferentes 

concentraciones de antibiótico y luego se determina la ratio de 

fluorescencia verde/rojo y se determina la CMI (421). 

Otro ejemplo es la aplicación del analizador de gotas de 

milifluidos (MDA) que realiza una monitorización precisa de la 

dinámica de una población microbiana generando multitud de gotas. 

La primera aplicación consistió en la medición de la ratio de 

crecimiento de una cepa que contiene una proteína indicadora 
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fluorescente y la determinación de la CMI para cefotaxima incubando 

la bacteria con un gradiente de concentración de este antibiótico. La 

evaluación de la actividad celular se basa en la detección automática 

de una señal de epifluorescencia que permite la monitorización de 

poblaciones bacterianas de hasta un millón de células (422).  

4.3.2. Antibiogramas basados en el análisis de parámetros 

bioquímicos, metabólicos o fisiológicos. 

Se han desarrollado algunos test de sensibilidad de modo 

experimental, que se basan en la capacidad que poseen los antibióticos 

para provocar afectación o no de ciertos parámetros como NADH y 

FADH, pH, calor, potenciales de membrana o electrofisiología celular, 

que se comportan como señales bioquímicas del metabolismo celular 

activo (423). En algunos casos, también dependen del crecimiento 

bacteriano. 

Existen múltiples técnicas colorimétricas, basadas en la 

observación de cambios de color en el medio de cultivo. Una de las 

metodologías más extendidas en el uso de resazurina. Cuando el 

medio de cultivo es suplementado con antibiótico y resazurina, se 

observa un color azul intenso. Si las bacterias son resistentes al 

antibiótico, la resazurina es reducida a resafurina y el intenso color 

azul, cambia a rosa. Por el contrario, si la población bacteriana es 

sensible el antibiótico, se detendrá el metabolismo y la resazurina 

permanecerá en su forma oxidada, y el medio mantendrá su color azul. 

Además de la propia evaluación del cambio de color, una de las 

mayores limitaciones de esta técnica es que la resazurina no es 

metabolizada por Gram-negativos no fermentadores (415, 424). 
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Además de metodologías genéricas como la que se acaba de 

describir, la colorimetría también se puede aplicar para detección de 

resistencias concretas. Este es el caso del βLACTA test (Bio-Rad, 

Marnes-la-Coquette, France). Se trata de una prueba colorimétrica 

cualitativa usada para la detección de cepas con susceptibilidad 

reducida a las cefalosporinas de tercera generación. Se basa en la 

capacidad de las enterobacterias para hidrolizar una cefalosporina 

cromogénica (HMRZ-86). Este test muestra una sensibilidad del 75% y 

una especificidad del 100% para la detección de resistencias a 

cefalosporinas de tercera generación (BLEE, tipo AmpC, KPC y MBL) 

(425). 

Cuando en una reacción química, una molécula excitada, vuelve 

a su estado fundamental, emite luz, en un proceso denominado 

quimioluminiscencia. Esta particularidad puede ser empleada para 

detectar resistencias a antibióticos si añadimos al medio un compuesto 

denominado menadiona. Esta molécula, una vez que se encuentra en 

el interior celular, es reducida, generándose diversos compuestos que 

difunden al medio extracelular, donde se oxidan y emiten fotones de 

luz. El estudio de sensibilidad se lleva a cabo comparando la emisión 

que se produce en una alícuota del cultivo sin antibiótico, con otra 

donde sí se ha añadido. Cuando ambas emisiones son muy similares 

estaremos ante una cepa resistente y cuando la emisión es inferior al 

cultivo control sin antibiótico, la cepa será sensible (424). Esta técnica 

puede detectar cepas resistentes a vancomicina en S. aureus en 8 horas 

(426). 

La bioluminiscencia es una forma de quimioluminiscencia que 

se produce como consecuencia de una reacción química que tiene lugar 
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en algunos seres vivos. Uno de los ejemplos más estudiados es el de 

las luciérnagas, donde la luciferina es oxidada en presencia de 

adenosín trifosfato (ATP), por la luciferasa, emitiendo luz (415). La 

cantidad de luz producida es directamente proporcional a la cantidad 

de ATP presente en la reacción. Los antibiogramas se basan en la 

medida de los niveles de ATP intracelular, extracelular o total, 

comparando la señal obtenida del grupo control (bacterias crecidas en 

ausencia de antibiótico) con la recibida de los cultivos del mismo 

microorganismo en presencia de antibiótico (427, 428). En el caso de 

estar ante cepas sensibles, cuando se evalúa el ATP intracelular o el 

ATP total, se observa una disminución de la señal de bioluminiscencia 

respecto al control; sin embargo, cuando se mide el ATP extracelular, 

se produce un aumento de dicha señal (429–431). En caso de estar ante 

una cepa resistente, las medidas obtenidas del grupo control y el 

tratado, serán muy similares. Un ejemplo comercial de este tipo de 

ensayos, enfocado en la detección de resistencia a β-lactámicos, es 

D-Bluco, un test basado en bioluminiscencia que detecta una amplia 

gama de β-lactamasas a nivel femtomolar. Puede detectar de 102 a 

103 UFC/ml de enterobacterias productoras de β-lactamasas en 

muestras de orina, en 30 minutos (432).  

La bioluminiscencia también puede ser empleada para 

monitorizar el crecimiento bacteriano, usando bacteriófagos 

recombinantes que producen luz cuando se activa la expresión del gen 

luciferasa una vez que infectan a un huésped bacteriano específico 

(433–435). 

Otras técnicas se basan en la calorimetría. Esta es una 

metodología altamente sensible y útil que permite medir la cantidad 
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de calor generado por los procesos biológicos en células vivas. Los 

microorganismos de importancia médica, tales como los estafilococos, 

cuando se replican en un medio de cultivo apropiado, dan lugar a un 

incremento exponencial de calor que puede ser medido a tiempo real. 

Cuando una bacteria es sensible a un antibiótico, este inhibe su 

crecimiento; y por consiguiente, no se producirá un aumento del calor 

emitido por el cultivo, es por ello que la calorimetría se podría utilizar 

para detectar resistencias (436). Un ejemplo de ello es una técnica 

desarrollada para evaluar resistencias a meticilina en S. aureus, que 

tiene un tiempo de preparación de las muestras de 15 minutos, una 

incubación de 5 horas y un coste muy bajo. Pese a su gran interés 

todavía no se ha incorporado a la práctica clínica (437). 

Otra metodología que se está intentando utilizar para estudiar 

resistencias es la dielectroforesis. Este método se ha descrito como un 

marcador rápido de muerte celular basado en la detección de cambios 

en la electrofisiología de la célula causados por la administración de 

un antibiótico. En contraste con otros marcadores, la electrofisiología 

de las células cambia rápidamente durante la muerte celular, 

permitiendo distinguir las células vivas de las muertas (o 

profundamente dañadas) sin necesidad de hacer un cultivo. Se ha 

establecido para polimixina B, generando resultados en una hora tras 

realizar el aislamiento (438).  

El análisis electrofísico de células bacterianas es muy 

prometedor, ya que genera información sobre las células 

metabólicamente activas en un corto periodo de tiempo (439). Un 

ejemplo es un ensayo realizado con un resonador piezoeléctrico 

basado en niobato de litio con un campo eléctrico lateral, empleado 
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para evaluar los efectos de amoxicilina y polimixina. El análisis se 

realizó directamente en fase líquida. Se demostró que cuando se añade 

un antibiótico, las frecuencias de las partes real e imaginaria de la 

impedancia eléctrica del resonador cargado con una suspensión de 

células sensibles difiere en gran medida de las del resonador cargado 

con una suspensión de células de control sin antibiótico. El tiempo de 

análisis no fue superior a 10 minutos (440, 441). 

Otra herramienta que se está utilizando para la detección de 

resistencias es la espectroscopía. La espectroscopía Raman de 

superficie mejorada (SERS) se ha aplicado para diferenciar cepas 

bacterianas sensibles de resistentes, debido a que la variación en la 

composición bioquímica de la pared celular entre las distintas cepas, 

permite detectar variaciones en su perfil espectral (442). Esta técnica se 

ha utilizado ya para S. aureus resistente a meticilinas, Enterobacteriaceae 

resistentes a carbapenémicos, Mycobacterium tuberculosis, Enterococcus 

resistentes a vancomicina y Neisseria gonorrhoeae (443). 

La ionización MALDI (desorción/ionización mediante láser 

asistida por Matriz), acoplada a un analizador TOF (tiempo de vuelo), 

es una técnica de ionización suave utilizada en espectrometría de 

masas que permite el análisis de biomoléculas (biopolímeros como 

proteínas, péptidos y azúcares) y moléculas orgánicas grandes (como 

polímeros, dendrímeros y otras macromoléculas). La aplicación más 

simple de MALDI-TOF MS es analizar colonias de bacterias o 

levaduras sin preparaciones previas, proporcionando una 

identificación rápida con un coste reducido (444). En algunos casos, la 

detección de un producto génico puede ser relacionada de manera 

potencial con resistencia a uno o más antibióticos (445). Varios estudios 
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han descrito la detección de la degradación de antibióticos 

β-lactámicos mediante espectrómetro de masas (446–448). La hidrólisis 

enzimática del agente antimicrobiano da lugar a un cambio de masa 

de 18 Da que puede ser detectado por MALDI-TOF-MS. Se demostró 

que este método tiene una sensibilidad del 97% y una especificidad del 

98% (448) aportando los resultados en entre 1 h y 2,5 h (446). Hay otros 

muchos estudios que apoyan que MALDI-TOF permite discriminar 

entre cepas sensibles y resistentes a ciertos antibióticos en particular 

(424). 

Otros estudios que se centran en el uso de aparatos habituales en 

los laboratorios, para detectar resistencias, como es el caso del 

citómetro de flujo (449). Esta técnica consiste en la formación de un 

flujo de partículas, generalmente células, ordenadas en fila con una 

intensidad de entre 500 y 4.000 partículas/segundo. El alineamiento 

posibilita medir varias características de la misma célula a la vez, lo 

que permite caracterizar, separar y cuantificar distintas 

subpoblaciones. Además, utilizando diversos fluorocromos se pueden 

estudiar diversos parámetros bacterianos (potencial de membrana, 

tamaño celular, actividad enzimática, integridad de la membrana, 

tamaño celular y concentración microbiana) que aportan información 

sobre la sensibilidad a los antibióticos (424). Se ha demostrado que se 

puede emplear para desarrollar un test que permita determinar 

sensibilidad a determinados antibióticos en menos de 3 horas. Para ello 

se busca un valor de corte utilizando cepas de susceptibilidad 

conocida, a las que se incuba con el antibiótico y posteriormente se 

analizan en el citómetro de manera que se llega a establecer un valor 
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que será el utilizado para la determinación de resistencias a los 

antibióticos (450). 

4.3.3. Test rápidos basados en técnicas de genética 

molecular. 

Actualmente, en los laboratorios clínicos de bacteriología se 

están llevando a cabo gran cantidad de cambios. Ya se dispone de una 

multitud de paneles basados en técnicas moleculares para la detección 

e identificación de bacterias y la evaluación de marcadores de 

resistencia (444).  Algunas de estas técnicas también pueden ser 

utilizadas para evaluar el crecimiento bacteriano. 

Estos test se presentan como métodos efectivos y directos que 

eliminan los cultivos laboriosos, las incubaciones largas, las 

posibilidades de contaminación y la diseminación de infecciones 

peligrosas (451). Se les atribuye también ser rápidos, directos, sensibles 

y específicos en la detección de genes de resistencia. Sin embargo, 

tienen una serie de desventajas: la necesidad de un ensayo específico 

para cada agente antimicrobiano, solo se pueden detectar 

determinados genes de resistencia que con frecuencia están mutados, 

tienen baja sensibilidad para pacientes con infecciones latentes donde 

prácticamente no hay microorganismos presentes en la muestra, 

todavía no se han definido todos los perfiles de resistencia de todas las 

bacterias, son necesarios reactivos y equipamiento de alto coste y se 

necesita personal especializado (415). 

Entre estas técnicas podemos destacar la PCR, tanto 

convencional como a tiempo real o RT-PCR, chips, secuenciación, 
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microarrays y la amplificación isotérmica mediada por bucle (LAMP) 

(452, 453). 

La cinética de crecimiento de la bacteria puede determinarse de 

manera más ajustada por la cuantificación del número de copias de 

ADN. La PCR es más rápida y más específica que el cultivo bacteriano; 

usando ciclos cortos y asumiendo una buena eficiencia de la PCR, el 

ADN se duplica 40 veces más rápido que la bacteria (454). Se ha 

descrito un método universal para medir el efecto inhibitorio de 

agentes antimicrobianos en los patógenos bacterianos comunes, 

empleando cebadores universales y determinando el número de 

copias de ADN utilizando el sistema LightCycler. Para ello, se 

cuantifican las copias de ADN de 16S rRNA o de rpoB en distintos 

momentos de una incubación en presencia o ausencia del antibiótico. 

Se estipuló que los mejores resultados se obtienen en 2 horas para 

Gram-negativos y 4 horas para Gram-positivos (455). 

Los test genéticos de sensibilidad antimicrobiana tienen la 

posibilidad de reducir el tiempo de detección. A pesar de existir 

paneles cerrados que cubren los marcadores de resistencias más 

importantes, cada laboratorio puede personalizar su PCR de 

resistencias para los patógenos más relevantes y los antibióticos más 

utilizados en su área de influencia. A diferencia de los test fenotípicos, 

que pueden confirmar sensibilidad o resistencia independientemente 

de su mecanismo, el test genotípico únicamente puede detectar la 

presencia o ausencia de un número limitado de dianas génicas. 

Una herramienta desarrollada en base a la PCR es LAMP (loop 

mediated isothermal amplification). En LAMP los genes de interés se 
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amplifican a una temperatura constante de 60-65 ºC empleando en 

lugar de la Taq polimerasa, la ADN polimerasa Bst debido a la fuerte 

actividad de desplazamiento de las hebras. Un ejemplo de su 

aplicación ha sido mediante PCR digital, proporcionando resultados 

en unos 7 min frente a las dos horas necesarias para un ensayo 

comercial similar con PCR digital sin emplear LAMP (456). Otro 

ejemplo es un test desarrollado para detectar resistencias en E. coli, 

para levofloxacino, ampicilina, trimetoprim-sulfametoxazol y 

fosfomicina, donde los valores de sensibilidad y especificidad que se 

alcanzaron fueron entre 80% y 100% (457). 

Los microarrays se basan en la detección mediante un análisis de 

imagen, de la hibridación de moléculas diana a sondas 

oligonucleotídicas específicas, inmovilizadas en un soporte sólido 

(415). Los microarrays detectan un gran número de genes de 

resistencia en un mismo ensayo. Se han comercializado varios 

microarrays, como el Check-MDR CT102, el Check-MD CT103 y el 

Check-MDR CT103 XL (Check points Health BV), que permiten 

detectar un gran número de genes que codifican diferentes 

β-lactamasas (BLEE, AmpC y carbapenemasas) a partir de colonias 

crecidas en placas de aislamiento (424). Otro sistema comercial es 

Verigene (Nanosphere, USA). Verigene incluye dos paneles para 

identificación bacteriana, BC-GN que detecta ocho dianas de bacterias 

Gram-negativas y seis marcadores de resistencia, y BC-GP que detecta 

doce dianas y tres marcadores de resistencia en Gram-positivos. Los 

cartuchos de Verigene consisten en un portaobjetos de cristal 

(microarray) y la tecnología asociada que es capaz de identificar y 
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cuantificar secuencias de ácidos nucleicos, sin un paso de 

amplificación por PCR inicial (423). 

El desarrollo de estos test es un tema de vanguardia, y como tal, 

se están incorporando herramientas nuevas para el desarrollo de test 

moleculares como CRISPR. Basada en ella y combinada con 

microfluídica, se desarrolló la plataforma CARMEN (Combinatorial 

Arrayed Reactions for Multiplexed Evaluation of Nucleic acids; 

Reacciones combinatorias dispuestas para la evaluación multiplexada 

de ácidos nucleicos) (458) destinada a la detección de virus. 

Posteriormente se diseñó una modificación, denominada bCARMEN, 

la cual es capaz de detectar y discriminar 52 especies bacterianas 

clínicamente relevantes y varios genes clave de resistencia a los 

antibióticos. De modo complementario, se desarrolló un flujo de 

trabajo simple, utilizando reactivos estabilizados y una lectura óptica 

con una cámara fotográfica de un teléfono móvil, lo que abre la 

posibilidad de una rápida identificación de patógenos y pruebas de 

susceptibilidad a los antibióticos en el lugar de atención (459). 

En relación con las técnicas de genética molecular, también se 

está evaluando el uso de secuenciación masiva, de próxima 

generación, aunque quedan varias cuestiones por resolver y no está 

clara su utilidad como sistema rápido (460, 461). 

El desarrollo de test rápidos de sensibilidad antimicrobiana, es 

un tema candente que continúa en pleno desarrollo. 
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El propósito global de este trabajo es el desarrollo de test 

rápidos, fiables y eficaces, basados en determinaciones de 

parámetros fenotípicos simples, visualizados mediante microscopía, 

que permitan la detección de resistencias a distintos tipos de 

antibióticos en microorganismos de gran patogenicidad.  

Para ello nos planteamos las siguientes cuestiones de las que se 

derivan los objetivos a desarrollar: 

 

1. En relación a antibióticos cuya diana es el ADN bacteriano 

(quinolonas), ¿es posible determinar si la quinolona es efectiva 

(en cepas sensibles) o no (en cepas resistentes), mediante la 

simple visualización directa de su diana, esto es, la valoración 

de la integridad del nucleoide?  

 

1.1. Diseño de un protocolo técnico genérico simplificado, 

para la determinación rápida de sensibilidad/resistencia 

a quinolonas en células individuales de patógenos 

Gram-negativos. 

 

2. En relación con antibióticos que afectan el peptidoglicano, 

¿es posible estimar si un antibiótico de pared (β-lactámico 

carbapenémico) es efectivo (en cepas sensibles) o no (en cepas 

resistentes), mediante visualización directa de la integridad de 

la pared? ¿Cómo es posible discernir si la pared celular 

bacteriana ha sido afectada o no por el antibiótico? 
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2.1. Implementación de un protocolo que permita diferenciar 

de modo rápido cepas sensibles y resistentes de 

A. baumannii a quinolonas (mediante el parámetro: 

integridad del ADN bacteriano) y a carbapenémicos 

(mediante el parámetro: integridad de la pared celular). 

 

2.2. Validación las técnicas propuestas, empleando una 

colección de cepas clínicas y cálculo de los índices de 

validez para ambas. 

 

3. En relación con antibióticos que afectan la membrana 

plasmática (colistina), aunque la diana de la colistina no es ni 

el ADN ni la pared celular, ¿es posible que estos sean dañados 

secundariamente? ¿Puede la evaluación de la integridad del 

ADN bacteriano y/o la integridad de la pared celular 

discriminar de modo rápido la de sensibilidad/resistencia a 

colistina? 

 

3.1. Realización de experimentos de dosis-respuesta sobre el 

ADN y sobre la pared, con diferentes concentraciones de 

colistina en cepas de A. baumannii de CMI conocida, 

sensibles y resistentes. 

 

3.2. Establecimiento de las dosis de colistina que permitan 

evaluar la sensibilidad/resistencia a este antibiótico en 

A. baumannii; y comparación con los puntos de corte 

utilizados en los antibiogramas estándar basados en 

crecimiento. 
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3.3. Determinación del valor de corte, de cada uno de los 

parámetros estudiados, que permita discriminar entre 

cepas de A. baumannii sensibles y resistentes a colistina 

con la mayor sensibilidad y especificidad y validar con 

una colección de cepas. 

 

4. La ceftazidima es una cefalosporina que afecta la síntesis 

del peptidoglicano, especialmente a nivel del septo de división 

celular. ¿Puede la simple evaluación del cambio en la 

morfología celular usarse como parámetro para estimar de 

modo rápido la sensibilidad/resistencia a ceftazidima en 

patógenos Gram-negativos? 

 

4.1. Establecimiento de la dosis de corte de ceftazidima que 

permite discernir entre cepas sensibles y resistentes a 

dicho antibiótico en K. pneumoniae, A. baumannii, E. coli y 

P. aeruginosa; y comparación con los puntos de corte 

empleados en los antibiogramas clásicos. 

 

4.2. Validación de la técnica diseñada en un amplio número 

de cepas clínicas y comparar los resultados obtenidos con 

los de los antibiogramas estándar, calculando así sus 

índices de validez. 

 

5. En relación con antibióticos inhibidores de la síntesis de 

proteínas bacteriana, en ciertos patógenos Gram-positivos, es 

posible inducir experimentalmente una respuesta autolítica 

rápida. ¿Es dicha respuesta dependiente de la síntesis proteica?  
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Si ello es cierto, ¿puede dicha respuesta ser empleada como 

parámetro para la determinación rápida de 

sensibilidad/resistencia a antibióticos inhibidores de la 

síntesis de proteínas en Enterococcus faecalis y Streptococcus 

pneumoniae? 

 

5.1. Establecimiento de un protocolo experimental que 

permita visualizar la respuesta lítica en E. faecalis y 

S. pneumoniae. 

 

5.2. Determinación de las dosis de corte de eritromicina y 

doxiciclina que permiten discernir entre cepas sensibles y 

resistentes en E. faecalis. 

 

5.3. Determinación de las dosis de corte y el efecto 

cuantitativo sobre la respuesta lítica de azitromicina, 

eritromicina y doxiciclina, que permiten discernir entre 

cepas sensibles y resistentes en S. pneumoniae. 

 

5.4. Cálculo de los índices de validez de la técnica enfrentando 

los resultados obtenidos con los de los antibiogramas 

estándar. 

 

6. En relación con antibióticos inhibidores de la síntesis de 

proteínas bacteriana, en ciertos patógenos Gram-negativos, ¿es 

el alargamiento celular inducido por mitomicina C (MMC) una 

respuesta rápida dependiente de la síntesis de proteínas? Si eso 

es correcto, ¿puede esa respuesta ser empleada como parámetro 
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para determinación rápida de sensibilidad/resistencia a 

antibióticos inhibidores de la síntesis de proteínas en 

patógenos Gram-negativos? 

 

6.1. Establecimiento de una metodología que permita evaluar 

la elongación celular inducida por MMC en E. coli, 

A. baumannii, P. aeruginosa y K. pneumoniae. 

 

6.2. Estudio del efecto de los antibióticos inhibidores de la 

síntesis de proteínas sobre la elongación celular causada 

por MMC. 

 

6.3. Determinación de la dosis de corte de los antibióticos 

empleados, que permite discriminar entre cepas sensibles 

y resistentes a los mismos y comparación con los puntos 

de corte empleados en los antibiogramas estándar 

basados en la evaluación del crecimiento. 

 

6.4. Realización de un estudio de validación con cepas clínicas 

que permita establecer la sensibilidad y especificidad de 

cada uno de los protocolos establecidos. 
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En el 2003 se patentó el test de la dispersión de la cromatina 

espermática (Sperm Chromatin Dispersion; SCD). Permite identificar 

aquellos espermatozoides que tienen su material genético (ADN) 

fragmentado, con aplicación directa en reproducción, tanto humana 

como animal. Esta técnica se ha acomodado muy bien a los laboratorios 

de andrología y de reproducción asistida por su sencillez y rapidez 

(462). 

Su base técnica reside fundamentalmente en dos hechos. El 

primero es que las cadenas de ADN que contienen roturas son más 

fáciles de desnaturalizar, puesto que estas roturas ya sean de cadena 

doble o de cadena sencilla son orígenes para la desnaturalización 

cuando se someten a un tratamiento ácido. El segundo hecho, consiste 

en que los bucles de cromatina están formados por ADN y proteínas. 

Por ello, cuando se someten a una solución desproteinizante, se 

desempaquetan al extraer las proteínas y dan lugar a halos periféricos 

de bucles de ADN que surgen desde el núcleo residual.  

El protocolo comienza con la inclusión de las células 

espermáticas en una matriz de agarosa. Esta mezcla se deposita sobre 

un portaobjetos previamente tratado, se coloca un cubreobjetos y se 

enfría en nevera, de tal manera que se forma una fina película con las 

células retenidas, intactas, sin fijación, manteniendo su estructura 

tridimensional. A continuación, se someten a un proceso de 

desnaturalización ácida controlada, seguido de un tratamiento con 

lisis específica y se lavan en agua destilada para eliminar todos los 

restos de la solución desproteinizante. Para terminar el proceso, los 

portaobjetos se someten a una batería de alcoholes de concentración 

creciente para deshidratarlos. Una vez secos, el microgel forma una 
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película adherida al portaobjetos, con los espermatozoides en el mismo 

plano; estos se tiñen, ya sea con Wright para microscopía de campo 

claro o con DAPI para microscopía de fluorescencia.  

Cuando observamos las células, podemos diferenciar claramente 

dos regiones: una central formada por la estructura residual del núcleo 

a la que llamamos core y otra periférica formada por los bucles de 

ADN, que se denomina halo. Los espermatozoides con ADN 

fragmentado no muestran halos o son muy pequeños, mientras que los 

espermatozoides sin fragmentación liberan halos de gran tamaño 

(figura 16a). El índice de fragmentación, calculado como el tanto por 

ciento de células con el ADN fragmentado en la muestra seminal, se 

utiliza como uno de los parámetros indicativos de la calidad del semen 

(463). Esta técnica permite detectar fragmentación global en el 

espermatozoide, es decir, dependiente de roturas de cadena simple 

y/o de cadena doble, de manera conjunta. Una modificación del 

protocolo, obviando el paso de desnaturalización y ajustando las 

condiciones de lisis, permite visualizar únicamente las roturas de 

doble cadena. De esta manera, si llevamos a cabo ambas metodologías 

sobre una misma muestra podremos discriminar el porcentaje de 

fragmentación debido a roturas de doble cadena e indirectamente el 

porcentaje de fragmentación atribuible a roturas de cadena sencilla 

exclusivamente (figura 16b) (464).  
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Figura 16. Muestras de semen humano procesadas mediante el test SCD para 

determinar la fragmentación del ADN espermático, ya sea con SSBs o DSBs (a), y 

mediante el test SCD modificado para visualizar espermatozoides con ADN 

fragmentado debido a DSBs (b). Tras el test SCD, los espermatozoides con el ADN 

fragmentado, tanto con SSBs como con DSBs, no muestran halo de dispersión de la 

cromatina o este es pequeño. Cuando se utiliza el ensayo SCD modificado, los 

espermatozoides con ADN fragmentado a causa de DSBs presentan grandes halos de 

dispersión formados por pequeños fragmentos de ADN (464). 

La resistencia antibiótica es un grave problema de salud 

mundial, y una de las mejores herramientas de las que disponemos 

para luchar contra ella, es el uso racional y correcto de los antibióticos. 

Para ello es imprescindible tener la información de la sensibilidad 

bacteriana a la hora de pautar un antibiótico. Sin embargo, los 

antibiogramas tradicionales requieren de largos periodos de 

incubación, por basarse en el crecimiento bacteriano, habitualmente 

tardando entre 16 y 24 horas tras el aislamiento e identificación de la 

bacteria. Esto obliga a realizar tratamientos empíricos, que en 

ocasiones no son adecuados. Por ello, sería de gran utilidad obtener 

resultados de un antibiograma en unas pocas horas.  
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Son muchos los esfuerzos que se están destinando a este tema, y 

múltiples las técnicas que se tratan de implementar. En este contexto, 

surgió la idea de desarrollar una técnica que permitiese valorar el 

efecto de los antibióticos que afectan al ADN, a través de un protocolo 

basado en el test SCD, para espermatozoides. Así en 2008, se desarrolló 

una adaptación del ensayo basado en difusión que permite una 

discriminación sencilla entre bacterias con ADN fragmentado y sin 

fragmentar. Las células intactas se incluyeron en un microgel de 

agarosa sobre un portaobjetos, se incubaron en un tampón para lisar 

parcialmente las paredes celulares, membranas y proteínas, y luego el 

ADN se tiñó con un fluorocromo de alta sensibilidad, SYBR Gold. Al 

microscopio de fluorescencia, las bacterias con el ADN fragmentado se 

identifican como aquellas que presentan una difusión periférica de 

fragmentos de ADN a partir del centro residual, mientras que aquellas 

sin fragmentación del ADN, sólo muestran una extensión limitada de 

los bucles de fibras de ADN, o nucleoide. Estos resultados se han visto 

en varias especies de bacterias Gram-negativas y Gram-positivas, así 

como en levaduras. Dado que las fluoroquinolonas inducen múltiples 

roturas de la doble cadena del ADN bacteriano, la incubación con 

fluoroquinolonas a dosis muy elevadas sirvió como modelo para 

confirmar la detección de la fragmentación del ADN mediante la 

técnica de difusión (465). 

Dada la efectividad de la técnica, en 2009 se llevó a cabo un 

estudio sobre la evaluación del efecto del ciprofloxacino (quinolona) 

en el ADN cromosómico de E. coli, con el fin de establecer un protocolo 

lo más simple posible para su traslación a la clínica. Primeramente, se 

incubó la cepa TG1 con dosis crecientes de ciprofloxacino durante 
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40 min. Tras realizar el ensayo basado en difusión, se observó 

fragmentación en el ADN desde la dosis correspondiente a la CMI, 

aumentando progresivamente los fragmentos y su nivel de difusión 

con la dosis del antibiótico (466). Tras comprobar la eficacia del ensayo 

para la detección del efecto del ciprofloxacino, surgió el kit 

Micro-Halomax para microscopía de fluorescencia (Halotech DNA SL, 

Madrid, España). Empleando este kit, se realizó un trabajo en el que se 

evaluó la sensibilidad/resistencia a ciprofloxacino en cerca de un 

centenar de cepas diferentes de E. coli, obteniéndose un 100% de 

sensibilidad y especificidad en relación con el antibiograma estándar 

(467). De esta manera quedó patente que se pueden desarrollar test de 

detección de resistencia a quinolonas rápidos y eficaces, con la sencilla 

evaluación del estado del ADN, la diana específica del antibiótico. Se 

ensayaron diferentes quinolonas en múltiples cepas de diferentes 

microorganismos Gram-negativos, con resultados similares. 

Los antibióticos más utilizados en la práctica clínica son los que 

afectan a la síntesis del peptidoglicano. Ante la misma necesidad de 

disponer de test rápidos de sensibilidad para este tipo de antibióticos 

surgió la posibilidad de adaptar el kit de difusión para evaluar el 

estado de la pared celular. En el caso de los antibióticos que afectan el 

ADN es necesario lisar todas las bacterias para que liberen su 

nucleoide y poder visualizar la integridad o no, en cada célula. En el 

caso de los antibióticos que afectan a la pared bacteriana, las bacterias 

que son sensibles, van a tener alterada la síntesis del peptidoglicano y, 

por consiguiente, la estructura de la pared celular. En consecuencia, se 

planteó la hipótesis de que se podría evaluar la integridad de la pared 

bacteriana incubando con una solución de lisis más suave que la 
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utilizada para evaluar la integridad del ADN, la cual podría lisar 

únicamente las paredes que se encontrasen debilitadas, manteniendo 

intactas las de las células que no han sido afectadas por la acción del 

antibiótico. 

Para ello, las células incubadas previamente con antibiótico de 

pared a una concentración equivalente al punto de corte de 

sensibilidad del CLSI, se incluyeron en un microgel de agarosa sobre 

un portaobjetos y se incubaron brevemente con una solución de lisis 

adaptada. Tras el lavado y deshidratación, se tiñeron con el 

fluorocromo de ADN, SYBR Gold para su observación bajo 

microscopía de fluorescencia. Se observó que la lisis afecta a las células 

de manera diferencial, dependiendo de la integridad de la pared. Si la 

bacteria es sensible al antibiótico, la pared celular debilitada se ve 

afectada por la solución de lisis, por lo que el ADN del nucleoide 

contenido en el interior de la bacteria se libera y difunde. 

Alternativamente, si la bacteria es resistente al antibiótico, la pared 

prácticamente no se ve afectada por la solución de lisis y no se libera el 

nucleoide, conservando su aspecto morfológico normal. En una 

aproximación inicial, se realizó un experimento de dosis-respuesta con 

una cepa de E. coli sensible a ampicilina y se observó un ligero efecto 

antes de la dosis correspondiente a la CMI. Sin embargo, el nivel de 

daño se incrementó a medida que aumentaba la dosis de manera 

paulatina. También se evaluaron 46 cepas clínicas de ocho especies 

Gram-negativas y cuatro Gram-positivas para determinar su 

sensibilidad o resistencia a penicilina, ampicilina, ceftazidima o 

vancomicina, confirmando la aplicabilidad de la metodología (468). 
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A. baumannii es un Gram-negativo de muy alta patogenicidad, 

que desarrolla múltiples resistencias a nivel hospitalario, por lo que es 

de gran interés desarrollar test rápidos de detección de resistencias. 

Además de la quinolona ciprofloxacino, uno de los tratamientos más 

utilizados son los cabapenémicos, como el meropenem. Disponiendo 

de un amplio cepario gracias al apoyo del Servicio de Microbiología 

del Complejo Hospitalario Universitario A Coruña (CHUAC), nos 

planteamos diseñar un protocolo que permita discriminar cepas de 

A. baumannii sensibles, intermedias y resistentes a ciprofloxacino y a 

meropenem. Con esa intención, se pusieron a punto las condiciones de 

incubación y dosis de corte y se validó en ensayo para los diferentes 

antibióticos.  

Muchas de las cepas de A. baumannii resistentes a 

carbapenémicos o multirresistentes son tratadas con colistina, la cual 

se intenta mantener como antibiótico de última opción. Este antiguo 

antibiótico, pertenece a la familia de las polimixinas y actúa alterando 

la estabilidad de la molécula del lipopolisacarido, provocando la 

ruptura de la membrana celular externa, alterando la permeabilidad 

celular. Nos propusimos valorar la eficacia de los ensayos de daño del 

ADN y de la pared celular, para determinar resistencia a colistina en 

cepas de A. baumannii. Ni el ADN ni la pared celular son las dianas 

primarias de la colistina. Aun así, sí se detectó fragmentación del ADN 

y daño en la pared, posiblemente secundario durante el proceso de 

muerte celular. Estos fenómenos no ocurren en la totalidad de las 

células, como habíamos visto en los otros test. Es por ello que en este 

caso el test no es cualitativo sino cuantitativo y fue necesario explorar 

la concentración de colistina y la fracción de bacterias con daño en el 
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ADN o en la pared celular que permitan distinguir cepas sensibles de 

resistentes de modo óptimo.   

Se sabe que las células bacterianas de muchas especies, tras ser 

sometidas a un proceso de estrés, pueden llegar a adoptar forma 

filamentosa. Parece que se trata de una estrategia de protección en la 

que se detiene el crecimiento bacteriano, mientras se produce una 

expansión continua del volumen celular. Este mecanismo de defensa 

es utilizado también frente algunos antibióticos.  

Teniendo en cuenta todo esto, se pensó que la simple 

observación de la morfología celular tras la incubación con un 

antibiótico inhibidor de la síntesis del peptidoglicano podría ser 

suficiente para desarrollar un test más rápido que el de lisis celular que 

permitiese detectar cepas resistentes a este tipo de antibióticos.  

En ocasiones para tratar infecciones causadas por 

Gram-negativos se utiliza ceftazidima, una cefalosporina que actúa 

inhibiendo el paso final de la transpeptidación necesario para la 

síntesis del peptidoglicano. Parece ser que el peptidoglicano del septo 

es una diana preferente. Nos propusimos evaluar si las bacterias 

sensibles a ceftazidima verían alterada su división celular tras el 

tratamiento, aumentando su longitud, al no realizar una correcta 

septación. Se comprobó que la simple observación de la morfología 

celular es discriminativa de la sensibilidad/resistencia. Las cepas 

resistentes no se alargan o lo hacen en un nivel muy discreto, lo que 

permitió diseñar un protocolo en K. pneumoniae, P. aeruginosa y 

A. baumannii, obteniéndose unos resultados concordantes con los 

antibiogramas estándar. Sin embargo, es importante destacar que el 
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parámetro “alargamiento celular” y el de “inhibición del crecimiento”, 

aunque positivamente correlacionados, muestran diferente dosis de 

corte, que incluso varía en cada especie.   

Finalmente, los antibióticos inhibidores de la síntesis de 

proteínas son ampliamente utilizados tanto para Gram-positivos como 

para Gram-negativos. Algunas especies de Gram-positivos son 

capaces de activar vías autolíticas bajo determinadas situaciones. Por 

ejemplo, S. pneumoniae lisa su pared celular tras añadirle detergentes 

como deoxicolato o Tritón X-100, a través de la activación de la 

autolisina LytA. Las autolisinas también están implicadas en la rotura 

de la pared de E. faecalis tras aplicar lisozima. Esta respuesta autolítica 

es independiente de su actividad muramidasa y depende de su 

carácter catiónico. Se había descrito que la aplicación de altas dosis de 

cloranfenicol interfiere en la actividad autolítica de LytA en 

S. pneumoniae, de lo que se puede extrapolar que esta actividad está 

influida por la síntesis de proteínas y su evaluación podría discriminar 

cepas sensibles y resistentes a distintos tipos de antibióticos 

inhibidores de la síntesis de proteínas (132). Para probarlo, escogimos 

antibióticos del tipo macrólidos (azitromicina y eritromicina) y la 

tetraciclina doxiciclina. Tras la incubación con el antibiótico, los 

cultivos de E. faecalis fueron tratados con lisozima y los de 

S. pneumoniae, con una mezcla de tritón-X-100, lisozima y EDTA, para 

propiciar una respuesta lítica en todo tipo de cepas. Tras procesarlas 

con una variante del kit Micromax®, las células lisadas se cuantificaron 

gracias a que presentaban difusión del ADN interior. Se observó que, 

si la síntesis de proteínas es inhibida por el antibiótico, es decir, si la 

cepa es sensible, la fracción de células con efecto lítico se reduce en 
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gran medida frente al control sin antibiótico, mientras que, en el caso 

de cepas resistentes, donde la síntesis proteica no es inhibida, las 

variaciones son mínimas.  

En el caso de microorganismos Gram-negativos no encontramos 

ningún efecto directamente observable al microscopio de los 

antibióticos inhibidores de la síntesis de proteínas, por lo que 

nuevamente fue necesario recurrir a un parámetro indirecto que pueda 

aportar información. La mitomicina C (MMC) es un agente alquilante 

bifuncional que induce principalmente entrecruzamientos entre las 

cadenas del ADN. Este estrés genotóxico desencadena una fuerte 

activación de la respuesta SOS bacteriana. Una de las consecuencias 

fenotípicas características de la respuesta SOS inducida por MMC es el 

alargamiento celular. De hecho, se suele emplear como marcador de 

dicha respuesta.  

En general, la respuesta de elongación inducida por MMC 

relacionada con SOS requiere una activación transcripcional a corto 

plazo y la consiguiente traducción ribosómica. Por tanto, la inhibición 

de la síntesis de proteínas evitaría algunos de los resultados de la 

respuesta SOS inducida, como podría ser el alargamiento. Para ello, 

exploramos la idoneidad de la evaluación de la elongación celular 

ligada a la respuesta SOS inducida por MMC como un indicador 

simple y rápido de susceptibilidad/resistencia a los antibióticos 

inhibidores de la síntesis de proteínas gentamicina, tobramicina y 

tigeciclina, en infecciones por los Gram-negativos E. coli, A. baumannii, 

K. pneumoniae y P. aeruginosa. Para ello se realizaron incubaciones con 

MMC precedidas de antibiótico o control sin el mismo. El estudio 

evidenció que la inhibición de la síntesis de proteínas previene la 
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elongación causada por MMC en las cepas sensibles; estableciendo un 

protocolo que permite diferenciar cepas sensibles y resistentes en 

menos de tres horas y con una sensibilidad y especificidad cercanos al 

100%.  



 

 

 

 

 

 



 
 

 

 

 

 

Capítulo I 

 

Detección rápida de sensibilidad o 

resistencia bacteriana a quinolonas 
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Resumen: 

La aparición de microorganismos multirresistentes, junto con el 

declive en el descubrimiento y desarrollo de nuevos antibióticos, es un 

motivo de gran preocupación para la política sanitaria. En este 

contexto alarmante, una terapia antibiótica temprana y bien adaptada 

es una estrategia importante no sólo para mejorar los resultados 

clínicos, sino también para evitar la aparición y diseminación de cepas 

peligrosas resistentes. Una de las clases de antibióticos más comunes 

son las fluoroquinolonas. Atrapan a la ADN girasa y/o la 

topoisomerasa IV en el ADN, lo que provoca la fragmentación del 

ADN. Hemos desarrollado el ensayo Micromax® para determinar, in 

situ, la integridad del ADN de los microorganismos. Se validó como 

un procedimiento sencillo para la evaluación rápida de la sensibilidad 

o resistencia a quinolonas en bacterias Gram-negativas. Tras la 

incubación con la quinolona, las células se incluyen en un microgel de 

agarosa sobre un portaobjetos y se incuban con una solución de lisis 

específica para retirar la pared celular y visualizar los nucleoides bajo 

microscopía de fluorescencia. Si la cepa es sensible a la quinolona, los 

nucleoides bacterianos mostrarán un halo difuso de puntos formado 

por fragmentos de ADN, mientras que, en las cepas resistentes 

aparecerán intactos. El proceso técnico se lleva a cabo en 40 min con 

una sensibilidad y especificidad prácticamente totales. 

1. Introducción: 

La aparición y propagación de cepas patógenas resistentes a los 

antibióticos se considera una de las mayores amenazas para la salud 

humana. El Centro Europeo de Control de Enfermedades (ECDC) 
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declaró 25.000 muertes anuales causadas por patógenos 

multirresistentes. Este problema se acentúa por el actual declive en el 

descubrimiento y desarrollo de nuevos antibióticos (469). Los 

microorganismos resistentes a múltiples antibióticos representan un 

riesgo para la salud en continuo aumento, sobre todo en el marco 

clínico. En concreto, los pacientes inmunodeprimidos e ingresados en 

las Unidades de Cuidados Intensivos corren el riesgo de contraer 

enfermedades infecciosas nosocomiales que pueden ser resistentes a 

uno o más antibióticos. En este caso, los pacientes pueden adquirir 

infecciones a través de medios clínicos invasivos, pero necesarios, tales 

como, infecciones de las vías respiratorias durante ventilación 

mecánica, en el trato urinario o los vasos sanguíneos a través de 

catéteres o incluso a través de heridas en la piel, como las incisiones 

necesarias para múltiples procedimientos médicos. Este tipo de 

infecciones puede estar asociado con una alta tasa de mortalidad. Los 

patógenos más habituales son bacilos Gram-negativos, a menudo 

resistentes a varios antibióticos, como, Acinetobacter baumannii, 

Klebsiella pneumoniae, Pseudomonas aeruginosa, y algunas 

enterobacterias como Escherichia coli (24). 

Un tratamiento antibiótico temprano, bien seleccionado, 

proporciona la mejor defensa contra estos patógenos multirresistentes. 

Los procedimientos actuales requieren un cultivo bacteriano para la 

identificación del microorganismo, seguido de un antibiograma, 

pudiéndose necesitar 2-3 días de crecimiento bacteriano. El paso de 

cultivar la bacteria para hacer un antibiograma generalmente necesita 

sobre un día de incubación y se suele basar en la determinación de la 
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concentración mínima inhibitoria del crecimiento bacteriano por el 

antibiótico (393). 

Dado el tiempo relativamente largo que se necesita para realizar 

el antibiograma estándar, se suelen administrar antibióticos 

empíricamente, al comienzo de infecciones nosocomiales 

potencialmente peligrosas para la vida. Esta primera línea de defensa 

se basa con frecuencia en antibióticos cuya efectividad se conoce sobre 

el probable patógeno implicado. Sin embargo, estos tratamientos 

pueden ser ineficaces en un 20-40% de los casos, y un cambio de 

antibiótico en momentos posteriores puede llegar a tener una 

probabilidad de éxito reducida. Además, el uso incorrecto o abusivo 

de los antibióticos puede dar lugar a un aumento de cepas resistentes. 

Un antibiograma rápido es un gran cambio, que puede salvar vidas y 

reducir los costes de la asistencia sanitaria. Además, puede permitir 

prevenir la dispersión de cepas peligrosas resistentes, así como 

preservar algunos antibióticos estratégicos, que a veces son la única 

opción terapéutica (470–473). 

Entre los antibióticos más habitualmente prescritos destacan las 

fluoroquinolonas, como ciprofloxacino, norfloxacino, o moxifloxacino. 

Estos antibióticos se unen a las ADN topoisomerasas unidas al ADN, 

la ADN girasa, y/o la topoisomerasa IV, siendo la ADN girasa la diana 

preferente en las bacterias Gram-negativas. Esta unión da lugar a 

complejos ternarios de quinolona-topoisomerasa-ADN. Tras la 

formación del complejo ternario, la topoisomerasa produce una rotura 

de doble cadena en el ADN, pero la quinolona unida inhibe la posterior 

reunión de los extremos del ADN debido a la captura de la 

topoisomerasa. Estos complejos de escisión se distribuyen por todo el 
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cromosoma bacteriano, dando lugar a la fragmentación del ADN y la 

posterior muerte celular (176, 177).  

La resistencia a fluoroquinolonas está aumentando a nivel 

mundial, siendo de gran preocupación para las políticas sanitarias. El 

mecanismo de resistencia más habitual es la modificación de la diana 

por mutaciones en los genes que codifican las subunidades de la ADN 

girasa y/o la topoisomerasa IV. Además, la concentración intracelular 

del antibiótico puede estar reducida debido a cambios en la 

penetración del medicamento o la sobreexpresión de las bombas de 

expulsión. Un mecanismo de resistencia que cada vez adquiere más 

peso es la protección de la diana a través de genes de resistencia a 

quinolonas mediados por plásmidos (357, 474–476). Estos distintos 

mecanismos se pueden combinar dando lugar a altos niveles de 

resistencia. En algunos casos, la resistencia a fluoroquinolonas da lugar 

a la ausencia o disminución de DSBs letales. 

Desarrollamos un procedimiento patentado para determinar, in 

situ, célula a célula, la presencia de fragmentación de ADN en el 

cromosoma de microorganismos (465–467, 477). Las células se 

incluyen en un fino microgel inerte sobre un portaobjetos y se incuban 

en una solución de lisis específica que retira la pared celular, 

membranas y proteínas. Los nucleoides se tiñen con un fluorocromo 

de alta sensibilidad y se visualizan bajo microscopía de fluorescencia. 

Si la célula bacteriana es sensible a la fluoroquinolona, tras la 

incubación con el antibiótico mostrará el ADN del cromosoma 

bacteriano con fragmentos. Los fragmentos difundirán desde el 

nucleoide residual, dando lugar a halos de difusión de puntos de 

ADN. Cuanto mayor sea la fragmentación, mayor será el número de 



155 

 

puntos de ADN y mayor será la superficie circular de difusión. Por el 

contrario, si la bacteria es resistente, los nucleoides aparecen intactos o 

con muy pocos fragmentos de ADN. Hasta este momento, el proceso 

se ha validado de forma exitosa en 923 aislados clínicos de Escherichia 

coli (n=163), Acinetobacter baumannii (n=322), Pseudomonas aeruginosa 

(n=229), Klebsiella pneumoniae (n=189), Klebsiella oxytoca (n=4), 

Enterobacter cloacae (n=6), Proteus mirabilis (n=5) y Proteus vulgaris (n=5) 

(467, 477). El test Micromax® muestra un 99,83% de sensibilidad y 

100% de especificidad para determinar resistencia a ciprofloxacino, 

levofloxacino y norfloxacino. 

 

2. Material 

2.1. Reactivos y equipamiento técnico 

1. Incubador a 37 ºC (con agitación). 

2. Baños termostáticos a 90-100 ºC y 37 ºC. 

3.  Frigorífico a 4 ºC. 

4.  Horno microondas. 

5.  Extractor de gases. 

6. Microscopio de epifluorescencia con filtro adecuado para 

SYBR Gold y objetivo 100X. 

7.  Guantes de látex. 

8.  Micropipetas y puntas. 
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  9. Lanceta. 

10. Tubos de plástico (10 o 15 ml). 

11. Placa de microtitulación estéril de 96 pocillos con tapa o tubos 

tipo Eppendorf de 0,5 ml. 

12. Bandejas para incubaciones horizontales. 

13. Cubreobjetos de cristal (18x18 mm o 22x22 mm y 24x60 mm). 

14. Medios de cultivo: Mueller-Hinton (M-H) líquido y placas de 

agar M-H. 

15. Agua destilada. 

16. Etanol 70%, 90% y 100%. 

17. Fluoroquinolona. 

18. Prototipo Micromax kit® (ABM technologies LLC, Navasota, 

TX). El kit contiene portaobjetos pretratados, tubos Eppendorf con 

agarosa de bajo punto de fusión y un frasco con 125 ml de solución de 

lisis. 

2.2. Tinción para microscopía de fluorescencia 

1. Tinción de ácidos nucleicos SYBR Gold (Life Technologies, 

Carlsbad, CA, USA), 10.000X, diluido en DMSO. 

2. Tampón Tris Borato EDTA (TBE) 1X (0,09 M Tris-borato; 

0,002 M EDTA; pH 7,5). 

3. Solución de tinción SYBR Gold (2,5 μl/ml) en tampón TBE. 
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3. Métodos 

3.1. Cultivo bacteriano e incubación con el 

antibiótico 

 Se selecciona una colonia de un cultivo en placa de 16-24 horas 

y se incuba en 2 ml de medio líquido Mueller-Hinton durante 2 h a 

37 ºC con agitación (ver nota 1). 

Se diluye el cultivo bacteriano en medio líquido hasta alcanzar 

una concentración de 1 x 108 células/ml. Se puede realizar empleando 

un espectrofotómetro o un nefelómetro (ver nota 2). Cuando se utiliza 

un espectrofotómetro, 1 x 108 células/ml son equivalentes a una 

densidad óptica a 600 nm (DO600) de 0,1. Cuando se utiliza un 

nefelómetro, 1 x 108 células/ml equivalen a 0,5 unidades McFarland. 

Se realiza la incubación con el antibiótico, empleando una placa 

de microtitulación estéril de 96 pocillos con tapa, o tubos tipo 

Eppendorf de 0,5 ml (ver nota 3). Para cada cepa que se va a analizar, 

se necesitan dos pocillos (o dos tubos): uno para el control sin 

antibiótico y otro para incubar las bacterias con la dosis de antibiótico 

correspondiente al punto de corte de sensibilidad, según las 

indicaciones del Instituto de Estándares Clínicos y de Laboratorio 

(CLSI) o del Comité Europeo de Evaluación de la Sensibilidad 

Antimicrobiana (EUCAST). 

Para preparar cada pocillo se mezclan 24 µl de cultivo bacteriano 

con 6 µl de una solución de antibiótico a la concentración adecuada (o 

6 µl de agua destilada en el control sin antibiótico). Esta mezcla se 

incuba durante 40 min a 37 ºC. 
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3.2. Ensayo Micromax® 

Para incluir la suspensión celular en el microgel (ver nota 4), 

primero se funde la agarosa de bajo punto de fusión del tubo 

Eppendorf suministrada por el kit Micromax®, colocándolo en un 

baño termostático a 90-100 ºC. El tubo se debe colocar en un flotador 

de modo que la parte superior del tubo esté al nivel del agua. Se deja 

el tubo flotando en el agua a 90-100 ºC, hasta que la agarosa se funde, 

es decir, en torno a 5 minutos. Como alternativa, se puede fundir la 

agarosa en un horno microondas. 

Se transfiere el tubo Eppendorf con la agarosa, en el flotador, a 

otro baño termostático a 37 ºC y se incuba durante 5 minutos hasta que 

la temperatura se haya estabilizado (ver nota 5).  

Se añaden 30 µl del cultivo bacteriano al tubo Eppendorf con la 

agarosa y se mezclan cuidadosamente con una micropipeta, evitando 

formar burbujas de aire. 

Se deposita una alícuota de la suspensión de células con agarosa, 

del tubo Eppendorf, sobre la cara recubierta de un portaobjetos 

suministrado en el kit, y se cubre con un cubreobjetos de cristal, 

evitando atrapar burbujas de aire. Se recomienda un volumen de 

muestra de 10 o 20 μl para un cubreobjetos de 18x18 mm o de 

22x22 mm, respectivamente (ver nota 6). 

Se coloca el portaobjetos horizontalmente en una superficie fría, 

como, una bandeja de metal o cristal previamente incubada a 4 ºC. 

Se deposita la bandeja con el portaobjetos en la nevera a 4 ºC 

durante 5 minutos, para permitir que la agarosa solidifique. 
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Mientras el portaobjetos está en la nevera, se depositan 10 ml de 

la solución de lisis, proporcionada en el kit, en una bandeja con unas 

dimensiones un poco más grandes que un portaobjetos convencional 

(ver nota 7). 

Se retira el cubreobjetos deslizándolo cuidadosamente, e 

inmediatamente se sumerge el portaobjetos en la solución de lisis en 

posición horizontal. Se incuba en ella durante 5 minutos a temperatura 

ambiente (22 ºC) (ver nota 8). 

Se levanta el portaobjetos con la ayuda de una lanceta y se 

sumerge horizontalmente en una bandeja con abundante agua 

destilada para eliminar los restos de la solución de lisis, durante 

3 minutos. Utilizar guantes. 

Para fijar las células, se sumerge el portaobjetos en posición 

horizontal en bandejas con concentraciones crecientes de etanol frío 

(70, 90 y 100%). Se incuba 2 min en cada concentración. 

Se dejan secar los portaobjetos en posición horizontal a 

temperatura ambiente o en un horno a 37 ºC. 

Después de secar, se coloca el portaobjetos en un horno 

microondas a 750 W durante 4 min. Cuando el portaobjetos se enfría 

puede ser teñido inmediatamente o almacenarse en cajas archivadoras 

a temperatura ambiente en oscuridad durante varios meses. 

Para teñir los portaobjetos, se les añaden 100 µl de solución de 

tinción (SYBR Gold en tampón TBE, 2,5 µl/ml). Se cubre el 

portaobjetos con un cubreobjetos de 24x60 mm y se incuba durante 

2 min en oscuridad (ver notas 9 y 10). 
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Tras la incubación, se retira cuidadosamente el cubreobjetos y el 

portaobjetos se lava brevemente en tampón TBE. A continuación, se 

coloca un nuevo cubreobjetos de 24x60 mm (ver nota 11).  

3.3. Análisis y clasificación de la muestra 

Se examina la muestra utilizando un objetivo de aceite de 

inmersión de 100X. Dependiendo del nivel de daño, los nucleoides se 

pueden clasificar en tres categorías: 

- Nucleoides sin daño: aquellos que difunden bucles de ADN 

intacto desde el centro residual bacteriano (ver figura 17 a, c, 

e, f). 

- Nucleoides con bajo nivel de daño: aquellos que liberan halos 

de bucles de ADN intacto con algunos fragmentos de ADN 

alrededor (ver figura 17d). 

- Nucleoides con alto nivel de daño: aquellos que presentan 

grandes halos de puntos de ADN fragmentado que difunden 

desde el centro residual (ver figura 17b). 

Tras la incubación con la dosis de antibiótico correspondiente 

con el punto de corte de sensibilidad (ver nota 12), las cepas se 

categorizan como: 

- Cepas sensibles (ver figura 17a-d): muestran nucleoides con 

el ADN fragmentado (ver figura 17b, d). Las cepas con CMI 

cerca del punto de corte de sensibilidad muestran los 

nucleoides con bajo nivel de daño (ver figura 17d). Cuanto 

más baja es la CMI de la cepa, más alto será el grado de daño 

de su nucleoide. 
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- Cepas no-sensibles (resistentes) (ver figura 17e, f): muestran 

los nucleoides intactos (ver figura 17f). 

4. Notas 

1. Observamos que, dependiendo de si el cultivo está en fase de 

crecimiento logarítmica o estacionaria, las bacterias responden de 

forma diferente al antibiótico. Cuando las bacterias están en fase 

logarítmica, la respuesta al antibiótico es más uniforme, y en general, 

más intensa que cuando están en fase estacionaria. Para eliminar la 

variabilidad y mejorar los resultados, siempre partimos de un cultivo 

en fase de crecimiento logarítmico. 

2. La densidad celular en la matriz de agarosa no debe ser 

excesivamente elevada para evitar el solapamiento de células, pero 

tampoco deben estar demasiado dispersas, para facilitar una 

visualización rápida. 

3. La concentración final añadida al pocillo debería 

corresponderse con el punto de corte de sensibilidad, es decir, la 

concentración de antibiótico utilizada para definir un aislado como 

sensible. El Instituto de Estándares Clínicos y de Laboratorio (CLSI) y 

el Comité Europeo de Evaluación de la Sensibilidad Antimicrobiana 

(EUCAST) son las instituciones de referencia internacional que 

establecen los puntos de corte para los antibióticos y periódicamente 

publican guías con los datos actualizados. 

 



162 

 

 
 

Figura 17. Tres cepas de Escherichia coli procesadas para determinar la susceptibilidad 

o resistencia a ciprofloxacino, a través de la visualización del nucleoide. La 

concentración del punto de corte de sensibilidad para ciprofloxacino en E. coli, según 

el criterio del CLSI (478), es 1 μg/ml. Las bacterias se expusieron a 0 μg/ml (primera 

columna, izquierda: a, c, e) y 1 μg/ml de ciprofloxacino (segunda columna, 

derecha: b, d, f). La primera cepa (primera línea: a, b) es sensible a la quinolona 

(CMI: 0,012 μg/ml). La segunda cepa (segunda línea: c, d) está en el límite de 

sensibilidad (CMI: 1 μg/ml). La tercera cepa (tercera línea: e, f) es resistente 

(CMI: 4 μg/ml). Tras la incubación con la dosis de quinolona, la cepa altamente 

sensible muestra una fragmentación masiva del ADN (b), la cepa menos sensible 

presenta un bajo nivel de fragmentación del ADN (d), y la cepa resistente libera sus 

nucleoides intactos (f). 
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4. El propósito de embeber a las células en un microgel, es 

proporcionales un soporte inerte, y así poder ser procesadas en un 

ambiente similar a una suspensión, pero sobre un portaobjetos. De esta 

forma, se pueden manipular fácilmente para incubarlas en las 

soluciones, evitando centrifugaciones. Además, los posibles 

fragmentos de ADN que se eliminarían con el medio si las células se 

lisaran en suspensión, quedan retenidos en la matriz de agarosa. 

5. Es importante mezclar las células en suspensión con la agarosa 

líquida cuando esta última se ha estabilizado a 37 ºC, para evitar daño 

en las células debido al calor. 

6. Recomendamos utilizar el mismo portaobjetos para ambos 

microgeles, cultivo control sin antibiótico y cultivo incubado con el 

antibiótico. De esta manera, ambas muestras serán procesadas de 

modo simultáneo, eliminándose la posible variabilidad resultante de 

la incubación en portaobjetos diferentes. 

7. Se recomienda manipular la solución de lisis en una campana 

de gases, ya que es volátil y emite vapores tóxicos. 

8. El paso de lisis elimina la pared celular bacteriana y las 

proteínas, por lo que los bucles de ADN que están empaquetados 

dentro de la célula difunden, dando lugar a halos que emergen de un 

núcleo central residual en aquellas bacterias sin ADN fragmentado. Si 

el ADN está fragmentado de forma masiva, el paso de lisis permite que 

los fragmentos de ADN difundan desde el centro residual formando 

un gran halo de puntos de ADN. Cuanto mayor sea el grado de 

fragmentación del ADN, mayor será el halo de puntos que se difunden 

desde el nucleoide bacteriano. 
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9. Tras su preparación, la solución de tinción puede almacenarse 

a 4 ºC en oscuridad, durante periodos prolongados. 

10. Dado el tamaño relativamente pequeño del genoma de los 

microorganismos, los fluorocromos clásicos como yoduro de propidio, 

DAPI, Hoechst 33258, etc… no son apropiados para la tinción. Para 

visualizar los fragmentos pequeños de ADN, es necesario usar un 

fluorocromo altamente sensible, como los de la familia SYBR. El SYBR 

Gold aporta una sensibilidad y fotoestabilidad excelentes en 

comparación con otros fluorocromos de la misma familia, permitiendo 

una evaluación visual precisa bajo microscopía de fluorescencia. No se 

utilizó solución de contratinción, ya que disminuye el contraste entre 

los pequeños puntos de ADN y el fondo. 

11. El análisis de la muestra bajo microscopía de fluorescencia 

debe realizarse inmediatamente después de la tinción para evitar que 

se seque. Como alternativa, después de teñir, se puede mantener el 

portaobjetos durante unas horas a 4 ºC, en una cámara húmeda, en 

oscuridad, para prevenir el secado. Si se seca, se puede retirar el 

cubreobjetos mediante incubación en tampón TBE, y volver a teñirse, 

tras un breve lavado. 

12. A modo de control interno, es recomendable procesar una 

cepa control sensible y otra resistente. Tras la incubación con el 

antibiótico y el procesamiento técnico, los nucleoides de la cepa control 

sensible deberían mostrar su habitual fragmentación del ADN, 

mientras que los nucleoides de la cepa control resistente, deberían estar 

intactos, validando así la técnica y los resultados de las otras muestras.
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Resumen: 

Las infecciones causadas por Acinetobacter baumannii 

multirresistente constituyen una grave amenaza para la vida a nivel 

mundial, y una terapia antibiótica temprana adecuada es decisiva para 

el éxito terapéutico. Por estos motivos, la detección rápida de la 

susceptibilidad antibiótica en este patógeno es un desafío clínico. Se 

evaluaron, por separado, dos variantes del kit Micromax® para la 

detección rápida in situ de sensibilidad o resistencia a meropenem y 

ciprofloxacino, en 322 aislados clínicos. La liberación del nucleoide es 

el criterio de sensibilidad a los betalactámicos (carbapenémicos), 

mientras que la difusión de fragmentos de ADN que emergen del 

nucleoide describe la actividad de la quinolona. Todas las cepas 

sensibles y resistentes se categorizaron correctamente según los 

resultados de las CMIs y los criterios del CLSI, en 100 min. Por lo tanto, 

nuestra tecnología es una herramienta prometedora para la 

identificación rápida de la resistencia a carbapenémicos y quinolonas 

en cepas de A. baumannii en entornos hospitalarios. 

1. Introducción 

Uno de los desafíos más importantes de la medicina práctica a 

nivel mundial, es el incremento progresivo de cepas de Acinetobacter 

baumannii resistentes a múltiples fármacos. Este patógeno oportunista 

muestra una capacidad alarmante de propagación y persistencia 

nosocomial, causando una amplia variedad de infecciones graves, 

principalmente en pacientes hospitalizados inmunodeprimidos, y se 

asocia con una elevada tasa de mortalidad. La enfermedad más común 

causada por A. baumannii es la neumonía severa asociada 
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habitualmente a ventilación mecánica, pero este patógeno también 

causa infecciones en el torrente sanguíneo, el sistema nervioso central, 

el tracto urinario, la piel, los tejidos blandos y los huesos (2, 25). 

El tratamiento de primera línea para la infección grave por 

A. baumannii consiste en un antibiótico carbapenémico como 

imipenem o meropenem. Estos son betalactámicos que afectan a la 

síntesis del peptidoglicano al interaccionar con el centro activo de las 

proteínas de unión a penicilina (PBPs), resultando en la inhibición de 

la reacción de transpeptidación (191). De modo alarmante, la 

resistencia a los carbapenémicos es cada vez más común. Esto se debe 

principalmente a la producción de carbapenemasas codificadas por 

cromosomas o plásmidos, pero también, a cambios en las porinas de la 

membrana externa, bombas de expulsión o alteraciones en la afinidad 

o la expresión de PBPs (18). Estos mecanismos a menudo funcionan de 

forma conjunta, dando lugar a cepas resistentes a múltiples fármacos 

(2). Otras opciones de tratamiento incluyen el uso de quinolonas como 

ciprofloxacino o levofloxacino, que inducen roturas de doble cadena 

de ADN reteniendo la ADN girasa y/o la topoisomerasa IV en el ADN, 

dando lugar a la fragmentación del ADN (177). Sin embargo, la 

resistencia a las quinolonas está también emergiendo, a través de 

mutaciones principalmente en la región determinante de resistencia a 

quinolonas (QRDR) dentro de los genes gyrA y parC (479–481), que 

interfieren con la unión a la diana, pero también hay resistencias 

debidas a las bombas de expulsión (18).  

Los antibiogramas estándar requieren de alrededor de 24 horas 

o incluso más, para generar resultados tras la identificación del aislado 

bacteriano. Eventualmente, mientras se espera por los resultados del 
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laboratorio de microbiología, los médicos deben implementar una 

terapia antibiótica empírica. Sin embargo, la terapia antimicrobiana 

empírica inapropiada se asocia con un aumento de la mortalidad. Una 

terapia antibiótica adecuada de modo temprano, es esencial para 

mejorar los resultados (470–472). Además, el uso inadecuado de 

antibióticos contribuye a la aparición y propagación de resistencia a los 

medicamentos e incrementa los efectos tóxicos y los costes de la 

atención médica. Evaluar la resistencia a los antimicrobianos de forma 

rápida y fiable, debería de ser de gran relevancia para la selección de 

la terapia antibiótica más apropiada y optimizar así el uso de los 

antimicrobianos. Por ejemplo, una evaluación rápida de la acción de 

los carbapenémicos puede garantizar un tratamiento más adecuado en 

caso de sensibilidad microbiana, evitando el uso indebido de 

antibióticos que deberían ser reservados para casos de resistencia 

probada. Sin embargo, dada la gran facilidad de A. baumannii para 

desarrollar resistencia a múltiples fármacos, una evaluación rápida de 

la sensibilidad a carbapenémicos y quinolonas debería ser de gran 

interés. De hecho, un estudio multicéntrico español reciente reveló que 

más del 93% y 81% de los aislados de A. baumannii presentan ausencia 

de sensibilidad a ciprofloxacino e imipenem, respectivamente.  

Hemos desarrollado un procedimiento para evaluar la 

integridad del ADN en bacterias, que ha sido validado como un ensayo 

rápido y simple para la determinación de sensibilidad o resistencia a 

quinolonas en Escherichia coli (465–467). Las células atrapadas en un 

microgel de agarosa sobre un portaobjetos se incuban con una solución 

de lisis para eliminar la pared celular de todas las bacterias de la 

población; luego se visualizan los nucleoides bajo microscopía de 
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fluorescencia tras teñir con el fluorocromo SYBR Gold. Usando nuestro 

procedimiento, la fragmentación del ADN inducida por quinolonas se 

visualiza como puntos de ADN que difunden periféricamente desde el 

nucleoide. Cuanto mayor sea la fragmentación del ADN, mayor será 

el número de fragmentos de ADN y el diámetro del área de difusión 

alrededor del núcleo residual central. En caso de resistencia a 

quinolonas, los nucleoides aparecen intactos, con las fibras de ADN 

formando bucles con una extensión limitada (467).   

Posteriormente, el procedimiento se modificó para valorar la 

integridad de la pared celular, es decir, para evaluar la eficacia de los 

antibióticos que actúan sobre la síntesis del peptidoglicano (468). Para 

ello, la lisis debe adaptarse para afectar sólo a aquellas bacterias cuyas 

paredes celulares hayan sido dañadas por el antibiótico. Si la bacteria 

es sensible, la pared celular debilitada es retirada por la solución de 

lisis de tal modo que el nucleoide contenido dentro de la bacteria se 

relaja y se difunde. En el caso de una cepa resistente, las bacterias 

prácticamente no se ven afectadas por la solución de lisis, por lo que 

no liberan el nucleoide, y mantienen su forma habitual. 

 En este trabajo, ponemos de manifiesto la utilidad de ambas 

variantes técnicas para determinar rápidamente la susceptibilidad o 

resistencia de A. baumannii a ciprofloxacino y a los carbapenémicos, 

utilizando meropenem como antibiótico modelo de este grupo. 
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2. Material y métodos 

2.1. Cepas bacterianas 

Se analizaron trescientas veintidós cepas de A. baumannii 

procedentes del Hospital Universitario de A Coruña (recogidas desde 

2001 a 2011) y de la colección bacteriana de la Red Española para la 

Investigación en Enfermedades Infecciosas. En algunos casos, se 

realizó una PCR de elementos palindrómicos extragénicos repetitivos 

(REP)-PCR para descartar clonalidad (482). Además, se evaluaron dos 

cepas de referencia obtenidas de la Colección de Cultivos Tipo 

Americana (ATCC, Manassas, VA), ATCC 17978 y ATCC 19606, que 

muestran sensibilidad a meropenem y ciprofloxacino. También se 

utilizaron como controles, cepas específicas de A. baumannii con 

mecanismos de resistencia a carbapenem y ciprofloxacino definidos. 

Las CMIs se determinaron por microdilución automatizada 

(MicroScan Walkaway; Siemens) y se confirmaron por Etest 

(AB Biodisk; bioMérieux) según las instrucciones del fabricante y 

siguiendo los criterios de CLSI para la categorización de la 

susceptibilidad a los antibióticos. 

2.2. Ensayo de la fragmentación del ADN  

Las determinaciones de la fragmentación del ADN y de la 

integridad de la pared celular se llevaron a cabo como un 

procedimiento a ciegas, sin conocimiento de las CMIs. Se emplearon 

dos variantes del kit Micromax® para microscopía de fluorescencia 

(Halotech DNA SL, Madrid, España), Micromax-Q y Micromax WG-, 

para evaluar la integridad del nucleoide y de la pared celular, 
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respectivamente. La única diferencia entre los dos ensayos reside en la 

solución de lisis. 

Las bacterias se cultivan de forma rutinaria en agar 

Mueller-Hinton a 37 ºC durante 24 h. Se transfiere una colonia a medio 

líquido Mueller-Hinton y se cultiva a 37 ºC durante 90 minutos en 

agitación con aireación. A continuación, el cultivo se diluye a una 

densidad óptica a 600 nm (DO600) de 0,1 en medio Mueller-Hinton. Tras 

este paso se incuban a 37 °C en tubos de 200 µl, con meropenem a 0, 4, 

8 y 16 µg/ml y con ciprofloxacino a 0, 1, 2 y 4 µg/ml durante 60 

minutos, en un volumen final de 30 µl. Estas dosis se seleccionaron 

coincidiendo con las concentraciones del punto de corte de 

susceptibilidad, resistencia intermedia y resistencia, del CLSI (483). El 

kit incluye tubos de microcentrífuga con tapón a presión de 0,5 ml que 

contienen alícuotas gelificadas de agarosa de bajo punto de fusión. El 

tubo se coloca en un baño termostático a entre 90 y 100 ºC durante 

aproximadamente 5 minutos para fundir completamente la agarosa y 

luego se traslada a otro baño de agua a 37 ºC. Se añaden treinta 

microlitros de la muestra diluida y se mezclan con la agarosa fundida 

(la concentración final alcanzada es de 5 a 10 millones de 

microorganismos/ml). Se dispensa, con ayuda de una pipeta, una 

alícuota de 10 µl de la mezcla de muestra y agarosa sobre un 

portaobjetos pretratado y se cubre con un cubreobjetos de 18x18 mm. 

El portaobjetos se coloca sobre una bandeja fría en el frigorífico (4 ºC) 

durante 5 min para permitir que la agarosa forme un microgel con las 

células intactas atrapadas en su interior. Se retiran cuidadosamente los 

cubreobjetos y el portaobjetos se sumerge inmediatamente en posición 

horizontal en 10 ml de la solución de lisis específica durante 5 min, a 
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temperatura ambiente para las bacterias incubadas con meropenem y 

a 37 ºC para las incubadas con ciprofloxacino. El portaobjetos se lava 

en posición horizontal en una bandeja con abundante agua destilada 

durante 3 min, se deshidrata incubando horizontalmente con 

concentraciones crecientes (70%, 90% y 100%) de etanol frío (-20 ºC) 

durante 3 min cada uno, y se secan al aire o en una estufa. El ADN se 

tiñe con 25 µl del fluorocromo SYBR Gold (Molecular Probes, 

Eugene, OR) diluido 1:200 en tampón TBE (0,09 M Trisborato; 0,002 M 

EDTA; pH 7,5) durante 2 min en oscuridad, con un cubreobjetos. Tras 

un breve lavado en tampón fosfato (pH 6,88) (Merck, Darmstadt, 

Alemania), se coloca un cubreobjetos de 24x60 mm y los portaobjetos 

se visualizan bajo microscopía de fluorescencia.  

3. Resultados y discusión 

Según el procedimiento, una cepa se considera sensible a 

meropenem cuando los nucleoides se liberan tras la incubación con el 

fármaco a una concentración igual o superior al punto de corte de 

susceptibilidad del CLSI (4 µg/ml), es decir, tras incubar a 4, 8 y 

16 µg/ml. Las cepas intermedias comienzan a liberar sus nucleoides 

desde la dosis coincidente con el punto de corte de resistencia 

intermedia del CLSI (8 µg/ml), esto es, con 8 y 16 µg/ml. Las cepas 

resistentes nunca liberan sus nucleoides, o lo hacen solo después de la 

incubación con el fármaco a la concentración del punto de corte de 

resistencia del CLSI (16 µg/ml). Respecto al ciprofloxacino, una cepa 

se clasifica como sensible cuando se observa fragmentación del ADN 

ocasionada por la incubación con el fármaco a una concentración igual 

o superior a la dosis del punto de corte de susceptibilidad del CLSI 
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(1µg/ml), es decir, a 1, 2 y 4 µg/ml. Una cepa intermedia mostrará el 

ADN fragmentado después de la incubación con la dosis del punto de 

corte de resistencia intermedia del CLSI (2µg/ml), esto es, a 2 y 

4 µg/ml. En el caso de una cepa resistente, los nucleoides siempre 

aparecen intactos o exhiben fragmentación tan solo después del 

tratamiento con el fármaco a la concentración del punto de corte de 

resistencia del CLSI (4 µg/ml).  

Inicialmente se probaron como control, cepas sensibles y cepas 

con mecanismos conocidos de reducción de la sensibilidad o 

resistentes. Para los estudios con meropenem, se seleccionaron como 

cepas sensibles las cepas comerciales ATCC 19606 (CMI 0,25 µg/ml) y 

ATCC 17978 (CMI 0,5 µg/ml). Como resistentes se escogieron las cepas 

productoras de oxacilinasas OXA-24 (cepa RYC 52763/97; CMI 

256 µg/ml) (484), OXA-58 (CMI 16 µg/ml) y OXA-23 (CMI 16 µg/ml). 

Se seleccionó también una cepa intermedia con CMI de 8 µg/ml, 

JC10/01 (pAT-RA-34s) (485). Las imágenes correspondientes se 

muestran en la figura 18. Las cepas sensibles liberaron su nucleoide 

tras incubar con 4, 8 y 16 µg/ml, mientras que las intermedias lo 

hicieron después de 8 y 16 µg/ml, y las cepas resistentes no los 

dispersaron en ninguna dosis, exceptuando algunas cepas con CMI 

16 µg/ml, en las que se liberaron algunos nucleoides. 
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Figura 18. Tres cepas representativas de A. baumannii, incubadas con meropenem 

durante 60 min a: 0 µg/ml (a, e, i); 4 µg/ml, concentración coincidente con el punto de 

corte de sensibilidad del CLSI (b, f, j); 8 µg/ml, concentración del punto de corte de 

resistencia intermedia del CLSI (c, g, k); y 16 µg/ml, concentración correspondiente al 

punto de corte de resistencia del CLSI (d, h, l). Las bacterias se procesaron para 

determinar los efectos sobre la pared celular, evaluados a través de la liberación del 

nucleoide después de la incubación con una solución de lisis específica. (a-d) Cepa 

sensible ATCC 19606 (CMI: 0,25 µg/ml); (e-h) cepa intermedia JC10/01 (pAT-RA-34s) 

(CMI: 8 µg/ml); (i-l) cepa resistente RYC 52763/97 productora de OXA-24 

(CMI: 256 µg/ml). La diseminación de los nucleoides fue obvia en la cepa sensible 

después de 4, 8 y 16 µg/ml, pero en la cepa intermedia solo tras 8 y 16 µg/ml. Se 

visualizó un fondo discreto de fragmentos de ADN extracelular en los cultivos 

afectados por el meropenem. En la cepa intermedia, a pesar de la sensibilidad tras 8 y 

16 µg/ml, una porción de células permanecen aparentemente inalteradas, sin 

liberación del nucleoide. Las células de la cepa resistente siempre mantuvieron su 

apariencia morfológica habitual. 

Respecto al ciprofloxacino, se utilizó la cepa ATCC 17978 como 

control sensible (CMI 0,125 µg/ml). También se emplearon como 

controles, una cepa intermedia aislada de clínica (CMI 2 µg/ml) y una 
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cepa resistente con mutaciones resultantes en cambios en el codón 83 

para gyrA (TCA TTA) y en el codón 80 para parC (TCGTTG) 

(CMI 64 µg/ml) (el subrayado indica el cambio de base). La cepa 

sensible mostró sus nucleoides con el ADN fragmentado después de la 

incubación con 1, 2 y 4 µg/ml, mientras que la cepa intermedia lo hizo 

sólo tras la incubación a 2 y 4 µg/ml, y en la cepa resistente, los 

nucleoides siempre aparecieron intactos (figura 19). 

Una vez que el procedimiento fue probado con éxito en las cepas 

control, se procesaron 322 aislados clínicos con los kits Micromax. Las 

CMIs determinadas por microdilución automatizada y confirmadas 

por Etest, interpretadas según los criterios de CLSI, se consideran 

como método de referencia. De acuerdo con las CMIs y los criterios del 

CLSI, 39 de los aislados fueron sensibles tanto a meropenem como a 

ciprofloxacino, 37 sensibles a meropenem y resistentes a 

ciprofloxacino, solo uno fue resistente a meropenem y sensible a 

ciprofloxacino, y 159 fueron resistentes tanto a meropenem como a 

ciprofloxacino. En cuanto a las cepas intermedias, 85 fueron 

intermedias a meropenem y resistentes a ciprofloxacino, y sólo una fue 

intermedia a ciprofloxacino y sensible a meropenem. Por lo tanto, en 

resumen: 77, 85 y 160 cepas fueron sensibles, intermedias, y resistentes 

a meropenem, respectivamente; mientras que, 40, 1, y 281 fueron 

susceptibles, intermedias y resistentes a ciprofloxacino, 

respectivamente. El mecanismo causante de la falta de sensibilidad a 

meropenem identificado en 140 cepas intermedias y resistentes de las 

seleccionadas fue la actividad hidrolizante de carbapenémicos, 

concordando con estudios a nivel nacional que demostraron que las 

enzimas tipo OXA (OXA-24 específicamente (484, 486)) son las más 
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prevalentes en España. La causa de la ausencia de sensibilidad a 

ciprofloxacino en 110 aislados, se atribuyó a las mutaciones 

simultáneas que dan lugar a cambios en el codón 83 para gyrA y en el 

codón 80 para parC (479, 480, 487). 

 

Figura 19. Tres cepas representativas de A. baumannii, incubadas con ciprofloxacino 

durante 40 min a: 0 µg/ml (a, e, i); 1 µg/ml, correspondiente con el punto de corte de 

sensibilidad del CLSI (b, f, j); 2 µg/ml concentración del punto de corte de resistencia 

intermedia del CLSI (c, g, k) y 4 µg/ml concentración del punto de corte resistencia 

del CLSI (d, h, l). Las bacterias fueron procesadas para visualizar los nucleoides, 

determinando la presencia o ausencia de fragmentación del ADN cromosómico, es 

decir, dispersión de puntos de ADN. (a-d) Cepa sensible ATCC 17978 

(CMI ≤ 0,125 µg/ml); (e-h) cepa intermedia (CMI, 2 µg/ml); (i-l) cepa resistente que 

posee una mutación en el codón gyrA Ser83 (TCA  TTA) y otra en el codón parC 

Ser80 (TCGTTG) (CMI, 64 µg/ml) (el subrayado indica un cambio de base). La 

fragmentación del ADN fue evidente en la cepa sensible después de la incubación con 

el fármaco a 1, 2 y 4 µg/ml, pero en la cepa intermedia solo lo fue tras la incubación 

con 2 y 4 µg/ml. Los nucleoides de la cepa resistente nunca mostraron fragmentación. 

La susceptibilidad a meropenem y/o ciprofloxacino se identificó 

siempre correctamente mediante el ensayo. Lo mismo ocurrió en el 



178 
 

caso de resistencia a los antibióticos. El ensayo asignó correctamente la 

única cepa categorizada como intermedia a ciprofloxacino. La 

condición de resistencia intermedia a meropenem atribuida a 85 de los 

aislados según los criterios del CLSI, se detectó de modo similar 

empleando el ensayo en 82 casos; el resto (3,5%) se visualizaron como 

resistentes, previniéndose así la clasificación como sensibles y la 

presunta administración de carbapenémicos, que podría provocar un 

fracaso terapéutico. Debemos enfatizar que las cepas intermedias a 

meropenem nunca se detectaron como sensibles. Cincuenta cepas del 

mismo estudio también fueron examinadas para determinar la 

susceptibilidad o resistencia a imipenem y levofloxacino. Los 

resultados coincidieron plenamente con los obtenidos para 

meropenem o ciprofloxacino, siguiendo los criterios del CLSI y la 

técnica diseñada.  

Desde un punto de vista práctico, el clínico necesita información 

rápida y sencilla sobre la sensibilidad o no-sensibilidad del aislado, con 

el fin de administrar o no, el antibiótico apropiado o para valorar 

adecuadamente el tratamiento antibiótico después de la 

administración de la terapia empírica inicial. Pese al interés para el 

microbiólogo, la discriminación entre las clases intermedia o resistente 

no debería modificar la decisión terapéutica, que inicialmente debería 

tender a descartar el uso de meropenem. Clasificar los aislados como 

sensibles o no sensibles empleando el punto de corte de 

susceptibilidad del CLSI supone una precisión del 100% del ensayo.  

De este modo, el manejo técnico del ensayo podría simplificarse 

todavía más, al incubar el aislado solo con la concentración del fármaco 

coincidente con el punto de corte de sensibilidad del CLSI 



179 
 

procesándose simultáneamente como controles del ensayo, cepas 

validadas como susceptibles, intermedias y resistentes. 

El procesado técnico de las bacterias previamente incubadas con 

el antibiótico tiene una duración de 40 min, y la visualización bajo el 

microscopio de fluorescencia es rápida y concluyente. La incubación 

previa con los antibióticos se estandarizó en 60 min. Aunque para las 

quinolonas 40 min son suficientes; en el caso de los betalactámicos, son 

más adecuados 60 min. Este tiempo de incubación se estimó para 

bacterias en fase de crecimiento exponencial en medio de cultivo 

líquido. Cuando las bacterias provienen de una placa de agar, realizar 

una incubación de 90 min en Mueller-Hinton líquido previa a la 

adición de carbapenémicos genera imágenes de las bacterias más 

homogéneas. Esto se debe al crecimiento exponencial de toda la 

población en el momento en el que se añade el antibiótico. 

 En los cultivos de A. baumannii sensibles a meropenem, se 

observan durante el ensayo algunos fragmentos de ADN extracelular 

como fondo, sin la necesidad de un paso de lisis (figura 18) (468). Sin 

embargo, este fondo es variable, suele ser muy escaso y a veces puede 

estar presente en cultivos no sometidos a incubación con el antibiótico. 

Las cepas intermedias pueden mostrar o no estos fragmentos de ADN 

extracelular. Es mucho más riguroso utilizar la solución de lisis para 

valorar el posible efecto de meropenem, evaluando la integridad de la 

pared celular a través de la liberación del nucleoide. La presencia de 

fragmentos de ADN extracelular es un suplemento, pero no un criterio 

riguroso.  
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Se ha demostrado que el ensayo que se describe aquí es un 

procedimiento rápido, simple y fiable para determinar la sensibilidad 

o no-sensibilidad a carbapenémicos y quinolonas en cepas clínicas de 

A. baumannii. Esta técnica puede tener una gran relevancia clínica, 

dado el peligro que representa este patógeno para la seguridad del 

paciente y la importancia crucial de una terapia antibiótica temprana 

adecuada para mejorar los resultados en pacientes vulnerables 

hospitalizados (470–472). Un tratamiento temprano adecuado también 

reduce la duración de la estancia hospitalaria y los costes sanitarios. En 

el contexto actual en el que el descubrimiento y desarrollo de nuevos 

antibióticos se han visto disminuidos, las estrategias terapéuticas 

racionales deben dirigirse a restringir el uso de aquellos que son más 

eficaces, para evitar la aparición y propagación de resistencias (24). 

Esto también podría ser un beneficio potencial del ensayo. Es 

previsible que el procedimiento para la evaluación rápida de 

sensibilidad o resistencia se implemente para más familias de 

antibióticos, no sólo en A. baumannii sino también en otros patógenos 

de alto impacto clínico.  
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Resumen: 

La colistina es un antibiótico antiguo que ha sido utilizado como 

opción terapéutica para bacterias Gram-negativas resistentes a 

carbapenémicos y multirresistentes, como Acinetobacter baumannii. Este 

patógeno produce infecciones potencialmente peligrosas para la vida, 

fundamentalmente en pacientes ingresados en unidades de cuidados 

intensivos. La detección rápida de resistencia a colistina puede mejorar 

los resultados del paciente y prevenir la diseminación de cepas 

resistentes. Con este propósito se evaluó la tecnología Micromax en 

cuatro cepas isogénicas de A. baumannii con mecanismos de resistencia 

a colistina conocidos, y en sesenta y seis aislados clínicos (50 sensibles 

y 16 resistentes). Se evaluaron dos parámetros, la fragmentación del 

ADN y el daño en la pared celular. Para determinar la fragmentación 

del ADN, las células atrapadas en un microgel, se incubaron en una 

solución de lisis para eliminar la pared celular, y los nucleoides 

liberados se visualizaron bajo microscopía de fluorescencia. El ADN 

fragmentado se observó cómo puntos difundiendo desde el nucleoide. 

Para evaluar la integridad de la pared celular, las células se incubaron 

con una solución de lisis que retira solamente las paredes celulares que 

se encuentran debilitadas, dando lugar a la liberación del nucleoide 

únicamente en las células afectadas. Se demostró una relación 

dosis-respuesta entre la concentración de colistina y, el porcentaje de 

bacterias con el ADN fragmentado y con la pared celular dañada. Estos 

efectos del antibiótico se producen de manera tardía y menos frecuente 

en cepas resistentes. Las curvas características operativas del receptor 

(ROC) demostraron que tanto la fragmentación del ADN como el daño 

en la pared celular son parámetros excelentes para identificar cepas 
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resistentes. Cuando se obtiene un porcentaje igual o inferior al 11% de 

bacterias con la pared celular dañada tras la incubación con 0,5 µg/ml 

de colistina, se identifican cepas resistentes de A. baumannii con una 

sensibilidad del 100% y una especificidad del 96%. Los resultados se 

obtuvieron en 3 h 30 min. Este es un test fiable, rápido y simple para 

detectar resistencia a colistina en A. baumannii, con gran valor potencial 

en situaciones clínicas críticas. 

1. Introducción 

Acinetobacter baumannii es un cocobacilo Gram-negativo que 

sobrevive en el ambiente hospitalario y tiene la habilidad de resistir 

durante largos periodos de tiempo en superficies deshidratadas (10, 

24). Este microorganismo predomina en las unidades de cuidados 

intensivos (UCIs) y puede producir neumonía grave asociada a 

ventilación mecánica, infecciones del torrente sanguíneo asociadas a 

catéter venoso central e infecciones del tracto urinario asociadas a 

sonda, además de infecciones en el sistema nervioso central, piel, 

tejidos blandos y huesos (2, 24, 25). 

La tasa mundial de cepas de A. baumannii multirresistentes está 

aumentando de forma alarmante, e incluso está apareciendo 

panresistencia (40). Por ejemplo; el 36,8% de las cepas de A. baumannii 

aisladas de pacientes con neumonía asociada a respirador en Estados 

Unidos son resistentes a carbapenémicos; y en Grecia, las tasas de 

resistencia en los aislados de las unidades de cuidados intensivos 

llegan al 85%. Las resistencias se podrían extender también a 

fluoroquinolonas, cefalosporinas, etc (473). 
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La colistina (polimixina E), un antiguo antibiótico de la familia 

de las polimixinas descubierto en 1949, ha experimentado un 

resurgimiento en los últimos años como opción terapéutica contra 

bacterias Gram-negativas multirresistentes o resistentes a 

carbapenémicos (244, 248, 472, 488–490). Las polimixinas están 

formadas por un anillo peptídico policatiónico hidrófilo y una cadena 

lateral tripeptídica con una cola lipofílica con un ácido graso (491). Son 

antibióticos bactericidas que se unen a lipopolisacáridos y fosfolípidos 

en la cara externa de la membrana celular de bacterias Gram-negativas. 

El anillo peptídico policatiónico tiene una fuerte afinidad por los 

cationes divalentes y desplaza de forma competitiva el calcio y el 

magnesio de los grupos fosfato de carga negativa del lípido A de los 

LPSs (492, 493). Altera la estabilidad de la molécula de LPS, 

provocando la ruptura de la membrana celular externa, alterando así 

la permeabilidad celular. Las moléculas de polimixina se insertan en la 

membrana externa a través del dominio hidrofóbico de la cadena de 

ácido graso, produciendo un efecto similar al detergente que provoca 

fisuras transitorias (493). Esto provoca la liberación del contenido 

intracelular y posiblemente una mayor captación de la polimixina, es 

decir, estamos ante una vía de captación autopromovida, que provoca 

la muerte bacteriana (491). 

La resistencia a colistina es relativamente rara, probablemente 

debido a su uso poco frecuente en estos últimos 50 años y quizás 

también, por sus propiedades como detergente. La mayoría de los 

mecanismos de resistencia a polimixinas se basan en modificaciones 

del lípido A de los LPS, lo que disminuye su carga negativa neta, 

impidiendo o reduciendo su unión inicial. Estos cambios pueden estar 
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asociados a mutaciones en el sistema bicomponente PmrA/B, que 

aumentan el nivel de expresión de la fosfoetanolamina transferasa 

modificadora del lípido A, PmrC, dando lugar a la adición de 

fosfoetanolamina al lípido A (494–497). La resistencia también puede 

ser consecuencia de la sustitución del lípido A por aminoarabinosa, 

que requiere los productos de los loci ugd y pbg (498, 499). Por 

desgracia, en los últimos años se han producido varios brotes de 

infecciones causadas por A. baumannii resistente a colistina, surgidos 

en Asia (500, 501). Es muy probable que la aparición de A. baumannii 

resistente a colistina tenga importantes repercusiones en la salud 

pública, ya que no se espera que en los próximos años se disponga de 

nuevos antibióticos con actividad contra bacterias Gram-negativas 

(502). En consecuencia, urge optimizar el uso clínico de la colistina y 

reducir el desarrollo y la propagación de cepas resistentes. 

Dado el elevado riesgo de mortalidad en pacientes con 

infecciones adquiridas en la unidad de cuidados intensivos, se ha 

demostrado que una terapia antibiótica adecuada y temprana mejora 

significativamente los resultados y reduce los costes sanitarios (470–

472). Los antibiogramas estándar requieren de alrededor de 24 horas o 

más tras el aislamiento e identificación de la bacteria, para 

proporcionar resultados. Pero en situaciones clínicas críticas, la 

disponibilidad rápida de información respecto a la resistencia a 

colistina y carbapenémicos puede ser esencial. 

En un estudio anterior, se validó un procedimiento sencillo para 

evaluar rápidamente la resistencia a ciprofloxacino y carbapenémicos 

en A. baumannii mediante la tecnología Micromax® (477). En el caso de 

los carbapenémicos, las células inmersas en un microgel sobre un 
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portaobjetos, se incubaron con una solución de lisis que retira 

únicamente la pared celular en aquellas bacterias en las que la síntesis 

del peptidoglicano se ha visto afectada por el betalactámico. De este 

modo, solo las bacterias sensibles liberan el nucleoide, que se visualiza 

al microscopio mediante tinción fluorescente. Las bacterias sin 

afectación por el antibiótico mantienen su morfología habitual (468, 

477). Para la evaluación del ciprofloxacino, el proceso de lisis retira la 

pared celular de todas las bacterias. Las que sufren afectación por la 

quinolona, es decir, las que presentan roturas de doble cadena en el 

ADN como consecuencia del atrapamiento por la ADN girasa y la 

topoisomerasa IV, muestran difusión de fragmentos de ADN que 

emergen del núcleo central residual, mientras que las cepas resistentes 

revelan sólo nucleoides intactos (465–467). 

Además de las quinolonas y los carbapenémicos, la 

determinación rápida de resistencia a colistina en A. baumannii es de 

gran interés. No solo tiene un valor clínico decisivo para los pacientes, 

sino que también podría contribuir a optimizar el uso médico de la 

colistina y de este modo ayudar a prevenir la diseminación de cepas 

resistentes a un antibiótico de último recurso. En este estudio 

describiremos la eficacia de utilizar ensayos de daño del ADN y de la 

pared celular para determinar rápidamente la resistencia de 

A. baumannii a colistina. 

2. Material y métodos 

2.1. Cepas bacterianas 

Los procedimientos para determinar la fragmentación del ADN 

cromosómico y el daño de la pared celular in situ se analizaron primero 
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con cepas control de A. baumannii con mecanismos de resistencia 

conocidos a la colistina. Estas cepas isogénicas de laboratorio 

derivaron de cepas sensibles de la Colección Americana de Cepas Tipo 

(ATCC; Manassas, VA), ATCC 19606 ColS (CMI: 0,25 µg/ml), ATCC 

19606 ColR (CMI: 16 µg/ml), ATCC 19606 ColR lpxA (CMI: 32 a 

64 µg/ml), and ATCC 19606 ColR lpxD (CMI > 64 µg/ml) 

(496,503,504). 

Posteriormente, se analizaron 66 aislados de A. baumannii 

obtenidos en el Hospital Universitario de A Coruña y en el Hospital 

Virgen del Rocío de Sevilla entre 2001 y 2012. En algunos casos se llevó 

a cabo una PCR palindrómica extragénica repetitiva (REP-PCR) para 

descartar clonalidad (495). Todos los aislados fueron obtenidos de 

muestras clínicas excepto un grupo de 4 y otro grupo de 5 cepas 

isogénicas derivadas de laboratorio. Las CMIs se determinaron por 

microdilución automatizada (MicroScan WalkAway; Siemens), con un 

mínimo de seis réplicas. Según la concentración del punto de corte de 

sensibilidad del CLSI (2 µg/ml), se clasificaron 50 cepas como sensibles 

a colistina (CMI ≤ 2 µg/ml) y 16 como resistentes (CMI ≥ 4 µg/ml) 

(5 con una CMI de 4 µg/ml, otras 5 con una CMI de 8 µg/ml, 2 con 

CMI de 16 µg/ml, 2 con CMI de 32 µg/ml y 2 con CMI > 32 µg/ml). 

De estas cepas resistentes, 10 son derivadas de laboratorio y 6 son 

aislados clínicos naturales. 

2.2. Evaluación del daño en el ADN y en la pared 

celular 

Las determinaciones de la fragmentación del ADN y de la 

integridad de la pared celular se llevaron a cabo como procesos ciegos, 
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sin conocimiento de las CMIs y fueron realizadas paralelamente por 

tres personas de modo independiente. Se emplearon dos variantes del 

kit Micromax® para microscopía de fluorescencia (uso exclusivo para 

investigación) (Halotech DNA SL, Madrid, España), Micromax Q para 

evaluar la integridad del nucleoide y Micromax WG, para evaluar la 

pared celular. La única diferencia entre ambos reside en la 

composición de la solución de lisis (477). 

Las bacterias se cultivaron de manera rutinaria en placas de agar 

Mueller-Hinton a 37 ºC durante 24 h. Para cada cepa se seleccionó una 

colonia y se incubó en 2 ml de medio líquido Mueller-Hinton a 37 ºC 

durante 90 minutos en agitación. Las bacterias se diluyeron a una 

DO600 de 0,1 en Mueller-Hinton y se incubaron con colistina durante 

60 min a 37 ºC en un volumen final de 30 µl en tubos de 200 µl. En los 

experimentos iniciales, las cuatro cepas control ATCC 19606 se 

incubaron con once dosis de colistina en un rango que comprende 

desde 0 a 64 µg/ml. Posteriormente, las otras 66 cepas se trataron con 

las siguientes dosis de colistina: 0; 0,4; 0,5; 0,75 y 1 µg/ml. 

Se diluyó una alícuota de cada muestra a una concentración de 

entre 5 y 10 millones de microorganismos por mililitro en medio 

Mueller-Hinton. El kit incluye tubos con tapa de 0,5 ml que contienen 

alícuotas de agarosa de bajo punto de fusión gelificada. El tubo se 

coloca en un baño termostático a una temperatura entre 90 y 100 ºC 

durante 5 minutos para fundir la agarosa totalmente y luego se 

deposita en otro baño a 37 ºC. Una vez atemperada se añaden 30 µl de 

muestra diluida al tubo y se mezcla bien con la agarosa para obtener 

una preparación homogénea. Se pipetea a un portaobjetos pretratado, 

una alícuota de 10 µl de la mezcla agarosa-muestra y se cubre con un 
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cubreobjetos de 18x18 mm. Los portaobjetos se depositan sobre una 

bandeja fría que se coloca en la nevera (4 ºC) durante 5 minutos para 

permitir que la agarosa forme un microgel con las células intactas 

atrapadas en su interior. A continuación, el cubreobjetos se retira 

cuidadosamente, y el portaobjetos se sumerge inmediatamente y en 

posición horizontal en 10 ml de solución de lisis específica durante 

5 minutos a temperatura ambiente. El portaobjetos se lava 

manteniendo la horizontalidad en una bandeja con abundante agua 

destilada durante 3 min, y se deshidrata por incubación también 

horizontal en etanol frío (-20 ºC) con concentraciones crecientes 

(70% - 90% - 100%) durante 2 minutos cada uno, y se deja secar en el 

interior de una estufa con ventilación. Los portaobjetos secos se 

incuban en un horno microondas a 750 W durante 4 min, y luego se 

realiza una tinción del ADN con 100 µl del fluorocromo SYBR Gold 

(Molecular Probes, Eugene, OR) diluido 1:200 en TBE (0,09 M 

tris-borato; 0,002 M EDTA; pH 7,5) durante 2 minutos en oscuridad, 

cubriendo previamente el portaobjetos con un cubreobjetos de cristal. 

A continuación, se realiza un breve lavado en tampón fosfato (pH 6,88) 

(Merck, Darmstadt, Germany) y se coloca un cubreobjetos de 

24x60 mm. Los portaobjetos se visualizan bajo microscopía de 

fluorescencia y se evalúan entre 200 y 500 bacterias en cada punto 

experimental. El criterio de clasificación de fragmentación del ADN es 

la presencia de fragmentos de ADN que difunden del nucleoide (467, 

477). Por otro lado, el daño de la pared celular se detecta como la 

liberación del nucleoide (468, 477). El tiempo necesario para el ensayo 

incluye 1 h y 30 min de incubación en medio de cultivo 

Mueller-Hinton, 1 h de incubación con colistina, 40 min de procesado 
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técnico (10 min de formación de microgeles, 5 min de lisis, 15 min de 

lavado y deshidratación y 10 minutos de secado y tinción) y entre 5 y 

15 minutos de evaluación al microscopio, englobando un total de entre 

3 h y 15 min y 3 h y 30 min. 

2.3. Análisis estadístico 

Los datos siguieron una distribución normal, como concluye el 

test de Kolmogorov-Smirnov. Se utilizó la t de Student para evaluar la 

homogeneidad. Se emplearon curvas ROC para establecer la 

concentración óptima de colistina para determinar la posible 

resistencia; y para calcular los valores de corte para la fragmentación 

del ADN y el daño en la pared celular en la predicción de dicha 

resistencia, utilizando el índice de Youden (J). Los datos se analizaron 

empleando el paquete estadístico SPSS 21 de IBM para Windows. Para 

la determinación del índice de Youden se utilizó el paquete estadístico 

Epidat 3.1 (Consellería de Sanidade, Xunta de Galicia, España, y 

Panamerican Health Organization, Washington, DC). Las diferencias 

se consideraron significativas cuando p < 0,05. 

3. Resultados y discusión 

Los métodos para la determinación de la fragmentación del ADN 

y el daño en la pared celular se evaluaron inicialmente incubando 

cuatro cepas isogénicas de A. baumannii con un amplio rango de 

concentraciones de colistina, entre 0 y 64 µg/ml. En la cepa sensible 

ATCC 19606 ColS (CMI: 0,25 µg/ml), tras la incubación con la dosis 

más baja (0,2 µg/ml), el 13% de las células mostraron fragmentación 

en el ADN, mientras que el 65% se presentaron con la pared celular 

dañada. La incubación con la siguiente concentración (0,4 µg/ml) dio 
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lugar al 20,5% de las células con el ADN fragmentado y el 93% (casi 

todas) con daño en la pared celular (figura 20). 

La cepa derivada de laboratorio, resistente a colistina ATCC 

19606 ColR (CMI: 16 µg/ml) posee una mutación de un solo nucleótido 

Ala227Val en pmrB (503), adyacente a la histidina conservada en el sitio 

de fosforilación (His228), que es crítica para la actividad fosfatasa. El 

resultado final es la adición de fosfoetanolamina al lípido A 

hepta-acilado (496). Aunque menos inmunogénica que la de tipo 

salvaje, esta modificación del LPS confiere resistencia a la colistina. A 

diferencia de la cepa original, en la cepa mutante se alcanzó sólo un 

2,5% de células con ADN fragmentado tras la incubación con la 

concentración más alta de colistina (64 µg/ml) y un 17% de células con 

la pared celular dañada tras la incubación con las dosis comprendidas 

entre 16 y 64 µg/ml (figura 20). En los cultivos de cepas sensibles 

donde se añade una concentración de colistina de 0,4 µg/ml o más alta, 

cuando se utilizó la lisis destinada a evaluar la integridad de la pared 

celular, se visualizó un discreto fondo de fragmentos de ADN entre las 

células, sin embargo, esto no ocurría cuando se empleaba la lisis para 

evaluar los nucleoides. Este fondo no se apreció en los cultivos de 

cepas resistentes. 
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Figura 20. Distribución de la frecuencia de células con fragmentación del ADN 

(izquierda) y el nivel de daño de la pared celular (derecha) tras la incubación con 

concentraciones crecientes de colistina en cepas isogénicas de A. baumannii sensible 

(ATCC 19606 Col S) y con mecanismos de resistencia a colistina definidos (ATCC 19606 

ColR, ATCC 19606 ColR lpxA, ATCC 19606 ColR lpxD). 

También se estudiaron las cepas isogénicas ATCC 19606 ColR 

lpxA (CMI: 32 - 64 µg/ml) y ATCC 19606 ColR lpxD (CMI > 64 µg/ml). 

Estos derivados de laboratorio portan mutaciones en los genes 
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implicados en la biosíntesis del lípido A, lpxA y lpxD, respectivamente, 

conduciendo a la pérdida de producción de LPS y aumentando las 

CMIs de colistina (504). Tras someterlas al protocolo, incluso en 

ausencia del antibiótico, estas cepas evidenciaron una disminución de 

la eficacia biológica y mostraron gran cantidad de fondo formado por 

fragmentos de ADN liberados espontáneamente al medio de cultivo. 

Este fondo se presentó con la solución de lisis que se utiliza para 

evaluar el daño en la pared celular, pero tiende a desaparecer cuando 

se usa la lisis más fuerte, destinada a liberar los nucleoides. En ambas 

cepas, no más de entre el 4 y el 4,5% de las células mostraron 

fragmentación del ADN, y no se observó relación entre el porcentaje 

de fragmentación y la dosis de colistina (figura 20). Es necesario indicar 

que el mutante lpxA mostró entre el 75 y el 80% de sus células con los 

nucleoides liberados cuando se incubaban con la solución de lisis 

destinada a evaluar la pared celular, tanto sin tratamiento antibiótico 

como, sin modificarse por las concentraciones crecientes de antibiótico 

(figura 20). Esto sugiere que dicha cepa posee una pared celular 

constitutivamente más débil. Este efecto espontáneo en la pared celular 

se detectó también en la cepa mutante lpxD, pero solo en entre el 14 y 

el 20% de las células, aunque también sin un incremento significativo 

con las concentraciones más altas (figura 20). La menor resistencia de 

la pared celular en el mutante lpxA concuerda con los cambios en su 

potencial de membrana, descritos anteriormente, que probablemente 

se debieron a modificaciones de la integridad de la membrana externa 

y a la pérdida de afinidad por la colistina (505). 
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Figura 21. Diagrama de cajas y bigotes de la dosis-respuesta de cepas de A. baumannii 

sensible (arriba) y resistente (abajo) a colistina, para la fragmentación del ADN 

(izquierda) y daño en la pared celular (derecha). La línea horizontal en las cajas 

representa la mediana, la línea más baja de la caja el primer cuartil, y la línea superior 

de la caja, el tercer cuartil, y los bigotes (los extremos de las líneas verticales) 

representan los valores máximo y mínimo. Los puntos fuera de las cajas se 

corresponden con valores anormalmente altos. 

Es poco probable que las cepas de A. baumannii sin LPS puedan 

sobrevivir en la naturaleza debido a su baja eficacia biológica. Además, 

su posible virulencia debería verse muy comprometida. En ningún 

caso, estas cepas se detectaron mediante la técnica de evaluación del 

daño en la pared celular, mostrando gran cantidad de fragmentos de 
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ADN en el fondo y exhibiendo paredes celulares débiles, incluso en 

ausencia de tratamiento con colistina. Las cepas resistentes a colistina 

en la naturaleza deberían relacionarse como más próximas a ATCC 

19606 ColR, que a cepas sin LPS ya que ATCC 19606 ColR muestra un 

LPS modificado en la membrana celular externa. En consecuencia, y 

teniendo en cuenta los resultados de las cepas ATCC 19606 sensible y 

la ATCC 19606 ColR resistente, las técnicas para la detección de la 

fragmentación del ADN y el daño en la pared celular, parecen 

adecuadas para hacer una distinción rápida entre cepas de 

A. baumannii sensibles y resistentes a colistina. El ensayo basado en la 

integridad de la pared celular parece especialmente discriminativo. En 

un intento de validación cuantitativa, se estudiaron 66 cepas 

mayoritariamente clínicas, 50 susceptibles y 16 resistentes según los 

criterios del CLSI. El rango de CMIs de las cepas estaba comprendido 

entre 0,03 y >32 µg/ml y se distribuía de modo equilibrado.  

La figura 21 muestra los niveles de daño del ADN y la pared 

celular tras la incubación con concentraciones crecientes de colistina 

hasta 1 µg/ml en una cepa sensible y otra resistente. En las figuras 22 

y 23 se muestran imágenes representativas del daño en el ADN y del 

daño en la pared celular, respectivamente, para cepas con CMI de 0,03 

a 0,25 µg/ml; 16 µg/ml y >32 µg/ml. A diferencia de las cepas 

sensibles, casi todas las cepas resistentes muestran un pequeño daño, 

y ese daño moderado se aprecia únicamente en un número reducido 

de células tras la incubación con la concentración más elevada. En las 

cepas sensibles, aparecen más células con daño en la pared celular que 

con afectación a nivel del ADN, para cada concentración de colistina 

(test t de Student, p<0,001). Esto también ocurre en las cepas resistentes 
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tras la incubación con concentraciones de colistina de 0,75 µg/ml 

(p = 0,002) y 1 µg/ml (p<0,001). 

 

Figura 22. Tres cepas clínicas representativas de A. baumannii, incubadas con colistina 

durante 60 min con 0 µg/ml (primera columna, a, d y g); 0,5 µg/ml (segunda columna, 

b, e, h) y 1 µg/ml (tercera columna, c, f, i). Las bacterias fueron procesadas para 

determinar la fragmentación del ADN evaluada a través de la difusión de puntos de 

ADN desde el nucleoide. Primera fila (a, b, c) cepa sensible (CMI = 0,03 a 0,25 µg/ml); 

segunda fila (d, e, f), cepa resistente (CMI = 16 µg/ml); tercera fila (g, h, i) cepa 

altamente resistente (CMI > 32 µg/ml). La fragmentación de los nucleoides se visualizó 

en la cepa sensible tras 0,5 µg/ml (40% de células afectadas) y 1 µg/ml (80% de células 

afectadas). En la cepa resistente, solo se detectaron un 21% de células dañadas después 

de 1 µg/ml. Los nucleoides aparecían siempre prácticamente intactos en la cepa, 

altamente resistente (2% de células afectadas tras 1 µg/ml). 
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Figura 23. Tres cepas clínicas representativas de A. baumannii, incubadas con colistina 

durante 60 min con 0 µg/ml (primera columna, a, d, g); 0,5 µg/ml (segunda columna, 

b, e, h) y 1 µg/ml (tercera columna, c, f, i). Las bacterias fueron procesadas para 

determinar los efectos en la pared celular a través de la relajación del nucleoide tras el 

procesado técnico. Primera fila (a, b, c) cepa sensible (CMI = 0,03 a 0,25 µg/ml); 

segunda fila (d, e, f), cepa resistente (CMI = 16 µg/ml); tercera fila (g, h, i) cepa 

altamente resistente (CMI > 32 µg/ml). La liberación de los nucleoides fue evidente en 

la cepa sensible tras 0,5 µg/ml de colisitina (41% de células afectadas) y 1 µg/ml (100% 

de células afectadas) pero en la cepa resistente, la frecuencia fue más baja incluso con 

1 µg/ml (31% de células dañadas). Se visualizó un discreto fondo de fragmentos de 

ADN extracelular en los cultivos afectados por la colistina. La cepa de A. baumannii 

altamente resistente casi siempre mantiene su apariencia morfológica (2% de células 

afectadas tras 1 µg/ml). 
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Los estudios anteriores realizados evaluando esta tecnología se 

centraban en antibióticos cuya diana principal es el ADN, como las 

quinolonas, que producen la fragmentación del mismo (467, 477), o la 

pared celular, como los betalactámicos que inhiben la síntesis del 

peptidoglicano (468). En estos casos, los resultados fueron cualitativos, 

afectación versus no afectación, presentándose prácticamente la 

totalidad de la población dañada o no. Además, los datos respecto a la 

sensibilidad se obtuvieron después de la incubación de las bacterias 

con la concentración del punto de corte del CLSI para sensibilidad. En 

el caso de la colistina, ni el ADN ni la pared celular son la diana 

primaria del antibiótico. Aun así, se detectó fragmentación del ADN y 

daño en la pared celular, y esto ocurre sólo en una fracción de las 

células, la cual va aumentando con la concentración de colistina. Este 

daño debería de ser secundario, tras un efecto primario sobre el lípido 

A y la disrupción de la membrana celular con la consecuente alteración 

de la permeabilidad (491–493). Una posibilidad es que el daño en el 

ADN y en la pared celular sean colaterales a la producción de grandes 

cantidades de especies reactivas de oxigeno (ROS) durante el proceso 

de muerte celular, como se ha referido tras tratamientos con 

antibióticos bactericidas como betalactámicos y quinolonas (506). Dada 

la naturaleza cuantitativa de este daño en la población, incluso las 

cepas resistentes pueden mostrar una fracción de células afectadas en 

el ADN y/o la pared celular cuando se incuban con concentraciones 

correspondientes a los puntos de corte del CLSI para la resistencia. Una 

mejor discriminación entre cepas sensibles y resistentes podría 

lograrse con la incubación con concentraciones más bajas, ya que 
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producen células dañadas con una frecuencia mucho mayor en las 

cepas sensibles que en las resistentes. 

Dado que el objetivo principal del test rápido es identificar con 

fiabilidad cepas resistentes, se buscó la concentración de colistina y la 

ratio de daño en la pared celular y en el ADN que distinguiesen de 

modo óptimo cepas sensibles de resistentes. Con este propósito, 

calculamos curvas ROC para cada dosis y las analizamos con el 

objetivo de obtener un 0% de falsos negativos, ya que la situación 

menos deseable es administrar el antibiótico a un paciente infectado 

con una cepa resistente, erróneamente identificada por el test rápido 

como sensible. Las curvas ROC fueron excelentes para cada dosis de 

colistina analizada, pero la incubación con una concentración de 

0,5 µg/ml se identificó como la más discriminativa, con valores del 

área bajo la curva (AUC) similares para la fragmentación del ADN y 

para el daño de la pared celular: 0,998 ± 0,003 (p = 0,0001) (intervalo de 

confianza (IC) al 95% para el daño en el ADN de entre 0,993 y 1,000, y 

para el daño en la pared celular de entre 0,991 y 1,000). Los valores de 

corte óptimos fueron 8,5% y 11% para la fragmentación del ADN y el 

daño en la pared celular, respectivamente. Esto dio lugar al deseable 

0% de falsos negativos en ambos casos, es decir, al 100% de 

sensibilidad (IC al 95% para daño en el ADN y la pared celular; 0,969 a 

1,000). Además, la ratio de falsos positivos, es decir, que una cepa 

sensible sea identificada por el test como resistente, fue del 10% para 

la fragmentación del ADN y solo del 4% para el daño en la pared 

celular, es decir, se alcanza un 90% y un 96% de especificidad 

respectivamente (IC 95% para el daño en el ADN de 0,807 a 0,993 y 

para la afectación de la pared celular de 0,896 a 1,000). Por 
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consiguiente, los valores del índice de Youden fueron de 0,90 y 0,96 

para la fragmentación del ADN y el daño en la pared celular, 

respectivamente (IC 95% para el daño en el ADN de 0,82 a 0,98 y para 

el daño en la pared celular de 0,91 a 1,01). 

En conclusión, tanto la fragmentación del ADN como el daño en 

la pared celular son parámetros excelentes para la discriminación de 

cepas sensibles y resistentes, pero el segundo ensayo parece ser más 

específico. La obtención de un porcentaje de bacterias con la pared 

celular dañada ≤ 11% tras una incubación con 0,5 µg/ml de colistina 

identifica cepas resistentes de A. baumannii con un 100% de 

sensibilidad y un 96% de especificidad según el criterio del CLSI. El 

ensayo requiere de 1 h de incubación con colistina a concentraciones 

de 0 y 0,5 µg/ml, 40 min de manipulación técnica, y entre 5 y 

15 minutos de recuento para evaluar entre 200 y 500 células; un total 

aproximadamente de 2 h. Si las bacterias no están en fase de 

crecimiento exponencial, es recomendable una incubación previa de 

90 min en medio Mueller-Hinton, para alcanzar la fase exponencial 

antes de la adición de colistina. Esto también elimina la posible 

existencia de células con ADN fragmentado y daño en la pared celular 

en la dosis control con 0 µg/ml. Teniendo en cuenta esto, los resultados 

podrían estar disponibles en 3 h 30 min. Para validar los resultados es 

adecuado procesar simultáneamente una cepa control sensible y una 

resistente. En comparación con el proceso rutinario de microdilución 

automática, esta nueva tecnología es mucho más rápida, 3 h 30 min 

frente a 6-8 h, y permite la evaluación célula a célula, por lo que se 

podrían determinar la heterogeneidad en la inducción del daño y la 

evolución con el tiempo, la heterorresistencia o fenómenos 
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relacionados. Por otro lado, la metodología es manual o 

semiautomática y requiere de un microscopio de fluorescencia, así 

como de un contador celular. Más adelante podría ser fácilmente 

automatizada mediante un microscopio motorizado acoplado a una 

cámara digital y un programa de análisis de imagen. Por último, el test 

se limita a la colistina y algunos otros antibióticos previamente 

validados (466–468, 477), a diferencia de los paneles de microdilución 

comerciales que evalúan de 15 a 20 antibióticos. Sin embargo, en el 

futuro se prevé que se vayan evaluando y validando gran variedad de 

antibióticos, para su incorporación en el test Micromax. 

Este es un procedimiento fiable, rápido y simple para la 

determinación de resistencia a un antibiótico relevante como la 

colistina, en cepas clínicas de A. baumannii. Esto puede ayudar a 

facilitar la administración de una terapia antibiótica temprana 

adecuada en casos de infecciones causadas por A. baumannii que 

constituyen una amenaza para la vida y promover el uso responsable 

de esta opción terapéutica, preservándola y evitando la diseminación 

de resistencias. 

 

  



 
 

 

 

 

Capítulo IV 
 

Detección rápida de resistencia a 

antibióticos en bacterias 

Gram-negativas a través de la 

evaluación de cambios en la 

morfología celular. 

 

  



 
 

  



205 

 

Resumen: 

Los test rápidos de sensibilidad antimicrobiana tienen el 

potencial de mejorar los resultados de los pacientes y reducir los costes 

asociados a la atención sanitaria. En este estudio, se evaluó la 

capacidad de un ensayo innovador basado en la elongación celular tras 

la exposición a un antibiótico (ceftazidima), para detectar con rapidez 

resistencias en bacterias Gram-negativas. El ensayo fue utilizado para 

detectar resistencias en una gran colección de cepas que incluyen 

320 aislados clínicos de Acinetobacter baumannii, 171 de Klebsiella 

pneumoniae y 212 de Pseudomonas aeruginosa, y los resultados se 

compararon con los que se obtuvieron utilizando los métodos de 

evaluación de susceptibilidad antimicrobiana estándar. El ensayo 

identificó las cepas resistentes a ceftazidima con un 100% de 

sensibilidad y especificidad para A. baumannii, con un 100% de 

sensibilidad y un 97,2% de especificidad para K. pneumoniae y 82,3% de 

sensibilidad y 100% de especificidad para P. aeruginosa. Hay que 

destacar que los resultados fueron obtenidos en 1 hora y 15 minutos 

partiendo de cultivos en crecimiento exponencial. Este estudio 

demuestra que los cambios en la longitud celular están altamente 

correlacionados con la susceptibilidad antibiótica fenotípica 

determinada empleando los métodos de evaluación de sensibilidad 

convencionales. Por lo tanto, este trabajo proporciona una evidencia de 

que se pueden emplear los cambios en la morfología celular como base 

para la detección rápida de resistencia a antibióticos y facilita también 

un punto de partida para el desarrollo de diagnósticos rápidos e 

innovadores para la detección de resistencia antibiótica. 
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1. Introducción 

Las enfermedades nosocomiales multirresistentes se asocian con 

una alta mortalidad y su manejo clínico es complicado por la falta de 

antibióticos que conserven una actividad apropiada frente e estas 

cepas infecciosas (24). Con frecuencia, el tratamiento de estas 

enfermedades requiere la administración de una terapia antibiótica 

empírica en ausencia de un diagnóstico microbiológico definitivo que 

identifique el agente causante de la infección y su perfil de resistencias. 

Una vez que se obtiene la información microbiológica a cerca de la 

susceptibilidad/resistencia de la bacteria causante de la infección, un 

proceso que generalmente requiere entre 24 y 48 horas, se puede 

aplicar el tratamiento antibiótico dirigido. En este contexto, las técnicas 

que permitan la caracterización rápida de perfiles de resistencia 

facilitarían la administración temprana de la terapia adecuada, con 

actividad confirmada contra la cepa infectante (507). Esto es 

importante dado que hay estudios que muestran que una 

disponibilidad temprana de los resultados de los test de sensibilidad 

puede mejorar los resultados de los pacientes (508–510) y reducir el 

número de pruebas de laboratorio y de procesos invasivos que se 

llevan a cabo (470, 511). Además, los diagnósticos rápidos tienen la 

capacidad de facilitar el uso eficiente de los antibióticos y prevenir la 

aparición y transmisión de resistencias antimicrobianas (512). 

Recientemente, nuestro grupo ha desarrollado un ensayo basado en 

microscopía de fluorescencia que es capaz de detectar rápidamente 

bacterias Gram-negativas con resistencia a ciprofloxacino, un 

antibiótico del grupo de las fluoroquinolonas, y a meropenem, un 

betalactámico (467, 477). Estos métodos detectan resistencia 
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visualizando la fragmentación del ADN tras la exposición a 

ciprofloxacino y la dispersión del nucleoide que sucede tras la 

exposición a antimicrobianos que dañan la pared celular. Es de gran 

importancia que, los resultados de las pruebas de sensibilidad que 

emplean este método correlacionan estrechamente con los resultados 

obtenidos usando los métodos de evaluación de susceptibilidad 

tradicionales. 

Hace tiempo que se sabe que las células bacterianas de múltiples 

especies adoptan forma filamentosa en respuesta a distintos tipos de 

estrés ambiental, incluyendo el daño en el genoma (513), los efectores 

de inmunidad del huésped (514) y las limitaciones nutricionales (515). 

Se ha sugerido que este cambio en la morfología celular se debe a la 

detención de la división celular en presencia de una expansión 

continua del volumen celular y que este fenotipo es un componente de 

una respuesta protectora que incrementa la supervivencia bajo 

condiciones de estrés (516). La exposición a varias clases de 

antibióticos también induce alargamiento (515–517). En este trabajo, 

empleamos ceftazidima, una cefalosporina de tercera generación, para 

evaluar la hipótesis de que los cambios en la morfología bacteriana en 

respuesta a la exposición a antibióticos, pueden emplearse para 

diferenciar de modo rápido cepas resistentes de sensibles en varias 

especies de Gram-negativos. Nuestros resultados indican que la 

monitorización de la morfología celular tras la exposición a 

antibióticos puede diferenciar rápidamente cepas resistentes y 

susceptibles coincidiendo con los métodos de evaluación de 

sensibilidad estandarizados y por lo tanto puede proporcionar una 
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base para técnicas rápidas y novedosas que valoren la susceptibilidad 

en infecciones bacterianas. 

2. Material y métodos 

2.1. Cepas bacterianas y determinación de la 

concentración mínima inhibitoria 

Entre 2001 y 2013 se obtuvieron del Hospital Universitario de A 

Coruña aislados clínicos de: Acinetobacter baumannii (n=320), 

Pseudomonas aeruginosa (n=212) y Klebsiella pneumoniae (n=171). Las 

CMIs fueron determinadas por microdilución automática (MicroScan 

WalkAway; Siemens) y confirmadas mediante Etest (AB Biodisk; 

BioMerieux), siguiendo las instrucciones del fabricante, y los 

resultados se interpretaron según los criterios del CLSI (517). 

2.2. Ensayo de la elongación celular 

Se inocularon 2 ml de medio líquido Mueller-Hinton con 

bacterias previamente cultivadas en placas con el mismo medio sólido 

y se incubaron a 37 ºC durante 90 minutos. A continuación, este cultivo 

bacteriano se diluyó a una DO600 de 0,1 en medio M-H y se incubó a 

37 ºC en tubos de 200 µl con la concentración correspondiente de 

ceftazidima, durante 60 minutos en un volumen final de 30 µl. Para 

evaluar la longitud celular, se empleó un protocolo descrito 

previamente (518, 519). A modo de resumen, tras la incubación con el 

antibiótico, las bacterias se diluyeron a una concentración de 

1·107 microorganismos/ml en medio Mueller-Hinton, se incluyeron en 

un microgel fino sobre un portaobjetos, se incubaron en 

concentraciones crecientes de etanol, se secaron, se tiñeron con el 
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fluorocromo SYBR Gold, y se examinaron bajo microscopía de 

fluorescencia. Este proceso da lugar a imágenes totalmente nítidas que 

permiten establecer la longitud celular con gran exactitud. En todos los 

estudios, se utilizó análisis de imagen digital (Apogee KX32 ME 

camera and Visilog 5.1 software; Noesis) para evaluar al menos 200 

células por ensayo. El alargamiento fue definido como un incremento 

en la longitud de al menos 1,5 veces comparado con las células sin 

tratar de la misma cepa. Se empleó esta referencia para evitar el sesgo 

debido a las diferencias intrínsecas de la longitud celular entre cepas.  

2.3. Determinación de resistencias mediante la 

elongación celular 

La relación entre la longitud celular y la concentración de los 

puntos de corte del CLSI para ceftazidima se estableció empíricamente 

después de procesar numerosas cepas de las distintas especies 

bacterianas, comprendiendo un amplio rango de CMIs, incluyendo 

cepas sensibles, intermedias y resistentes. Se utilizaron numerosos 

aislados con CMIs cerca del punto de corte de sensibilidad y resistencia 

del CLSI. Se determinaron las concentraciones de antibióticos que 

incrementaban la longitud celular en las cepas sensibles, pero no en las 

intermedias y resistentes, y también las que lo lograban solo en las 

sensibles e intermedias. Las concentraciones se optimizaron de tal 

forma que una cepa categorizada como sensible siguiendo los criterios 

del CLSI, debe manifestar alargamiento celular tras la incubación con 

la concentración más baja, establecida como el punto de corte de 

sensibilidad, para el parámetro alargamiento. Así mismo, las células 

de una cepa intermedia (según los criterios del CLSI) no deben mostrar 

alargamiento tras la incubación con la dosis más baja, establecida como 
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punto de corte de sensibilidad, pero se verán alargadas con la 

concentración establecida como punto de corte de resistencia para el 

parámetro de elongación celular. Finalmente, una cepa clasificada 

como resistente siguiendo los criterios del CLSI no debería de aparecer 

alargada tras la aplicación de las concentraciones de antibióticos 

empleadas. Los test de sensibilidad llevados a cabo utilizando la 

técnica de elongación celular y mediante los métodos tradicionales, 

fueron realizados por investigadores independientes, y los resultados 

se compararon al final del estudio. 

3. Resultados 

El alargamiento celular tras la exposición antibiótica fue 

detectado de forma fácil y reproducible, como se puede observar en la 

figura 24, en la que se presentan los cambios en la longitud celular de 

tres cepas de A. baumannii incubadas con dosis crecientes de 

ceftazidima (0, 2, 4, 6, 8 µg/ml) (se analizaron 200 células por 

concentración evaluada). Se corresponden con una cepa sensible 

(CMI: 2,5 µg/ml), una intermedia (CMI: 24 µg/ml) y una resistente 

(CMI: 48 µg/ml). En la cepa sensible, el incremento en la longitud con 

respecto al cultivo control sin antibiótico se evidenció desde la 

concentración más baja utilizada, 2 µg/ml. La cepa intermedia no 

mostró alargamiento celular después de la incubación con 2 µg/ml, 

pero sí fue significativo tras 4 µg/ml y continuó aumentando 

progresivamente, a medida que lo hacían las dosis de la cefalosporina. 

No se apreció elongación celular significativa en la cepa resistente con 

ninguna de las concentraciones evaluadas. Se obtuvieron resultados 

similares con cepas representativas sensible, intermedia y resistente de 
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K. pneumoniae y P. aeruginosa, que se muestran también en la figura 24. 

En estos casos, las dosis de ceftazidima empleadas fueron mucho más 

bajas que en A. baumannii, como se explica más adelante. La figura 25 

muestra las imágenes al microscopio de las tres cepas de A. baumannii 

con las tres dosis de ceftazidima indicadas. Es importante destacar que, 

al comenzar con colonias bacterianas aisladas en medio sólido, el 

tiempo total hasta obtener el resultado final es entre 3,5 y 4 horas, 

incluyendo 30 minutos de procesado técnico. 

Para A. baumannii, los puntos de corte de sensibilidad y 

resistencia del CLSI para ceftazidima son respectivamente 

≤8 y ≥32 µg/ml. Empleando el ensayo de elongación celular, 

encontramos que las concentraciones de ≤2 y ≥8 µg/ml se 

corresponden con las dosis de corte de sensibilidad y resistencia, 

respectivamente. Es decir, las cepas sensibles aparecen alargadas tras 

la incubación con 2 y 8 µg/ml y las intermedias solo después de 

incubar con 8 µg/ml, mientras que las cepas resistentes nunca sufren 

alteraciones en la longitud celular con ninguna de las dos 

concentraciones (figura 25). Para validar el ensayo se procesaron 

320 aislados clínicos de A. baumannii. Atendiendo a las CMIs obtenidas 

por procedimientos estándar y las guías del CLSI, 51 cepas fueron 

consideradas sensibles, 35 intermedias y 234 resistentes a ceftazidima. 

Utilizando el criterio de alargamiento con sus respectivas dosis de 

corte, determinadas empíricamente, todas las cepas se identificaron 

correctamente con un 100% de sensibilidad y especificidad (tabla 1). 
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Figura 24. Modificación en la longitud celular con concentraciones crecientes de 

ceftazidima en cepas representativas sensibles (S; arriba), intermedias (I; medio) y 

resistentes (R; abajo) de Acinetobacter baumannii (S: CMI 2,5 µg/ml; I: CMI 24 µg/ml; 

R: CMI 48 µg/ml), Klebsiella pneumoniae (S: CMI 0,047 µg/ml; I: CMI 8 µg/ml; 

R: CMI 256 µg/ml) y Pseudomonas aeruginosa (S: CMI 8 µg/ml; I: CMI 16 µg/ml; 

R: CMI 64 µg/ml). Las concentraciones de ceftazidima se indican en el eje horizontal 

(µg/ml), mientras que la longitud celular se muestra en el eje vertical (µm). Los datos 

se presentan como diagramas de cajas y bigotes. La línea horizontal en la caja 

representa la mediana, la línea inferior de la caja es el primer cuartil, la línea superior 

de la caja es el tercer cuartil, y los bigotes (el final de las líneas verticales) son valores 

de datos máximos y mínimos. Los puntos fuera de la caja corresponden a valores 

atípicos. Las células aparecen progresivamente más largas en las cepas sensibles, pero 

sin cambios significativos en ninguna dosis en las cepas resistentes.  
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Figura 25. Cepas de A. baumannii, incubadas 1 hora con ceftazidima, incluidas en 

microgel sobre un portaobjetos, deshidratadas, teñidas con SYBR Gold, y observadas 

bajo microscopía de fluorescencia. Primera columna izquierda (a, d, g): control 0 µg/ml; 

segunda columna (b, e, h): 2 µg/ml; y tercera columna (c, f, i): 8 µg/ml. Primera fila (a-c): 

cepa sensible (CMI: 2,5 µg/ml); segunda fila (d-f): cepa intermedia (CMI: 12 µg/ml); y 

tercera fila (g-i): cepa resistente (CMI: 64 µg/ml). El alargamiento celular es evidente en 

la cepa sensible a partir de 2 µg/ml (b), en la cepa intermedia solo después de 8 µg/ml 

(f), mientras que la cepa resistente permanece sin cambios en la longitud celular.  

Para K. pneumoniae, los puntos de corte de susceptibilidad y 

resistencia para ceftazidima son ≤4 y ≥16 µg/ml, respectivamente, 

mientras que en el ensayo de elongación celular se demostró que las 

concentraciones ≤0,5 y ≥0,125 µg/ml correlacionan con sensibilidad y 

resistencia. Se estudiaron ciento setenta y un aislados clínicos de 

K. pneumoniae, incluyendo según los criterios del CLSI, 107 sensibles, 

19 intermedios y 45 resistentes a ceftazidima. Los resultados obtenidos 
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empleando el ensayo del alargamiento celular fueron altamente 

concordantes con los procedentes de los métodos clásicos. Las únicas 

excepciones fueron tres cepas sensibles caracterizadas como 

intermedias (dos) y resistente (una) mediante el test basado en la 

elongación celular, y dos cepas intermedias que se clasificaron como 

resistentes. Estos resultados indican que el ensayo basado en 

alargamiento es más conservador, con una sensibilidad de detección 

de cepas no-sensibles (intermedias y resistentes) del 100% y una 

especificidad del 97,2%. La tasa de falsos positivos fue del 2,8% y no se 

detectó ningún falso negativo de resistencia. El valor predictivo 

positivo fue del 95,5% y el valor predictivo negativo del 100%. 

Para P. aeruginosa las concentraciones de los puntos de corte del 

CLSI de sensibilidad y resistencia a ceftazidima son ≤8 y ≥32 µg/ml, 

respectivamente. Se determinó que cuando se emplea la elongación 

bacteriana, las concentraciones de los puntos de corte para el 

alargamiento celular, son mucho más bajas, ≤0,5 y ≥1 µg/ml. Cuando 

se evaluaron los 212 aislados de P. aeruginosa, 178 fueron identificados 

como sensibles, 18 como intermedios y 16 como resistentes a 

ceftazidima según las guías del CLSI. Todas las cepas sensibles fueron 

correctamente identificadas con el ensayo basado en la elongación. Sin 

embargo, seis cepas no-sensibles mostraron alargamiento después de 

ser incubadas con 0,5 µg/ml de ceftazidima. Por lo tanto, el ensayo 

basado en la elongación celular mostró una sensibilidad del 82,3% y 

una especificidad del 100%. Mientras que la ratio de falsos positivos 

fue del 0% y el valor predictivo positivo del 100%, la ratio de falsos 

negativos y el valor predictivo negativo fue del 17,6% y 96,7%, 

respectivamente. 
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Tabla 1. Valores analíticos del ensayo del alargamiento celular para detectar la 

resistencia a ceftazidima en Klebsiella pneumoniae, Pseudomonas aeruginosa y 

Acinetobacter baumannii.  

  K. pneumoniae P. aeruginosa A. baumannii 

Sensibilidad (%) 100 82,4 100 

Especificidad (%) 97,2 100 100 

Tasa de falsos positivos (%) 2,8 0 0 

Tasa de falsos negativos (%) 0 17,7 0 

Valor predictivo positivo (%) 95,5 100 100 

Valor predictivo negativo (%) 100 96,7 100 

 

4. Discusión 

Este estudio demuestra que los cambios en la longitud celular se 

pueden emplear para detectar rápidamente resistencia a ceftazidima 

en tres especies Gram-negativas que de manera frecuente producen 

infecciones multirresistentes. Hasta donde nosotros sabemos, este es el 

primer estudio que ha utilizado la longitud celular para caracterizar 

sensibilidad a antibióticos y correlacionar los resultados con los 

métodos de evaluación estandarizados utilizando una gran colección 

de aislados clínicos. Es interesante destacar que, para las tres especies 

bacterianas evaluadas, la concentración de antibiótico requerida para 

inducir alargamiento celular fue inferior a los puntos de corte de 

resistencia definidos por el CLSI para los métodos de microdilución en 

medio líquido. Estos datos sugieren que los cambios fisiológicos 

ocurren en las células bacterianas a concentraciones que son 

subinhibitorias según las pruebas microbiológicas estándar. A favor de 
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esta idea, existen trabajos previos que han relatado que el alargamiento 

ocurre a concentraciones subinhibitorias de los antibióticos (518–520). 

Debemos destacar que en este estudio demostramos que el 

alargamiento celular a estas concentraciones subinhibitorias 

correlaciona con los resultados de las pruebas utilizando métodos 

estándar que definen los puntos de corte de resistencia empleando 

concentraciones de antibióticos más altas. Nuestros resultados indican 

que el ensayo del alargamiento fue en cierto modo menos sensible para 

detectar resistencia en aislados de P. aeruginosa; sin embargo, el 

mecanismo subyacente que genera esta diferencia respecto a 

K. pneumoniae y A. baumannii, no está claro.  

Actualmente se están utilizando en clínica o se están 

desarrollando métodos para la detección rápida de resistencia a 

antibióticos en aislados bacterianos, tales como las pruebas basadas en 

ácidos nucleicos (ej: PCR y microarrays), métodos basados en 

espectrometría de masas y de secuenciación del genoma (507). Todos 

estos métodos tienen potencial para test rápidos de sensibilidad; sin 

embargo, en la mayoría de los casos, requieren más tiempo de 

procesamiento que los métodos tradicionales. Cabe destacar que, para 

aplicar todos estos métodos, se necesita determinar previamente el 

mecanismo de resistencia para poder llevar a cabo el test de 

sensibilidad; por ejemplo, para los métodos basados en microarrays y 

PCR es necesario conocer el gen/es que le confieren resistencia, y en 

los métodos basados en espectrometría de masas se deben caracterizar 

previamente el metabolito específico de interés o las proteínas que 

causan la resistencia. Por consiguiente, una limitación importante de 

estos métodos es que pueden no mostrar una alta sensibilidad para 
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detectar mecanismos de resistencia sin caracterizar. Aunque no ha sido 

empíricamente evaluado en este estudio, el ensayo de la elongación 

celular no depende del mecanismo de resistencia a ceftazidima, y 

puede, por lo tanto, ser capaz de detectar mecanismos de resistencia 

sin calificar, minimizando así los resultados falsos negativos. Una 

ventaja adicional es que la medición de la longitud de las células 

bacterianas se puede mecanizar utilizando un microscopio automático 

y un programa informático apropiado para la detección de cambios en 

la longitud celular. Por lo tanto, puede ser posible reducir la duración 

del protocolo llevado a cabo en este estudio. 

Un aspecto elemental del método descrito en este estudio es su 

posible aplicabilidad a otros antibióticos que no sean la ceftazidima. La 

actividad bactericida de la ceftazidima se debe a su unión específica a 

diferentes proteínas de unión a las penicilinas, inhibiendo el paso final 

de la transpeptidación necesario para la síntesis del peptidoglicano. 

Las principales dianas son: PBP1b, 1c, PBP2 y especialmente PBP3 (521, 

522). Tienen baja afinidad por PBP4, dando lugar a una débil inducción 

de la β-lactamasa AmpC codificada cromosómicamente (523). Se han 

descrito numerosos mecanismos de resistencia para la ceftazidima, 

incluyendo la producción de enzimas que degradan el fármaco como 

las β-lactamasas, alteraciones de las dianas del antibiótico como las 

PBPs, descenso de la permeabilidad bacteriana debida a alteraciones 

en las porinas, e incremento de los mecanismos de expulsión de la 

droga (524). Aunque se ha citado que la elongación celular ocurre tras 

la exposición a múltiples antibióticos, (518–520) no se había expuesto 

que el alargamiento correlaciona con la sensibilidad fenotípica 

determinada por métodos estándar para estos antibióticos. 
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Puntualizamos, sin embargo, que evaluamos la capacidad de la técnica 

del alargamiento celular para detectar resistencia a ciprofloxacino en 

estudios preliminares. Nuestros datos indicaron que la elongación 

celular no se podría utilizar de forma fiable para detectar resistencia a 

ciprofloxacino. Esto puede ser debido al hecho de que el ciprofloxacino 

no tiene como diana la biosíntesis de la pared celular. Con respecto a 

antibióticos adicionales, se requieren más pruebas empíricas para 

determinar la aplicabilidad de esta técnica. 

En resumen, demostramos que los cambios en la longitud celular 

correlacionan fuertemente con la sensibilidad fenotípica a ceftazidima 

determinada mediante los métodos de evaluación de susceptibilidad 

estándar. Por lo tanto, este estudio proporciona una prueba de 

concepto de que los cambios en la morfología celular se pueden utilizar 

como base para la detección rápida de la resistencia a los antibióticos. 

 

 

 

  



 
 

 

 

 

Capítulo V 

 

Evaluación rápida de resistencia a 

antibióticos inhibidores de la 

síntesis de proteínas en los 

patógenos Gram-positivos, 

Enterococcus faecalis y 

Streptococcus pneumoniae, basada 

en la valoración de la respuesta 

lítica. 

 

  



 
 

 



221 

 

Resumen: 

Se desarrolló un ensayo novedoso para la determinación rápida 

de resistencia a antibióticos inhibidores de la síntesis de proteínas para 

los patógenos Gram-positivos, Enterococcus faecalis y Streptococcus 

pneumoniae. Con este propósito, se obtuvo una respuesta lítica tras una 

breve incubación con lisozima o una mezcla de lisozima, Tritón X-100 

y EDTA para E. faecalis (n=82) y S. pneumoniae (n=51), respectivamente. 

La lisis fue cuantificada por la visualización de los nucleoides 

liberados. Las bacterias sensibles al antibiótico, tratadas con las dosis 

de los puntos de corte del CLSI, de eritromicina, azitromicina o 

doxiciclina que inhiben la síntesis de proteínas, mostraron una gran 

reducción de células lisadas con respecto al control, esto es, incubadas 

sin antibióticos. Sin embargo, la reducción de la lisis celular fue mucho 

más baja en las cepas no sensibles, en las que el antibiótico no inhibe 

adecuadamente la síntesis de proteínas. Los análisis ROC mostraron 

que una reducción de ≥35,6% y ≥40,4% discrimina cepas sensibles y no 

sensibles para eritromicina y doxiciclina, respectivamente, en 

E. faecalis, mientras un valor ≥20,0% es adecuado para ambos 

macrólidos y doxiciclina, en S. pneumoniae. Las cepas resistentes se 

identificaron en 90-120 min con una sensibilidad y especificidad entre 

el 91,7% y el 100%. Esto es una prueba de concepto de que la evaluación 

de la respuesta lítica puede ser un test rápido y eficiente para la 

determinación de resistencias a antibióticos inhibidores de la síntesis 

de proteínas. 
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1. Introducción 

Enterococcus faecalis y Streptococcus pneumoniae son patógenos 

Gram-positivos que pueden causar enfermedades que constituyen una 

amenaza para la vida. E. faecalis es el tercer patógeno más 

frecuentemente aislado en el entorno hospitalario, causando 

principalmente bacteriemia, endocarditis e infecciones del tracto 

urinario (66, 67). S. pneumoniae es el patógeno bacteriano más frecuente 

responsable de neumonía adquirida en la comunidad y también puede 

causar sinusitis paranasal, otitis media, meningitis, osteomielitis, 

bacteriemia y otras infecciones (140). 

Ambos patógenos muestran un incremento progresivo de 

resistencia a muchos de los antibióticos más comúnmente empleados, 

incluyendo la mayoría de los inhibidores de las síntesis de proteínas 

de bacterias, tales como macrólidos y tetraciclinas (525, 526). Los 

antibiogramas estándar normalmente requieren sobre 24 h para 

obtener resultados. En situaciones urgentes, la información rápida con 

respecto a la resistencia a antibióticos puede facilitar un uso más 

temprano de los antimicrobianos apropiados y mejorar el resultado de 

los pacientes, disminuyendo los costes de la atención sanitaria y 

reduciendo la diseminación de resistencias a antibióticos (512). 

S. pneumoniae lisa su pared celular después de añadir detergentes tales 

como el desoxicolato o Tritón X-100, a través de la activación de la 

autolisina LytA (133, 527). Además, las autolisinas están involucradas 

en la acción bactericida de la lisozima en E. faecalis. Esta respuesta 

autolítica es independiente de su actividad muramidasa y depende de 

su carácter catiónico (528, 529). En este trabajo proporcionamos 
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evidencias de que la respuesta autolítica está influenciada por la 

síntesis proteica ribosómica, pudiendo estandarizarse para la 

determinación rápida de sensibilidad o resistencia a antibióticos que 

inhiben la síntesis de proteínas. 

2. Material y métodos 

2.1. Cepas bacterianas 

Se obtuvieron cepas clínicas del Hospital Universitario de 

A Coruña y del Instituto Nacional de Salud Carlos III (Madrid, 

España). Las CMIs se determinaron mediante microdilución 

automatizada (MicroScan Walkaway; Siemens). 

Los aislados de E. faecalis (n=82) se cultivaron en agar 

Mueller-Hinton a 37 ºC durante 24 h. Una muestra se incubó en 2 ml 

de medio líquido M-H a 37 ºC durante 2 h. Las bacterias se diluyeron 

a una DO600 de 0,15 en medio líquido M-H y se incubaron a 37 ºC en 

tubos de 200 µl con 0,5 µg/ml de eritromicina o 4 µg/ml de doxiciclina 

durante 75 min en un volumen final de 30 µl. 

Los aislados de S. pneumoniae (n=51) fueron cultivados en placas 

de agar con 5% de sangre de oveja a 37 ºC durante 24 h. Las bacterias 

se diluyeron a una DO600 de 0,4 en medio Mueller-Hinton II 

suplementado con un 3% de sangre lisada de caballo e incubadas 

durante 60 min con 0,5 µg/ml de azitromicina, 0,25 µg/ml de 

eritromicina, o 0,25 µg/ml de doxiciclina. Las dosis de antibióticos son 

las indicadas por el CLSI como puntos de corte de sensibilidad en los 

antibiogramas estándar basados en microdilución (478).  
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2.2. Ensayo de lisis 

Para E. faecalis, se añadió lisozima 1 mg/ml y se agitó durante 

10 min a 37 ºC. S. pneumoniae se incubó con 0,05% Tritón X-100, 

2 mg/ml lisozima, y 25mM EDTA (TLE) durante 5 min a 37 ºC. Se 

diluyó una alícuota de cada muestra hasta alcanzar una concentración 

de 5-10 millones de microorganismos/ml en medio Mueller-Hinton. 

Se utilizó el prototipo Micromax®-Q (Halotech DNA SL) para 

evaluar la integridad de la pared celular, tal y como se describe (468, 

477). De manera breve, se mezclan 30 µl la muestra diluida con agarosa 

líquida de bajo punto de fusión a 37 ºC. Se dispensa una alícuota de 

10 µl de la mezcla agarosa-muestra en un portaobjetos pretratado y se 

cubre con un cubreobjetos de 18x18mm. El portaobjetos se coloca sobre 

una bandeja fría para formar un microgel con las células intactas 

atrapadas en su interior. El cubreobjetos se retira e inmediatamente el 

portaobjetos se sumerge horizontalmente en 10 ml de la solución de 

lisis específica a temperatura ambiente, incubando durante 5 min para 

E. faecalis y 2 min para S. pneumoniae. Los portaobjetos se lavan con 

agua destilada durante 3 min, se deshidratan en frío (-20 ºC) con 

concentraciones crecientes (70%, 90%, y 100%) de etanol durante 3 min 

cada uno, y se dejan secar en una estufa. Los portaobjetos secos se tiñen 

con 100 µl del fluorocromo SYBR Gold (Molecular Probes) diluido 

1:400 en el tampón TBE (0,09 M Tris-borato, 0,002 M EDTA, pH 7,5) 

durante 2 min en oscuridad con un cubreobjetos. Tras un breve lavado 

en tampón fosfato pH 6,88 (Merk), se coloca un cubreobjetos de 

24x60mm y los portaobjetos se visualizan bajo microscopía de 

fluorescencia, y se realiza un recuento de 500 bacterias por condición 

experimental. Eso se logra en 5-10 min, dependiendo de la densidad 
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celular en el microgel. Cuando las bacterias están lisadas, el nucleoide 

contenido en el interior está relajado y liberado en el microgel. La 

visualización del nucleoide celular es un signo fehaciente de lisis 

celular. 

3. Resultados 

Para establecer el procedimiento para E. faecalis, se incubaron 

una cepa sensible a eritromicina (CMI: 0,125 µg/ml) y una resistente 

(CMI >128 µg/ml) con eritromicina sola, lisozima sola, y eritromicina 

seguida de lisozima (figura 26). La incubación con eritromicina sola 

nunca dio lugar a modificaciones en la pared celular bacteriana con 

respecto a las células sin tratar (figura 26a, d). Sin embargo, después 

de la incubación con lisozima y solución de lisis, las cepas sensibles a 

eritromicina mostraron un alto porcentaje, esto es, 92,1% de células 

lisadas (células con el nucleoide relajado). Sin embargo, la proporción 

de células lisadas descendió a 3,9% cuando las cepas se incubaron con 

eritromicina previamente (figura 26b, c). En la cepa resistente a 

eritromicina, el 97,4% de las células aparecieron lisadas después de la 

incubación con lisozima. La incubación con eritromicina previa 

produjo sólo un sutil cambio en el porcentaje, esto es, 96,8% de células 

lisadas (figura 26e, f). Con S. pneumoniae se obtuvieron resultados 

similares (figura 27). En este caso, la lisozima mejoró la respuesta lítica 

de las bacterias frente al detergente (530, 531). Sin EDTA en la solución 

TLE, los nucleoides relajados aparecen como un campo de puntos 

dispersos de fragmentos de ADN, dificultando su recuento (figura 

28a). La presencia de EDTA en la solución previene la mayoría de la 

fragmentación del ADN, por lo que los nucleoides liberados se 
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mantienen más conservados y se pueden realizar los recuentos de 

manera más precisa (figura 28b). 

 

Figura 26. Enterococcus faecalis procesados con el ensayo Micromax® para evaluar la lisis celular 

a través de la visualización de nucleoides liberados. Las imágenes de arriba (a-c) corresponden a 

una cepa sensible a eritromicina (CMI 0,125µg/ml) y las imágenes de abajo (d-f) a una cepa 

resistente a eritromicina (CMI >128 µg/ml). Se trataron alícuotas de cada cultivo con 0,5 µg/ml 

de eritromicina sola (a, d), con 1 mg/ml de lisozima sola (b, e), y con eritromicina antes de la 

incubación con lisozima (c, f). La lisozima y la posterior incubación con la solución de lisis dan 

lugar a lisis celular y la subsiguiente liberación de los nucleiodes en la mayoría de las células en 

ambas cepas (b, e). Además, la incubación previa con eritromicina disminuyó en gran medida la 

proporción de células lisadas en la cepa sensible (c), pero no modificó la frecuencia de células 

lisadas en la cepa resistente a la eritromicina (f).  
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Figura 27. Streptococcus pneumoniae procesado para evaluar lisis celular por liberación 

del nucleoide, utilizando en ensayo Micromax. Las imágenes superiores (a-c) muestran 

una cepa sensible a azitromicina (CMI 0,006 µg/ml) y las imágenes inferiores (d-f) 

corresponden a una cepa resistente a azitromicina (CMI 4 µg/ml). Una alícuota de 

cada cultivo se incubó con 0,5 µg/ml de azitromicina (a, d), con 0,05% Tritón X-100, 

2 mg/ml de lisozima, 25 mM de EDTA (b, e), y con azitromicina seguida de TLE (c, f). 

TLE y la posterior incubación con la solución de lisis dan lugar a la lisis celular y la 

consiguiente liberación del nucleoide en el 84,2% y 93,0% de las células en las cepas 

sensible y resistente, respectivamente (b, e). La incubación previa con azitromicina 

disminuye notablemente la frecuencia de células lisadas (40,3%) en la cepa sensible a 

azitromicina (c), pero solo disminuye las células lisadas al 86,2% en la cepa resistente 

(f).  
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Figura 28. S. pneumoniae incubado con 0,05% Tritón X-100 y 2 mg/ml de lisozima, para 

inducir la respuesta autolítica, y procesado siguiendo el protocolo del ensayo 

Micromax®. (a) El ADN liberado aparece totalmente fragmentado y no es posible 

distinguir los nucleoides. (b) La incorporación de 25 mM EDTA a la solución suprime 

la fragmentación del ADN, permitiendo la identificación de los nucleoides. 

Los resultados obtenidos tras procesar a ciegas los aislados 

clínicos se resumen en la tabla 2. El análisis ROC demuestra que una 

reducción de células lisadas ≥35,6% tras la incubación con 0,5 µg/ml 

de eritromicina, y ≥40,4% después de incubar con 4 µg/ml de 

doxiciclina, discrimina con exactitud cepas sensibles de no sensibles de 

E. faecalis. Los falsos negativos de resistencia son los más relevantes 

clínicamente. Hubo sólo una cepa de E. faecalis identificada falsamente 

como resistente (falso positivo de resistencia) a eritromicina, con 

CMI 1 µg/ml, y dos para doxiciclina, ambas con CMI 8 µg/ml, todas 

cerca del punto de corte de sensibilidad. Para S. pneumoniae, una 

reducción de células lisadas ≥20% después de la incubación con el 
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punto de corte de sensibilidad de azitromicina, eritromicina y 

doxiciclina, distingue con precisión cepas sensibles de no sensibles. 

Sólo se encontró un falso negativo de resistencia para eritromicina. Los 

valores de sensibilidad y especificidad se encuentran en el rango entre 

91,7% y 100%. 
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4. Discusión 

Tomasz y Waks han publicado previamente que las altas dosis 

de cloranfenicol interfieren con la actividad autolítica de LytA en 

S. pneumoniae (132), pero en nuestro conocimiento, no hay ninguna 

información sobre el descenso del efecto lítico de la lisozima por 

inhibidores de la síntesis de proteínas en E. faecalis. Nuestro trabajo 

respalda que la síntesis de proteínas regula la respuesta autolítica de 

estas bacterias, a corto plazo. No obstante, el potencial uso diagnóstico 

de este efecto nunca se había estudiado y estandarizado para 

discriminar cepas resistentes a distintos tipos de antibióticos 

inhibidores de la síntesis ribosomal de proteínas. La eritromicina y la 

azitromicina son macrólidos, que se unen al dominio V del ARNr 23S 

de la subunidad ribosómica 50S causando la terminación prematura y 

disociación del peptidil-ARNt (532). La doxiciclina se une a la 

subunidad ribosomal 30S, bloqueando la entrada de 

aminoacil-transfer-ARN(t)s (533). De esta manera, diferentes 

mecanismos de inhibición de la síntesis de proteínas, dan lugar a un 

mismo efecto, es decir, a una disminución de la respuesta autolítica a 

la lisozima o al tratamiento TLE. De manera importante, otros 

inhibidores de la síntesis de proteínas pueden causar una respuesta 

similar. De hecho, encontramos que linezolid a 2 µg/ml (punto de 

corte de sensibilidad del CLSI) previene la respuesta lítica en todas las 

cepas de S. pneumoniae (no se muestran los datos). No se observó 

resistencia al antibiótico por parte de las bacterias analizadas. Con 

respecto a E. faecalis, se encontraron 14 aislados extra (14,6% del total 

de las 96 cepas analizadas) donde la lisozima no fue efectiva para 
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inducir lisis. Esto podría ser debido a modificaciones en la pared 

celular; por ejemplo, el incremento de los niveles de peptidoglicano 

O-acetilado (534). La totalidad de estos 14 aislados de E. faecalis son no 

sensibles a eritromicina y doxiciclina. Aunque el número de cepas es 

limitado, la carencia de lisis de la pared celular sugiere no 

susceptibilidad a los antibióticos aquí estudiados, complementando así 

los resultados del ensayo. 

Nuestro estudio es una evidencia de que la respuesta lítica se 

puede emplear para una detección rápida de cepas resistentes a 

antibióticos que actúan sobre el ribosoma. Si la síntesis de proteínas es 

inhibida por el antibiótico, esto ocurre en cepas sensibles, el efecto 

lítico se ve muy disminuido. Sin embargo, si la síntesis de proteínas no 

se inhibe satisfactoriamente, esto es, en cepas resistentes al antibiótico, 

la lisis de la pared celular no se suprime o lo hace en menor medida. 

Las cepas resistentes se determinaron en 1,5-2 h. El análisis se puede 

automatizar usando un microscopio motorizado acoplado a un 

sistema de captura y análisis digital de imagen. Se debe de tener en 

cuenta que la lisozima y los reactivos TLE se optimizaron para nuestro 

ensayo donde se requiere incubar posteriormente con una solución de 

lisis, para conseguir liberar los nucleoides adecuadamente. No está 

claro cómo actuarían los antibióticos inhibidores de la síntesis de 

proteínas bajo otras condiciones de lisis. El proceso no requiere 

conocimiento previo del mecanismo de resistencia, a diferencia de la 

reacción en cadena de la polimerasa y los ensayos basados en 

microarrays. Podría ser de ayuda en infecciones críticas donde la 

determinación rápida de resistencia a antibióticos puede mejorar el 

resultado del paciente, también preservar el uso de antibióticos de 
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última opción, así como optimizar su uso médico y ayudar a prevenir 

la diseminación de resistencias a antibióticos. 

 

  



 

 

 

 

 

 

 



 
 

 

 

 

 

Capítulo VI 
 

Detección rápida y sencilla de 

resistencia a antibióticos 

inhibidores de la síntesis de 

proteínas en patógenos 

Gram-negativos mediante la 

evaluación del alargamiento celular 

inducido por mitomicina C. 
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Resumen: 

El incremento de la resistencia de patógenos Gram-negativos a 

antibióticos que inhiben la síntesis de proteínas es de gran 

preocupación. En situaciones que constituyen una amenaza para la 

vida, una detección temprana de la resistencia a antibióticos puede 

mejorar los resultados del paciente. Se diseñó y evaluó en cepas 

clínicas de Acinetobacter baumannii, Pseudomonas aeruginosa, y las 

enterobacterias, Escherichia coli y Klebsiella pneumoniae, un ensayo 

rápido para la identificación de resistencia antibiótica a gentamicina, 

tobramicina y tigeciclina. Se incubaron cultivos en crecimiento 

exponencial con 0,5 µg/ml de mitomicina C (MMC) durante 2 h 

(10 µg/ml para A. baumannii), que induce un alargamiento 

significativo que se puede visualizar bajo el microscopio. La adición de 

la dosis apropiada del antibiótico 15 min antes de la incorporación de 

la MMC previene el alargamiento cuando la cepa es sensible al 

antibiótico, inhibiendo así la síntesis de proteínas. El alargamiento 

celular no fue impedido en las cepas resistentes al antibiótico, donde 

la síntesis de proteínas no se inhibió satisfactoriamente. En 

comparación con el antibiograma estándar basado en dilución, la 

sensibilidad del ensayo fue del 100% y la especificidad se mantuvo 

dentro del rango entre 96% y 100%. Los resultados se obtuvieron tras 

2 h 45 min, partiendo de cultivos en crecimiento exponencial. El 

método es fácil, fiable y demuestra la idoneidad de la evaluación de 

cambios morfológicos simples, que son dependientes de la síntesis de 

proteínas, para la detección rápida de resistencia antibiótica. 
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1. Introducción 

Los antibióticos que inhiben la síntesis de proteínas ribosomales 

bacterianas se prescriben habitualmente para tratar infecciones por 

patógenos Gram-negativos. En concreto, los aminoglucósidos se han 

utilizado tradicionalmente como agentes antibacterianos contra 

Gram-negativos (535). Las tetraciclinas y la familia de la glicilciclinas 

se administran también de manera habitual en infecciones por 

Gram-negativos, aunque muestran un espectro mucho más amplio que 

los aminoglucósidos (214). Dentro de las bacterias Gram-negativas, 

Acinetobacter baumannii, Pseudomonas aeruginosa, y las Enterobacteriaceae 

Escherichia coli y Klebsiella pneumoniae destacan como microorganismos 

que constituyen una amenaza para la vida. Estos patógenos son 

adquiridos con frecuencia en el hospital, principalmente en las 

unidades de cuidados intensivos, y pueden producir neumonía severa 

asociada a ventilación mecánica, infecciones del torrente sanguíneo 

vinculadas al catéter venoso central e infecciones del tracto urinario 

asociadas a catéter (24).  

Las cepas de estos patógenos Gram-negativos resistentes a la 

mayoría de los antibióticos, incluyendo aminoglucósidos y 

tetraciclinas, están aumentando, incrementando así la alarma a nivel 

mundial (536). Las resistencias a la tigeciclina, relativamente reciente, 

son menos comunes por el momento (537–539). La adquisición de 

resistencia puede ser resultado de modificaciones químicas del 

antibiótico, expulsión de la célula, disminución de la unión debido a 

alteración de la diana o a la protección de los ribosomas (209). En las 

infecciones que significan un serio peligro para la vida, la 
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identificación de bacterias resistentes tan pronto como sea posible, 

puede prevenir fallos en el tratamiento y mejorar significativamente 

los resultados del paciente. En algunos casos, se ha demostrado que, 

después de una optimización cuidadosa, una evaluación de cambios 

morfológicos simples de bacterias es adecuada como un indicador 

rápido de resistencia (540). 

La mitomicina C (MMC) es un agente bifuncional alquilante que 

principalmente induce enlaces cruzados entre las dos cadenas de 

ADN, siendo específico para una guanina en la secuencia 5’-CpG-3’ en 

el surco menor del ADN (541, 542). Este estrés genotóxico desencadena 

una fuerte activación de la respuesta SOS en las bacterias, un 

mecanismo amplio y complejo para abordar el daño en el ADN (543). 

La respuesta SOS depende de la inducción de la expresión de genes 

que están principalmente involucrados en las distintas vías de 

reparación del ADN, tales como, la recombinación homóloga, la 

reparación por escisión de bases y la síntesis traslesión (544). La 

respuesta se desencadena mediante la generación de ADN de cadena 

sencilla, que recluta la proteína RecA. Los nucleofilamentos de RecA 

catalizan la auto-proteólisis del represor LexA, conduciendo a la 

desrepresión de los genes SOS. 

Una de las consecuencias fenotípicas características de la 

respuesta SOS inducida por MMC es el alargamiento celular. La 

proteína inducible por SOS, SulA (o SfiA) inhibe la proteína FtsZ, que 

es necesaria para constituir el anillo Z contráctil en el sitio del futuro 

septo, y la subsiguiente división bacteriana (545–547). La prevención 

de la citocinesis permitiría la reparación del ADN antes de que la célula 

se divida. La respuesta SOS inducida por MMC también puede inhibir 
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la división celular por un mecanismo dependiente de LexA pero 

independiente de SulA, cuando la vía dependiente de Sfi está 

inoperativa (548).  

En general, la respuesta de elongación inducida por MMC 

relacionada con SOS requiere una activación transcripcional a corto 

plazo y la consiguiente traducción ribosomal.  De este modo, la 

inhibición de la síntesis de proteínas prevendría alguno de los 

resultados de la inducción de la respuesta SOS. En este estudio, 

valoramos la capacidad de la evaluación del alargamiento celular 

ligado a la respuesta SOS inducida por MMC, como un indicador 

rápido y simple de sensibilidad o resistencia a antibióticos inhibidores 

de la síntesis de proteínas, gentamicina, tobramicina, y tigeciclina, en 

infecciones por patógenos Gram-negativos altamente relevantes. 

2. Material y métodos 

2.1. Cepas bacterianas y determinación de la 

concentración mínima inhibitoria 

Se recogieron aislados clínicos de E. coli, K. pneumoniae, 

A. baumannii y P. aeruginosa en el Hospital Universitario de A Coruña 

entre los años 2001 y 2015. Se estudiaron en torno a 100 cepas por 

especie para cada uno de los siguientes antibióticos: gentamicina, 

tobramicina y tigeciclina. La tigeciclina no se evaluó en P. aeruginosa 

debido a su resistencia intrínseca. Este antibiótico en E. coli, se estudió 

solo en 22 aislados, ya que no se encontraron cepas resistentes al 

mismo. Las CMIs se determinaron mediante microdilución 

automatizada (MicroScan Walkaway, Siemens) y fueron corroboradas 



241 
 

por Etest (AB Biodisk, Biomerieux) siguiendo las instrucciones del 

fabricante, con la sensibilidad definida por los criterios del (CLSI) 

(478).  

2.2. Inducción de la elongación celular 

Se inocularon 2 ml de medio de cultivo líquido Mueller-Hinton 

con bacterias cultivadas en placas en medio sólido, y se incubaron a 

37 ºC durante 90 min. Luego, se diluyeron a una DO600 de 0,1 en medio 

Mueller-Hinton y se incubaron a 37 ºC en tubos de 200 µl con MMC 

durante 120 min en un volumen final de 30 µl. Para establecer la 

concentración mínima de MMC que posiblemente induce el 

alargamiento celular sin pérdida significativa de células, se incubaron 

dos cepas de cada una de las especies con 11 dosis crecientes en un 

rango de 0 a 200 µg/ml para E. coli, K. pneumoniae y A. baumannii y de 

0 a 50 µg/ml para P. aeruginosa. Para evaluar la longitud celular, se 

utilizó un protocolo descrito previamente. A modo de resumen, 

después de la incubación con MMC, las bacterias se diluyeron a una 

concentración de 1x107 microorganismos/ml en medio líquido 

Mueller-Hinton, se incluyeron en un fino microgel de agarosa sobre un 

portaobjetos, se deshidrataron con concentraciones crecientes de 

etanol, se dejaron secar, se tiñeron con el fluorocromo SYBR Gold, y se 

examinaron bajo microscopía de fluorescencia. El protocolo antes 

mencionado da lugar a imágenes nítidas y sin fondo que genere 

confusión, permitiendo una evaluación fiable de la longitud celular. 
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2.3. Determinación de resistencias mediante la 

elongación celular 

El antibiótico se añadió al cultivo 15 min antes de la 

incorporación del tratamiento de MMC y se mantuvo en incubación 

durante 2 h más. Tras la incubación, las bacterias se procesaron para 

evaluar la longitud celular, como se describió anteriormente. Se 

procesaron siempre de manera simultánea cultivos control: sin 

antibiótico ni MMC, con solo antibiótico y solo con MMC. Los 

controles sin antibiótico ni MMC y con solo antibiótico proporcionaron 

la longitud celular basal de cada cepa específica. El cultivo con MMC 

estableció el tamaño del alargamiento. El cultivo con el antibiótico 

co-incubado con MMC revela si hay o no prevención del alargamiento 

celular inducido por MMC. 

Se estableció empíricamente la relación entre la prevención del 

alargamiento celular inducido por MMC y la concentración de los 

puntos de corte del CLSI de los antibióticos; para ello se procesó un 

subgrupo de cepas comprendiendo un amplio rango de CMIs, 

incluyendo cepas sensibles, intermedias y resistentes, expuestas a 

dosis crecientes del antibiótico. Las concentraciones de los puntos de 

corte del CLSI de tigeciclina no están establecidas para A. baumannii, 

por lo que en clínica se utilizan los mismos puntos de corte que para 

Enterobacteriaceae. Se utilizaron varias cepas con CMIs próximas a los 

puntos de corte de sensibilidad y resistencia. Se determinaron las 

concentraciones de antibióticos que suprimen el alargamiento celular 

inducido por la MMC en las cepas sensibles, pero no en las cepas 

resistentes e intermedias. Se consideró que se suprime el alargamiento 
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inducido por la MMC cuando el tamaño bacteriano no es 

significativamente diferente del control sin tratamiento. 

La concentración de los antibióticos se optimizó de tal manera 

que una cepa clasificada como sensible siguiendo los criterios del CLSI 

debe mostrar abolición del alargamiento celular después de ser 

incubada con la concentración más baja de antibiótico, establecida 

como dosis de corte de sensibilidad cuando se usa el parámetro de 

supresión del alargamiento. Una cepa no-sensible no debería 

manifestar eliminación de la elongación inducida por MMC con 

ninguna de las concentraciones de antibiótico de las dosis de corte 

establecidas. 

Una vez implementadas las concentraciones de los puntos de 

corte para el criterio de supresión de la elongación que correlacionan 

con los puntos de corte de sensibilidad del CLSI para cada antibiótico 

y bacteria, se procesaron a ciegas los aislados clínicos recogidos. Para 

cada uno, se establecieron cuatro cultivos, como se indicó 

anteriormente: (1) un cultivo control sin antibiótico ni MMC, (2) un 

cultivo control con la dosis del antibiótico establecida como punto de 

corte, (3) un cultivo con tan solo MMC, y (4) un cultivo con el 

antibiótico y MMC. 

2.4. Análisis de datos 

 Las imágenes se capturaron con una cámara Apogee KX32 ME, 

y el análisis de imagen fue llevado a cabo utilizando el software Visilog 

5.1 (Noesis, Gifsur Yvette, Francia), midiendo 100 células por ensayo. 

Los datos fueron analizados mediante SPSS Statistics 21 para Windows 
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(IBM). Para la comparación entre grupos se utilizó el test t. La 

significación estadística se definió como p<0,05. 

Las curvas ROC se construyeron con los resultados obtenidos 

durante el ensayo de validación. Los valores del área bajo la curva 

indican la habilidad global de clasificación del test. Los índices de 

validación se estimaron usando el paquete de software Epidat 3.1 

(Consellería de Sanidade, Xunta de Galicia, España y Panamerican 

Health Organization, Washington, DC). 

3. Resultados 

3.1. Elongación bacteriana inducida por MMC 

Se expusieron cultivos en crecimiento exponencial a 

concentraciones crecientes de MMC durante 120 min (figura 29). El 

tamaño de las células bacterianas fue heterogéneo en todas las dosis. 

La medida de la longitud celular en E. coli y K. pneumoniae evidenció 

un aumento progresivo en la longitud media hasta 0,5-1 µg/ml 

seguido de un decrecimiento progresivo. La concentración celular fue 

disminuyendo progresivamente desde 1 µg/ml en ambas especies. De 

esta manera se seleccionó la concentración de 0,5 µg/ml de MMC para 

los siguientes experimentos con antibióticos, ya que es la dosis mínima 

que proporciona el mayor alargamiento, aumentando la longitud 

media respecto al basal entre tres y cuatro veces en ambas especies, 

manteniendo a su vez el número de células. 
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Figura 29. Dosis-respuesta del alargamiento celular inducido por MMC en dos cepas 

de Escherichia coli (primera línea), Klebsiella pneumoniae (segunda línea), Pseudomonas 

aeruginosa (tercera línea) y Acinetobacter baumannii (última línea). Las dosis de MMC se 

expresan en µg/ml (eje horizontal). La longitud celular bacteriana está en µm (eje 

vertical). Los datos se muestran en un diagrama de cajas y bigotes. La línea horizontal 

de la caja corresponde con la mediana, la línea inferior de la caja es el primer cuartil, 

la línea superior de la caja es el tercer cuartil y los bigotes (el final de las líneas 

verticales) son los datos con valores máximos y mínimos. Los puntos fuera de las cajas 

representan los valores atípicos.  

3.2. Determinación de resistencias empleando la 

elongación celular 

La base del proceso para discriminar cepas sensibles de 

no-sensibles se ilustra en la figura 30. Dos cepas de E. coli, una sensible 

a gentamicina (S, CMI: 1 µg/ml) y otra resistente a la misma 

(R, CMI: 32 µg/ml) se incubaron con: 4 µg/ml de gentamicina (punto 

de corte de sensibilidad del CLSI) 135 min, 0,5 mg/l de MMC 120 min, 

y 135 min con gentamicina junto con MMC durante los últimos 120 

min. La gentamicina sola no modificó la longitud celular basal (basal-S: 

1,10±0,25 µm; basal-R: 1,16±0,23 µm; gentamicina-S: 1,12±0,18 µm; 

gentamicina-R: 1,23±0,22 µm; media±ds).  El tratamiento con MMC 

indujo un alargamiento celular significativo (MMC-S: 4,21±1,41 µm; 

MMC-R: 3,98±1,21 µm). La incubación con gentamicina seguida de 

MMC suprimió el alargamiento celular en la cepa sensible 

(gentamicina+MMC-S: 1,13±0,21 µm), pero no previno el alargamiento 

en la cepa resistente (gentamicina+MMC-R: 4,02±1,23 µm). 
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Figura 30. Cepas de E. coli sensible (izquierda, CMI: 1 µg/ml) y resistente (derecha; 

CMI: 32 µg/ml) a gentamicina. (a, b) Control sin antibiótico. (c, d) Incubadas con 

gentamicina 4 µg/ml. (e, f) Tratadas con MMC 0,5 µg/ml. (g, h) Incubadas con 

gentamicina y MMC. La MMC induce alargamiento celular (e, f). La gentamicina 

previene el alargamiento celular inducido por MMC en la cepa sensible (g) pero no en 

la cepa resistente (h).  
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La figura 31 muestra una dosis respuesta de la supresión del 

alargamiento celular inducido por MMC empleando concentraciones 

crecientes de gentamicina, en un rango de 0,25 a 16 µg/ml, en cuatro 

cepas de E. coli con CMIs crecientes (1, 4, 8, y 32 µg/ml). Según los 

criterios del CLSI, la primera cepa es sensible; la segunda está en el 

punto de corte de sensibilidad; la tercera tiene resistencia intermedia; 

y la última se clasifica como resistente. No se apreciaron diferencias en 

la longitud celular entre las distintas concentraciones de gentamicina 

en los cultivos bacterianos que fueron incubados solo con el 

antibiótico. Por ello, para mayor claridad, se muestra el resultado de 

una única dosis de gentamicina. 

En E. coli, tras aplicar una dosis de gentamicina de 0,5XCMI se 

evidenció de manera general una clara supresión parcial del 

alargamiento celular inducido por MMC. Esta supresión fue absoluta, 

es decir, no hubo diferencias estadísticamente significativas con 

respecto a la longitud del control, cuando la concentración de 

gentamicina era similar a la CMI en cepas sensibles y 2XCMI en el resto 

de las cepas. Aparentemente la dosis de gentamicina que puede 

discriminar cepas sensibles de no-sensibles basándose en el criterio de 

prevención del alargamiento celular inducido por MMC podría ser 

similar al punto de corte de sensibilidad indicado por el CLSI, basado 

en el criterio de inhibición del crecimiento celular (4 µg/ml). 

Se incubaron también con las mismas dosis de gentamicina 

cuatro cepas de P. aeruginosa (CMIs: 1, 4, 6, y 256 µg/ml) (figura 31). 

Siguiendo los criterios del CLSI, la primera cepa es sensible; la segunda 

está en el punto de corte de sensibilidad; la tercera es intermedia; y la 

última es resistente. P. aeruginosa mostró una sensibilidad más alta a la 
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gentamicina para la prevención del alargamiento inducido por MMC. 

La supresión total del alargamiento fue conseguida por 

concentraciones del antibiótico cercanas a 0,5XCMI. Las dosis de 

gentamicina empleadas nunca modificaron el alargamiento inducido 

por MMC en la cepa resistente. Utilizando una concentración similar a 

la CMI se podría estar asignando incorrectamente algunas cepas 

no-sensibles como sensibles, atendiendo a los criterios del CLSI. Como 

consecuencia de estos resultados, la concentración del punto de corte 

que diferencia cepas sensibles de no-sensibles por medio del criterio 

de prevención del alargamiento celular inducido por MMC, se 

estimaría en 2 µg/ml, la cual correlacionaría con el punto de corte del 

CLSI de 4 µg/ml basado en la inhibición del crecimiento celular. 

Tras varios ensayos de dosis-respuesta similares a los expuestos, 

se establecieron para el método basado en la supresión del 

alargamiento inducido por MMC, las concentraciones de los puntos de 

corte de gentamicina, tobramicina y tigeciclina, que discriminan cepas 

sensibles de no-sensibles según la guía del CLSI. Estas dosis fueron 

similares o inferiores a los correspondientes puntos de corte de 

sensibilidad de CLSI, excepto para tobramicina en E. coli y 

P. aeruginosa, que requirieron la utilización de una dosis 

correspondiente al doble del punto de corte del CLSI (tabla 3). 
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Figura 31. Medida de la longitud celular (µm) en cepas de E. coli (izquierda) y 

P. aeruginosa (derecha) con diferentes CMIs para gentamicina. La primera fila se 

corresponde con las cepas sensibles (Sa), ambas con CMI 1 µg/ml; la segunda fila 

muestra cepas en el límite de sensibilidad (Sb), ambas con CMI 4 µg/ml; la tercera 

fila se corresponde con cepas intermedias (I), con CMI 8 µg/ml para E. coli y 6 µg/ml 

para P. aeruginosa; y la última fila corresponde a las cepas resistentes (R), con CMI 32 

µg/ml y 256 µg/ml para E. coli y P. aeruginosa, respectivamente. Cada cepa muestra 

la longitud celular (eje vertical) medida en µm, de izquierda a derecha (eje 

horizontal), cultivos control (C), cultivos incubados con gentamicina (G), 0,5 µg/ml 

de MMC, y con dosis crecientes de gentamicina (0,25; 0,5; 1; 2; 4; 8; y 16 µg/ml) junto 

con 0,5 µg/ml de MMC (G+M). Los cultivos incubados con las distintas 

concentraciones de gentamicina sola, no muestran diferencias significativas en la 

longitud celular, así que, con la intención de clarificar, solo se ha incluido una (G).  

Los datos se representan en diagramas de cajas y bigotes. La línea horizontal de la 

caja indica la mediana, la línea más baja de la caja es el primer cuartil, la línea 

superior de la caja es el tercer cuartil, y los bigotes (la terminación de las líneas 

verticales) son los valores máximo y mínimo. Los valores atípicos se representan 

como puntos fuera de la caja. 

3.3. Ensayo de validación 

La tabla 3 resume los resultados obtenidos tras procesar a ciegas 

los aislados clínicos y comparar los datos con los antibiogramas 

estándar. La tigeciclina no se evaluó en P. aeruginosa dado que esta 

especie posee resistencia intrínseca. Debido a la falta de cepas 

resistentes a tigeciclina, sólo se estudiaron 22 aislados en E. coli, donde 

todos fueron correctamente identificados como sensibles. La AUC en 

el análisis ROC mostró una discriminación prácticamente absoluta de 

las cepas no-sensibles utilizando las concentraciones de antibiótico 

identificadas como dosis de corte. La sensibilidad fue del 100% y la 

especificidad entre el 96% y el 100%. Sólo se encontró una cepa falso 

positivo de no-sensibilidad para tobramicina y otra para tigeciclina en 
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K. pneumoniae. P. aeruginosa también reveló un falso positivo para 

gentamicina y tobramicina. En A. baumannii se encontraron dos falsos 

positivos para gentamicina y para tobramicina. Los falsos positivos de 

resistencia no son de por sí muy relevantes y todos poseen CMIs 

próximas a la concentración del punto de corte de sensibilidad. Los 

falsos negativos de resistencia son más peligrosos, pero sólo se detectó 

uno para tigeciclina en A. baumannii, con una CMI de 2 µg/ml, es decir, 

en el punto de corte de Enterobacteraceae. 
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Tabla 3. Estudio de validez analítica para el ensayo de la prevención del alargamiento 

celular inducido por mitomicina C para la detección de resistencia a los antibióticos 

inhibidores de la síntesis de proteínas, en comparación con los antibiogramas estándar 

y los criterios del CLSI, en aislados clínicos de Escherichia coli, Klebsiella pneumoniae, 

Pseudomonas aeruginosa y Acinetobacter baumannii. 

 Antibiótico 

Clasificación 
CLSI 

Dosis   
(µg/ml) 

Sensibilidad 
(%)              

IC 95% 

Especificidad 
(%)                  

IC 95% 

AUC                   
IC 95%; 

p<0,0001 S NS 

E.
 c

o
li 

Gentamicina                    
(n = 98) 

25 73 4 
100                            

(98,0 - 100) 
100                     

(99,3 - 100) 
1                             

(1,00 - 1,00) 

Tobramicina                              
(n = 101) 

67 34 8 
100                           

(98,5 - 100) 
100                     

(99,3 - 100) 
1                              

(1,00 - 1,00) 

Tigeciclina                               
(n = 22) 

22 0 1 - - - 

K
. p

n
eu

m
o

n
ia

e
 Gentamicina                             

(n = 104) 
70 34 4 

100                            
(98,5 - 100) 

100                        
(99,3 - 100) 

1                              
(1,00 - 1,00) 

Tobramicina                           
(n = 100) 

56 44 4 
100                                   

(98,9 - 100) 
98,2                               

(93,9 - 100) 
0,99                           

(0,97 - 1,00) 

Tigeciclina                                  
(n = 101) 

82 19 0,25 
100                                  

(97,4 - 100) 
98,8                              

(95,8 - 100) 
0,99                        

(0,98 - 1,00) 

P
. a

er
u

g
in

o
sa

 

Gentamicina                            
(n = 101) 

72 29 2 
100                            

(98,3 - 100) 
98,6                             

(95,2 - 100) 
0,99                       

(0,98 - 1,00) 

Tobramicina                          
(n = 102) 

76 26 8 
100                          

(98,1 - 100) 
98,7                   

(95,5 - 100) 
0,99                        

(0,98 - 1,00) 

A
. b

a
u

m
a

n
n

ii
 Gentamicina                           

(n = 107) 
44 63 1 

100                                   
(99,2 - 100) 

95,5                              
(88,2 - 100) 

0,98                         
(0,94 - 1,00) 

Tobramicina                          
(n = 115) 

50 65 4 
100                            

(99,2 - 100) 
96                                 

(89,6 - 100) 
0,98                      

(0,95 - 1,00) 

Tigeciclina                              
(n = 107) 

75 32 0,09 
96,9                           

(89,3 - 100) 
100                      

(99,3 - 100) 
0,98                       

(0,94 - 1,00) 
 

4. Discusión 

En un trabajo previo, demostramos que la respuesta lítica 

inducida por una breve incubación con lisozima en Enterococcus faecalis 

o una mezcla de Tritón X-100, lisozima y EDTA en Streptococcus 
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pneumoniae estaba regulada por la síntesis de proteínas (549). Cuando 

las bacterias se incuban previamente con un antibiótico inhibidor de la 

síntesis de proteínas, la respuesta lítica se suprime en gran medida en 

las cepas sensibles, donde se ha inhibido la síntesis de proteínas en los 

ribosomas. Sin embargo, la respuesta lítica se anuló en menor medida 

en las cepas resistentes, donde no ha sido efectiva la inhibición de la 

síntesis de proteínas por el antibiótico. Se demostró que es un test 

eficiente para la detección rápida de resistencia a antibióticos que 

inhiben las síntesis de proteínas en ambos patógenos Gram-positivos. 

En el presente estudio, se pretende establecer un método rápido 

para la determinación de resistencia a antibióticos que inhiben la 

síntesis de proteínas en patógenos Gram-negativos de relevancia 

clínica como E. coli, K. pneumoniae, P. aeruginosa y A. baumannii. La 

estrategia consistió en identificar una respuesta bacteriana que sea fácil 

de reconocer, influenciada por la síntesis de proteínas a corto plazo. De 

forma clásica, tras un tratamiento con MMC se observa alargamiento 

celular (550), consecuencia de la inducción de la respuesta SOS. De 

hecho, dada su eficacia, la MMC se utiliza habitualmente como control 

positivo en experimentos relacionados con respuesta SOS, incluyendo 

el efecto de alargamiento celular (551, 552). 

En el caso específico de A. baumannii, aunque la proteína 

represora Lex A parece estar ausente, se induce una respuesta tipo SOS 

dependiente de recA como consecuencia del daño en el ADN (553). 

Quizá esta peculiaridad esté en parte relacionada con la necesidad de 

incubar A. baumannii con concentraciones de MMC más altas que las 

otras especies para lograr un alargamiento significativo. 

Curiosamente, un estudio reciente sugiere que el tratamiento con 
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MMC daría lugar a una gran masa de nucleoide sin segregar localizada 

en el centro de la célula, la cual podría bloquear la construcción del 

anillo Z en E. coli, y que este resultado podría ser independiente de la 

respuesta SOS (554). Aun así, este efecto se describió tras una 

concentración de 2 µg/ml de MMC, superior a los 0,5 µg/ml 

empleados en nuestro estudio. 

En este trabajo demostramos que el efecto de elongación celular, 

una consecuencia del alargamiento bacteriano inducido por MMC, es 

dependiente de la síntesis de proteínas. La incubación con dosis de 

MMC demasiado altas evita el crecimiento celular en comparación con 

un cultivo sin este agente. Además, estas células que están expuestas a 

una concentración excesiva de MMC no pueden alargarse; así que, se 

debe establecer la dosis óptima de MMC que da lugar a un 

alargamiento celular significativo pero que también mantenga un 

número adecuado de células. Por consiguiente, se optimizó, para cada 

antibiótico inhibidor de la síntesis de proteínas, en cada especie 

bacteriana, un ensayo de supresión del alargamiento celular inducido 

por MMC. La inhibición efectiva de la síntesis de proteínas por el 

antibiótico previene la elongación celular inducida por MMC en las 

cepas sensibles. Dicho de otro modo, el antibiótico no suprime el 

alargamiento provocado por la MMC en las cepas resistentes, en las 

que la que la síntesis de proteínas no resulta inhibida por al antibiótico. 

Este estudio evidencia que la ausencia de prevención de la elongación 

celular inducida por MMC, permite una rápida identificación de cepas 

que son resistentes a los antibióticos inhibidores de la síntesis de 

proteínas en patógenos Gram-negativos.  
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La MMC es un agente muy útil para desencadenar la respuesta 

SOS, y no encontramos ningún aislado clínico que no se alargue tras el 

tratamiento con MMC. Es posible que ciertas cepas mutantes en la 

respuesta SOS inducida por MMC, impedida en distintos niveles de la 

misma, no puedan ser evaluadas utilizando este protocolo. Pese a ello, 

el objetivo principal del test es aplicarlo a cepas clínicas, y hasta donde 

sabemos, estos mutantes aparecen principalmente en cepas de 

laboratorio. Los mutantes espontáneos con una respuesta SOS de 

protección contra el estrés abolida, serían menos viables en un entorno 

natural cambiante y su virulencia podría verse afectada (543, 544). No 

es previsible una resistencia natural a la MMC, pero en tal caso, 

podrían evaluarse inductores de la respuesta SOS alternativos. 

El ensayo se validó para los antibióticos inhibidores de la síntesis 

de proteínas que se emplean de manera más frecuente para estas cepas 

Gram-negativas en nuestra área. Aunque todos los antibióticos 

ensayados en este estudio actúan sobre la subunidad ribosomal 

pequeña 30S, existen algunas diferencias. Gentamicina y trobamicina 

son aminoglucósidos, que se unen principalmente a nucleótidos 

específicos en la hélice H-44 o sitio A del ARNr 16S de la subunidad 

ribosomal pequeña 30S (555). Esta unión secuencia-específica causa un 

error de lectura de los codones del ARNm por parte del ARNt, así 

como una inhibición de la traslocación del peptidil-ARNt del sitio A al 

sitio P (556).  

Los aminoglucósidos también pueden interactuar con la hélice 

69 en el ARNr 23S de la subunidad ribosómica grande 50S, impidiendo 

la disociación y la nueva unión de las subunidades ribosómicas (557). 

Pueden existir particularidades dependiendo del tipo de 
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aminoglucósido, ya que su afinidad está relacionada con el número de 

puentes de hidrógeno que establecen con el ARN diana (558). La 

tigeciclina es una glicilciclina que también se une al ARNr 16S de la 

subunidad 30S de los ribosomas, pero bloquea la entrada del 

aminoacil-ARNt, deteniendo la elongación de la cadena peptídica 

(559). En general, independientemente del proceso, la síntesis de 

proteínas ribosómicas se ve comprometida por los diferentes 

antibióticos, lo que influye en la respuesta SOS y en el consiguiente 

alargamiento celular. 

Este ensayo es bastante simple y fiable, obteniéndose los 

resultados en 2 h y 45 min cuando trabajamos con cultivos en 

crecimiento exponencial. Si no está en fase exponencial, el aislado se 

debe cultivar en medio líquido Mueller-Hinton durante 90 min. Este 

ensayo es exclusivamente morfo-funcional, por lo que no requiere el 

conocimiento previo del mecanismo, los genes, las mutaciones o las 

proteínas responsables de la resistencia, al contrario que en el caso del 

uso de la PCR, microarrays, o procesos basados en espectrometría de 

masas. El test rápido proporciona, con celeridad, información 

relevante sobre la sensibilidad o no al antibiótico. Este es la 

información práctica que los clínicos necesitan para prescribir, o no, o 

cambiar, o no, el antibiótico. Los niveles intermedios de resistencia se 

considerarían dentro de la categoría de no-sensibles, siendo más 

recomendable utilizar otros antibióticos, si es posible. 

El ensayo se podría extender y optimizar a otros 

microorganismos con la capacidad de cambiar su morfología como 

resultado de la inducción de la respuesta SOS o similar a la misma. 

Además, la monitorización de la morfología celular puede ser 
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fácilmente automatizable ya que las medidas de longitud forman parte 

de muchas rutinas básicas de análisis de imagen o incluso mediante 

citometría de flujo o microfluídica, reduciendo el tiempo de trabajo. No 

es estrictamente necesario disponer de un software para medir la 

longitud celular. Bajo las condiciones técnicas óptimas previamente 

establecidas, los cambios en la longitud celular son muy llamativos y 

una inspección visual rápida y simple del portaobjetos, permite 

establecer claramente si hay o no una variación respecto a los controles. 

El análisis de imagen solo ayudaría a cuantificar la longitud con 

exactitud. Aunque la prueba se podría realizar en muestras biológicas 

directas incubando con un rango de dosis de los diferentes antibióticos, 

un ensayo riguroso requiere que los patógenos se aíslen e identifiquen 

primero. Esto es debido a que la dosis del punto de corte óptima puede 

ser distinta para las diferentes especies y antibióticos, de modo similar 

a lo que ocurre en los antibiogramas estándar. Además, el 

procesamiento simultáneo de cepas control de referencia, susceptibles 

y resistentes, de la correspondiente especie bacteriana, conjuntamente 

con la muestra clínica, mejora la confianza del ensayo. 

El ensayo de prevención de la elongación inducida por MMC 

tiene un potencial valor clínico, ya que la identificación rápida de cepas 

resistentes puede evitar fallos en los tratamientos y disminuir los 

costes de la atención sanitaria. Además, el ensayo del presente trabajo 

puede ayudar a prevenir la diseminación de patógenos resistentes 

peligrosos por mal uso de los antibióticos y contribuir a preservar los 

medicamentos antibacterianos de última opción.  
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De los resultados obtenidos en los diferentes trabajos que componen 

esta tesis, podemos obtener las siguientes conclusiones: 

Detección rápida de sensibilidad/resistencia a quinolonas, 

antibióticos que inducen roturas en el ADN, en bacterias 

Gram-negativas. 

1. Tras la incubación con la quinolona, las bacterias incluidas en 

un microgel sobre un portaobjetos son lisadas, liberando el 

nucleoide, el cual se visualiza con microscopía de fluorescencia. 

Cada bacteria individual de las cepas sensibles muestra un halo 

de difusión de fragmentos del nucleoide, mientras que este se 

mantiene intacto en las bacterias de cepas resistentes. Este 

ensayo de integridad del ADN (fragmentación o no del 

nucleoide) alcanza prácticamente el 100% de sensibilidad y 

especificidad, en 40 minutos. 

 

Detección rápida de sensibilidad/resistencia a antibióticos que 

inhiben la síntesis del peptidoglicano. 

2. Se puso a punto una modificación del ensayo de difusión del 

nucleoide descrito previamente, empleando una solución de 

lisis adaptada, que solo es efectiva si la pared bacteriana ha sido 

afectada por el antibiótico. Las bacterias de las cepas sensibles, 

con paredes debilitadas, serán afectadas por la solución de lisis 

y liberarán su nucleoide. En las cepas resistentes, las paredes se 

encontrarán inalteradas y las células no se lisarán; mantendrán 

su morfología. Se corresponde a un ensayo de integridad de la 

pared (liberación o no del nucleoide). 
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Diferenciación rápida de cepas sensibles y resistentes en 

A. baumannii a ciprofloxacino (fluoroquinolona) y a meropenem 

(β-lactámico carbapenémico). 

3. El ensayo de integridad del ADN y el de integridad de la pared 

permiten la detección de cepas resistentes a ciprofloxacino y a 

meropenem respectivamente, con una sensibilidad y 

especificidad total o casi total, en 3 horas y 20 minutos. 

Determinación rápida de resistencia a colistina en A. baumannii. 

4. La colistina es un antibiótico de última opción que actúa sobre 

la membrana plasmática. A pesar de que sus dianas no son ni 

el ADN ni la pared, estos se dañan secundariamente, en una 

fracción de la población bacteriana.    

 

5. Tras incubar con 0,5 µg/ml de colistina, en el ensayo de 

integridad del ADN, un valor igual o inferior al 8,5% de células 

con el ADN fragmentado, identifica cepas resistentes con una 

sensibilidad del 100% y una especificidad del 90%. En el ensayo 

de integridad de la pared, un valor igual o inferior al 11% de 

células que liberan el nucleoide identifica cepas resistentes con 

una sensibilidad del 100% y una especificidad del 96%. Los 

resultados de ambos ensayos se obtienen en 3 horas y 

30 minutos. 
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Detección rápida de resistencia a ceftazidima (β-lactámico 

cefalosporina) en A. baumannii, K. pneumoniae y P. aeruginosa. 

6. La ceftazidima induce un aumento de la longitud celular en las 

cepas sensibles, lo cual no ocurre en las resistentes. La dosis de 

corte empleada para discriminar cepas sensibles, intermedias y 

resistentes, es inferior al punto de corte del CLSI, dado que la 

elongación es significativa a concentraciones del antibiótico 

subinhibitorias de proliferación. Dicha dosis es específica de 

cada patógeno. 

 

7. La simple evaluación del parámetro morfológico -elongación 

celular- permite la determinación de resistencia a ceftazidima, 

en 1h 15 min, con sensibilidad 82,3%-100% y especificidad 

97,2%-100%, dependiendo de la especie estudiada. 

 

Evaluación rápida de la resistencia a antibióticos inhibidores de la 

síntesis de proteínas en bacterias Gram-positivas (E. faecalis y 

S. pneumoniae). 

8. La incubación de E. faecalis con 1 mg/ml de lisozima, 10 

minutos a 37 ºC, y de S. pneumoniae con 0,05% de Tritón-X-100, 

2 mg/ml de lisozima y 25 mM de EDTA (TLE), 5 minutos a 

37 ºC, seguido de la inclusión en microgel e incubación con una 

solución de lisis desencadena una respuesta lítica en una 

fracción celular identificable mediante dispersión local de 

ADN. Dicha autolisis es una respuesta inmediata dependiente 

de la síntesis de proteínas, puesto que puede ser prevenida por 
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la acción de un antibiótico inhibidor de la síntesis proteica, 

reduciendo significativamente la proporción de células lisadas. 

En las cepas resistentes, la síntesis proteica no resulta afectada 

por lo que no se previene la respuesta lítica y la fracción de 

células lisadas apenas se modifica con respecto al control sin 

antibiótico.  

 

9. La incubación, previa al tratamiento de inducción lítica, de 

E. faecalis durante 75 min con 0,5 µg/ml de eritromicina o 

4 µg/ml de doxiciclina, permite discriminar cepas sensibles de 

resistentes, cuando la reducción del porcentaje de células 

lisadas es igual o superior al 35,6% para eritromicina y 40,4% 

para doxiciclina, con una sensibilidad del 98,3% y 93,9% y una 

especificidad de 92% y 95,9% respectivamente. 

 

10. La incubación, previa al tratamiento de inducción de lisis, en 

S. pneumoniae durante 60 min con 0,5 µg/ml de azitromicina, 

0,25 µg/ml de eritromicina o 0,25 µg/ml de doxiciclina, 

permite discriminar cepas sensibles de las resistentes, cuando 

la reducción del porcentaje de células lisadas es igual o superior 

al 20%, con una sensibilidad del 100%, 94,7% y 100% y una 

especificidad de 100%, 93,8% y 91,7% respectivamente. 

 

11. La reducción de la respuesta lítica permite discriminar cepas 

sensibles y resistentes a antibióticos inhibidores de la síntesis 

de proteínas, en E. faecalis y S. pneumoniae en 1,5-2 horas. 
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Evaluación rápida de la resistencia a antibióticos inhibidores de la 

síntesis de proteínas en bacterias Gram-negativas (E. coli, 

K. pneumoniae, P. aeruginosa y A. baumannii). 

12. La incubación con MMC durante 120 minutos, provoca un 

alargamiento celular dosis- y especie-dependientes, en relación 

con la respuesta SOS tras el daño del ADN, en cepas de E. coli, 

K. pneumoniae, P. aeruginosa y A. baumannii. Este efecto de 

elongación es dependiente de la síntesis de proteínas, ya que 

puede ser prevenido por la acción de un antibiótico inhibidor 

de la síntesis proteica. En las cepas resistentes, la no afectación 

de la síntesis de proteínas hace que apenas se pueda impedir el 

alargamiento inducido por la MMC. 

 

13. La incubación previa a MMC, con 4 µg/ml de gentamicina u 

8 µg/ml de tobramicina, permiten la identificación de cepas de 

E. coli resistentes a ambos antibióticos con una sensibilidad y 

especificidad del 100%. 

 

14. La incubación con 4 µg/ml de gentamicina o tobramicina, o con 

0,25 µg/ml de tigeciclina, previamente a MMC, posibilita la 

discriminación de cepas resistentes a estos antibióticos en 

K. pneumoniae, con una sensibilidad del 100% y una 

especificidad del 100%, 98,2% y 98,8%, respectivamente. 

 

15. La incubación de cepas de P. aeruginosa con 2 µg/ml de 

gentamicina u 8 µg/ml de tobramicina, previa a MMC, permite 

identificar cepas resistentes a ambos antibióticos con una 



266 

 

sensibilidad del 100% y una especificidad del 98,6% y 98,7%, 

respectivamente. 

 

16. El tratamiento previo a la incubación con MMC, con 1 µg/ml 

de gentamicina, 4 µg/ml de tobramicina o 0,09 µg/ml de 

tigeciclina, en A. baumannii, permite discernir cepas resistentes 

con una sensibilidad del 100% para gentamicina y tobramicina 

y del 96,9% en tigeciclina; y una especificidad de 95,5%, 96% y 

100%, respectivamente. 

 

17. El ensayo de prevención del alargamiento celular inducido por 

MMC permite obtener resultados en 2 horas y 45 minutos. 
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