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Resumen 

Las biopelículas son una forma de vida bacteriana, estas se encuentran presentes en la mayoría de los 

medios. Esta forma de vida se caracteriza por la adhesión de las bacterias a una superficie, la síntesis de 

Sustancias Poliméricas Extracelulares y la formación de microambientes los que les otorgan propiedades 

emergentes como la resistencia a antibióticos. Las biopelículas están presentes en el 40% de las 

infecciones en humanos lo que las hace de gran importancia clínica, sin embargo, los esquemas de 

antibiótico no las eliminan debido a que estas incrementan la resistencia a los antibióticos 

marcadamente. En este estudio determinamos el efecto de dos concentraciones subinhibitorias de 

Ciprofloxacino sobre la estructura de las biopelículas de 72 horas de Pseudomonas fluorescens. 

Encontramos que la exposición de las biopelículas a concentraciones subinhibitorias induce la dispersión 

de estas, esta depende de la concentración de antibiótico, adicionalmente encontramos que en 

concentraciones altas la dispersión depende de tamaño de la biopelícula, mientras que en 

concentraciones bajas la dispersión es homogénea. Consideramos que esto es un punto de partida para 

el estudio de la dispersión inducida por concentraciones subinhibitorias de antibióticos.   

                  

                   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                    

Marco teórico 

Biopelículas  

Las biopelículas representan una problemática mundial debido a que se encuentran en el 60 % de todas 

las infecciones en humanos (Keren, Kaldalu, Spoering, Wang, & Lewis, 2004). Un ejemplo es el de 

biopelículas formadas por Streptococcus mutans y Lactobacillus spp.  que están presentes en infecciones 

como caries, gingivitis y periodontitis (Lasa, Pozo, & De, 2016). Otro ejemplo de estas ocurre en los 

implantes médicos como; válvulas cardiacas, catéteres de línea central, intravenosos y urinarios donde 

se involucran bacterias como: Staphylococcus epidermidis, Candida albicans y Staphylococcus aureus 

(Teresa Herrera Mendoza Bac Esp & Revisión, 2004). 

 Las biopelículas se encuentran de manera común. Son un modo de crecimiento bacteriano presente en 

la mayoría de las especies de bacterias. Este crecimiento consiste en adherirse a una superficie creando 

una interface líquido-sólido, gas-líquido o sólido-gas (Stewart & William Costerton, 2001a), también se 

encuentran embebidas en una matriz de Sustancias Poliméricas Extracelulares (SPE) que usualmente 

contiene polisacáridos extracelulares, lípidos y ácidos nucleicos(Claessen, Rozen, Kuipers, Sogaard-

Andersen, & van Wezel, 2014). 

El desarrollo de las biopelículas consta de tres procesos. El primer proceso es; la adherencia de bacterias 

que inician división celular extendiéndose sobre una superficie y secreta SPE para formar una matriz que 

las rodee dando una forma similar a cuerpos fructíferos, el segundo proceso es; la maduración de la 

biopelícula, donde crecerá hasta su tamaño óptimo dependiendo de los recursos o el estrés que 

condicione el medio y finalmente, la liberación o dispersión de la colonia generando el tercer proceso en 

donde será posible llegar a otras superficies para colonizar (Figura 1)  (Donlan, 2001; Teresa Herrera 

Mendoza Bac Esp & Revisión, 2004). 

El ambiente juega un papel importante en la formación de las biopelículas. Uno de los factores 

principales es estrés generado por el medio como; falta (Claessen et al., 2014; Costerton, 1999) o exceso 

de nutrientes (Delaquis, Caldwell, Lawrence, & McCurdy, 1989), cambios en la temperatura (Rachid, 

Ohlsen, Witte, Hacker, & Ziebuhr, 2000) , el estrés oxidativo (Baker et al., 2010), daño en el ADN (Kuchma 

et al., 2007), y la presencia de antibióticos (Kaplan et al., 2012; Williams, Venables, Lloyd, Paul, & 

Critchley, 1997).  
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Estructura de las biopelículas 

La resistencia a la depredación, a la deshidratación, y a los antibióticos se debe a la interacción de los 

componentes de la biopelícula, es decir a su estructura (Schmitt, Nivens, White, & Flemming, 1995). Esto 

se debe a los microambientes que esta genera dentro de las biopelículas, los que crean gradientes de 

disponibilidad de nutrientes y oxígeno, lo que lleva a cambios fisiológicos en la biopelícula (Drenkard, 

2003). 

La estructura de las biopelículas es el arreglo y las relaciones entre los componentes de la biopelícula. 

Los componentes de las biopelículas se pueden dividir en bióticos y abióticos, es decir, las bacterias que 

habitan en la biopelícula y los elementos abióticos que conforman la matriz, como, las SPE. Cada uno de 

estos componentes permite cualificar o cuantificar la estructura de las biopelículas. 

La estructura de las biopelículas se determina de acuerdo a diferentes parámetros. Los parámetros más 

comúnmente utilizados para describir las biopelículas son; la diversidad de especies, la composición de 

la biopelícula, la cobertura y la densidad de micro colonias. Por lo tanto, la estructura de las biopelículas 

se considera como la relación entre estos parámetros.  

La cualificación de los parámetros de una biopelícula se puede realizar por múltiples metodologías. La 

selección de la metodología utilizada depende del objetivo de la investigación, dentro de los métodos 

más comunes se encuentran; microscopía confocal láser para la estructura tridimensional de las 

biopelículas (Adams & McLean, 1999), microelectrodos para el estudio de sus microambientes (Yang & 

Lewandowski, 1995), inmunofluorescencia para el estudio de la expresión genética (Buswell, C.M., 

   Figura 1. Formación y desarrollo de una biopelícula de Pseudomonas sp. 

 

En la imagen se muestran los tres procesos que se llevan a cabo para la formación de una biopelícula. 

Estos son: Adhesión y desarrollo, maduración y dispersión de las biopelículas. 

 



Herlihy, Y.M., Lawrence, L.M., Mcguiggan, J.T., Marsh, P.D., Keevil, C.W., Leach, 1998), y tinciones para 

conocer la cobertura y densidad de las biopelículas (Merritt & Qi, 2012) . 

 

Modelos para el estudio de las biopelículas  

Las biopelículas son sistemas complejos por lo que se emplean modelos que facilitan su estudio. Estos 

modelos utilizan bacterias que destacan por su continua aparición en ámbitos infecciosos u otros 

procesos de interés humano como facilidad de cultivo o características específicas de las bacterias. A 

continuación, describimos los modelos más comunes para el estudio de las biopelículas de bacterias 

Gram negativas y Gram positivas en los diferentes campos posibles. 

Tabla 1. Modelos de bacterias para el estudio de biopelículas.  

Modelo (Bacteria) Propósito de estudio  

Bacillus subtilis Regulación genética de la formación de biopelículas (Kearns, Chu, 

Branda, Kolter, & Losick, 2005) 

 Análisis de las proteínas que componen la matriz de las biopelículas 

(Branda, Chu, Kearns, Losick, & Kolter, 2006).  

Escherichia coli Determinar la función de los exopolisacaridos en la formación de 

biopelículas (Danese, Pratt, Dove, & Kolter, 2000)  

 

Estudiar el efecto de la 7-hidroxindol y la Isatina sobre biopelículas (Lee, 

Bansal, Jayaraman, Bentley, & Wood, 2007)  

 

Determinar la importancia de las adhesinas sobre la formación de 

biopelículas (Keren et al., 2004)  

 

Analizar el papel de los flagelos, pillis, y ácido colanico sobre la formación 

de biopelículas (Prigent-Combaret et al., 2000) 

  

Determinar el efecto de la movilidad sobre la estructura de las 

biopelículas(Wood, González, Herzberg, & Lee, 2006) 

  

Analizar el papel la comunicación intercelular en las biopelículas (Danese 

et al., 2000) 
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Inactivar fotodinámicamente biopelículas usando verde de malaquita y 

fenotiazina (Hernández-Gómez et al., 2013)   

Haemophilus influenzae  Estudiar la formación de biopelículas de H. influenzae en epitelio de vías 

respiratorias de forma in vivo e in vitro (Starner, Zhang, Kim, Apicella, & 

McCray, 2006) 

 

 Comparar las CMI´s de estado planctónico y Biopelículas de ocho 

antibióticos de manera in vitro (Slinger et al., 2006) 

Klebsiella pneumoniae  Estudiar el efecto de la penetración de antibióticos sobre la resistencia a 

ampicilina y ciprofloxacino (Anderl, Franklin, & Stewart, 2000)  

 

Determinar el efecto del quorum sensing sobre la formación de 

biopelículas (Balestrino, Haagensen, Rich, & Forestier, 2005) 

  

Identificar los genes que regulan la formación de biopelículas (Boddicker, 

Anderson, Jagnow, & Clegg, 2006)  

 

Determinar el efecto de la ampicilina y el ciprofloxacino sobre la 

estructura celular de las bacterias en la biopelícula (Zahller, Zahller, 

Stewart, & Stewart, 2002) 

  

Analizar el efecto de una infección por bacteriófagos líticos sobre la 

resistencia a antibióticos de las biopelículas (Verma, Harjai, & Chhibber, 

2010)  

Pseudomonas spp.  Determinar la relación entre la variación fenotípica y la resistencia a 

antibióticos en biopelículas (Drenkard & Ausubel, 2002) 

 

 Determinar la relación entre la exposición a macrólidos y la actividad 

enzimática en biopelículas (Mitsuya, Kawai, & Kobayashi, 2000)  

 

Analizar las vías genéticas que inician la formación de biopelículas (Toole 

& Kolter, 1998)  

 

 Estudiar la plasticidad fenotípica durante el desarrollo de biopelículas 

(Sauer, Camper, Ehrlich, Costerton, & Davies, 2002) 



 

 Determinar el efecto de los surfactantes sobre la estructura de 

biopelículas(Davey, Caiazza, & Toole, 2003) 

  

 Determinar la resistencia a la tobramicina de biopelículas formadas 

sobre catéteres (Nickel, Ruseska, Wright, & Costerton, 1985)  

Vibrio cholerae Determinar las condiciones ambientales que regulan la formación de 

biopelículas (Kierek, Kierek, Watnick, & Watnick, 2003) 

 

Determinar el efecto de osmoreguladores sobre la formación de 

biopelículas (Karatan, Duncan, & Watnick, 2005)  

 

Estudiar los genes involucrados en la resistencia al cloro de las 

biopelículas (Choolnik, 1999)  

 

Efecto de la movilidad por flagelos sobre la morfología de las biopelículas 

(Watnick, Lauriano, Klose, Croal, & Kolter, 2001) 

  

Determinar el efecto de las biopelículas sobre la resistencia a la 

depredación (Matz et al., 2005)  

 

La interacción entre las biopelículas y los antibióticos ha sido objeto de múltiples estudios. Estos se 

enfocan en estudiar el efecto de los antibióticos sobre las biopelículas basándose en los cambios que 

presenten su estructura, expresión genética y composición en condiciones ambientales. Al ser nuestro 

objetivo el análisis de la estructura se van a analizar la cobertura y la densidad de las biopelículas. 

 

Antibióticos  

La palabra antibiótico proviene del latín antibiosis. El primer concepto surgió en 1889 por Paul Vuillemin 

y decía que era la creatura que destruye la vida de otro para sustituirlo por la propia. Sin embargo, en 

1947 se retoma este concepto por Waksman y lo describe como la acción de agentes químicos que son 

producidos por  microrganismos, con la finalidad de acabar con la vida (Waksman, 1947). 

Los antibióticos son fundamentales para el tratamiento y erradicación de enfermedades infecciosas 

generadas por microorganismos.  Sin embargo, hay varias formas de clasificarlos una de ellas es por; 

bactericidas y bacteriostáticos. Los antibióticos bactericidas son aquellos que matan las bacterias con 
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una probabilidad de ≥99.9 % y los antibióticos bacteriostáticos inhiben el crecimiento de la comunidad 

bacteriana, pero no la mata lo que permite la continuación de la infección al término del tratamiento 

con antibiótico. Este efecto va a depender de la especie de bacteria en cuestión, el mecanismo de acción 

del antibiótico y la concentración del antibiótico. (Kohanski, Dwyer, Hayete, Lawrence, & Collins, 2007; 

Linares, Gustafsson, Baquero, & Martinez, 2006) 

Otra de las clasificaciones es de acuerdo a su estructura molecular. El mecanismo de acción de los 

antibióticos se debe a su estructura, por lo que los antibióticos del mismo tipo tienen mecanismos de 

acción en común. En la tabla 2 mostramos la clasificación de los antibióticos, su mecanismo de acción, 

su estructura química básica, si son bactericidas o bacteriostáticos, y algunos ejemplos de cada 

antibiótico.  
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Tabla 2. Principales tipos de antibiótico y sus descripciones.    

Tipo de 

Antibiótico  

Mecanismo de acción Estructura química  Bacteriostático o 

bactericida 

Ejemplos Referencias  

Betalactámicos  

 

Inhiben la síntesis de la 

pared celular 

Anillo betalactámico Bactericidas  Penicilina, cefalosporinas, 

carbapenemas, 

monobactámicos y ácido 

clavulánico 

(Marín & Gudiol, 

2003; Suárez & 

Gudiol, 2009)  

Glicopéptidos  Actúan sobre la pared 

bacteriana 

Azúcares ligadas a 

aminoácidos  

Bactericidas de 

espectro reducido  

Vancomicina, teicoplanina (Tenover, Biddle, 

& Lancaster, 

2001) 

Aminoglucósidos  Bloqueo de la síntesis 

proteica al unirse a la 

unidad 30 s del 

ribosoma 

Tienen azúcar con 

grupo amino NH2 

Bactericida de 

acción rápida 

Streptomicina, neomicina, 

gentamicina y kanamicina 

(Marie-Paule, 

Glupczynski, & 

Tulkens, 1999) 

Macrolidos  Bloqueo de la síntesis 

proteica al unirse a la 

unidad 50 s del ARN 

ribosómico 

Anillo macro cíclico 

de lactona con 14 a 

16 miembros  

Bacteriostáticos  Eritromicina, claritromicina y 

azitromicina 

(Roberts et al., 

1999) 

Quinolonas  

 

Inhiben síntesis de 

ADN 

Grupo fluoruro en el 

anillo central  

Bactericidas  Ciprofloxacino, levofloxacino, 

ofloxacino. 

(Park, Kim, & Bark, 

2002) 

Tetraciclinas 

 

Inhiben síntesis 

proteica en subunidad 

30s en el ribosoma 

Anillo de naftaleno  Bacteriostático  Clortetraciclina y 

demetilclortetraciclina. 

 

(Ian & Marilyn, 

2001) 
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Resistencia bacteriana a los antibióticos 

La resistencia bacteriana a los antibióticos es un problema de interés mundial debido a que el 40 % de 

todos los pacientes hospitalizados requieren de tratamientos con algún tipo de antibiótico, (Cordiés 

Jackson L., Machado Reyes Looney A. & Cordiés, 2009) sin embargo, la problemática es una reacción en 

cadena donde las infecciones no son erradicadas, los pacientes permanecen por más tiempo 

hospitalizados, consumiendo más de los recursos estimados y a su vez se elevan los costos en sector 

salud (Hernández-Gómez et al., 2013). Por lo anterior el estudio de la resistencia a antibióticos es crítico 

para superar este problema. 

Las bacterias tienen diferentes mecanismos de resistencia a los antibióticos. Algunas bacterias presentan 

más de un mecanismo (Nikaido, 1998). Algunos de estos mecanismos como las biopelículas pueden 

incrementar la resistencia de las bacterias a los antibióticos hasta 8 veces (Davies, 2003). Los mecanismos 

mejor descritos son; modificación enzimática del antibiótico, bombas efectoras de múltiples antibióticos, 

cambios en la permeabilidad, alteraciones en el blanco del antibiótico, y cambio del estado fisiológico 

bacteriano.  

La modificación enzimática del antibiótico por acción bacteriana consiste en la producción de enzimas 

que modifican la estructura química del antibiótico eliminando su función (G. Becerra, Plascencia, 

Luévanos, Domínguez, & Hernández, 2009). Un ejemplo común es la producción de betalactamasas que 

modifican el anillo lactámico de las penicilinas (Anderl et al., 2000). Este mecanismo también se ha 

encontrado en las enterobacterias Haemophilus influenzae y Neisseria gonorrhoeae las que producen 

betalactamasas del grupo III modificando la penicilina y la cefalosporina. Este puede encontrarse en 

conjunto con alteraciones del blanco del antibiótico y bombas efectoras de múltiples antibióticos 

(Vicente & Pérez-Trallero, 2010). Es posible contrarrestar este mecanismo con inhibidores de las enzimas 

degradadoras de antibiótico como el ácido clavulánico y el sulbactam en el caso de las betalactamasas 

(Cordiés Jackson L., Machado Reyes Looney A. & Cordiés, 2009).  

Las bombas efectoras de múltiples antibióticos son proteínas transmembranales que transportan el 

antibiótico al exterior de la célula. Estas se encuentran en una gran cantidad de bacterias, por ejemplo, 

en E. coli donde proveen resistencia contra la tetraciclina (Vicente & Pérez-Trallero, 2010). También se 

observan en bacterias como Streptococus pneumoniae y Bacteroides fragilisen con antibióticos como las 

Fluoroquinolonas (Nikaido, 1998). 

Cambios en la permeabilidad de la membrana externa es un mecanismo de resistencia natural de manera 

usual y ocurre cuando el antibiótico no puede penetrar la superficie bacteriana para alcanzar el núcleo 

celular (Vila, Martí, & Sánchez-Céspedes, 2007). Algunos ejemplos de este tipo de resistencia son las 

porinas existentes en E. coli y otras bacterias entéricas que impide el paso a antibióticos hidrófilos con 

un peso molecular de hasta 650 daltons (Bentley & Klebba, 1988; Holm, Björkstén, Gothefors, & Sande, 

1980), la resistencia de los bacilos Gram negativos a la eritromicina, la clindamicina y la vancomicina, 

finalmente, la resistencia de los Estreptococos y P. aeruginosa a los aminoglucósidos.  



Alteraciones del blanco del antibiótico son modificaciones en la estructura o en el proceso metabólico 

de la bacteria. Por ejemplo, una mutación de la girasa de ADN, puede generar menor afinidad de las 

quinolonas por la citada enzima.  Otro ejemplo es el cambio de las enzimas que sintetizan el ácido para-

aminobenzoico, lo que da lugar a resistencias de sulfas y trimetoprima. 

La resistencia a antibióticos también puede ser causada por el cambio del estado fisiológico bacteriano 

inducidos por la escasez de recursos como oxígeno(Drenkard, 2003; Walters, Roe, Bugnicourt, Franklin, 

& Stewart, 2003) o nutrientes  (Wai, Mizunoe, Takade, Kawabata, & Yoshida, 1998). Tal es el caso de las 

bacterias viables, pero no cultivables en el cual se mantienen vivas, pero no es posible su cultivo en 

medios estándar porque requieren condiciones específicas cultivables (Oliver, 2010). También sucede 

en las bacterias en estado de inanición (Wu et al., 2005). Este proceso también ocurre en las biopelículas, 

sin embargo, esto será discutido posteriormente cuando se analiza la relación entre las biopelículas y la 

resistencia a antibióticos. 

 

Relación entre las biopelículas y la resistencia a antibióticos  

Las biopelículas juegan un papel importante, porque incrementan la resistencia de las bacterias a los 

antibióticos. Por ejemplo; las biopelículas de Pseudomonas aeruginosa incrementan cuatro órdenes de 

magnitud la resistencia de esta a la Carbenicilina (Spoering & Lewis, 2001). Las biopelículas de 

Staphylococcus epidermidis son resistentes a algunos antibióticos como eritromicina, rifampicina y 

tetraciclina (Monzón, Oteiza, Leiva, Lamata, & Amorena, 2002).  

El incremento de la resistencia a los antibióticos en las biopelículas se debe a los múltiples mecanismos 

de resistencia. Los mecanismos comúnmente descritos son; cambio de estado fisiológico, bombas 

efectoras de múltiples antibióticos, y cooperación interespecífica entre bacterias resistentes y 

susceptibles. Dichos mecanismos se encuentran detallados a continuación. 

Las bacterias pueden encontrarse en múltiples estados fisiológicos, regulados por la expresión genética 

diferencial de la bacteria. Estos se encuentran fuertemente relacionados con la tasa metabólica 

bacteriana, y por lo tanto con la sensibilidad de las bacterias a los antibióticos (Stewart & William 

Costerton, 2001a).  Un ejemplo claro de estos es la dormancia la cual incrementa la resistencia de 

Pseudomonas sp. al ciprofloxacino (Brooun, Liu, & Lewis, 2000), otro ejemplo de cambio fisiológico se da 

al limitar el oxígeno en el medio, esto favorece un decremento en la tasa metabólica en biopelículas de 

E. coli. aumentando la resistencia antimicrobiana (Tresse, Jouenne, & Junter, 1995)  

Las bombas efectoras de múltiples antibióticos son comúnmente expresadas en las biopelículas. Estas 

son transportadores transmembranales que activamente bombean al antibiótico fuera de la célula, lo 

que reduce la concentración de antibiótico intracelular con relación al medio (Webb et al., 2003). Estas 

bombas consumen una gran cantidad de energía ya que utilizan en gradiente de protones (Paulsen, 

Brown, & Skurray, 1996) o Na+ (Morita, Kataoka, Shiota, Mizushima, & Tsuchiya, 2000) que usualmente 
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es utilizado para la síntesis de ATP, pero su expresión en las biopelículas está regulada para que 

únicamente las bacterias de la superficie las expresen reduciendo el costo energético total para la 

población (Kievit et al., 2001).  

La cooperación interespecífica entre bacterias resistentes y susceptibles requiere de proximidad 

espacial.  Uno de los principales mecanismos de este tipo es la transferencia horizontal de genes de 

resistencia a los antibióticos. Otro mecanismo es la producción de enzimas degradadoras de antibióticos 

por uno de los miembros de la biopelícula reduciendo la concentración total del antibiótico para todas 

las bacterias.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Introducción  

 

Las biopelículas son la forma de vida bacteriana predominante en la cual las bacterias se desarrollan en 

una interfase y producen una matriz de sustancias poliméricas extracelulares (SPE) (Claessen et al., 2014; 

Stewart & William Costerton, 2001a).En las biopelículas las bacterias adquieren propiedades emergentes 

como la resistencia a antibióticos estas propiedades son generadas por la estructura de las biopelículas 

(Hall-Stoodley & Stoodley, 2005). Las biopelículas están presentes en un 60 % de las infecciones en 

humanos (Keren et al., 2004), y su tratamiento es usando antibióticos usualmente por lo que están 

constantemente expuestas a estos (Wu et al., 1995). 

 

El efecto de las concentraciones inhibitorias de antibióticos sobre la estructura de biopelículas se ha 

estudiado en múltiples ocasiones (Gilbert, Das, & Foley, 1997; Keren et al., 2004; Olson, Ceri, Morck, 

Buret, & Read, 2002; Stewart & William Costerton, 2001b; Walters et al., 2003). No obstante, estas 

también pueden estar expuestas a concentraciones subinhibitorias, como cuando los pacientes no se 

apegan al tratamiento adecuado de un antibiótico (Yoh, Frimpong, Voravuthikunchai, & Honda, 1999). 

Hasta el momento el estudio del efecto de concentraciones subinhibitorias de antibióticos sobre la 

estructura de las biopelículas es limitado. 

 

Por tal motivo el objetivo de esta investigación fue determinar el efecto de concentraciones 

subinhibitorias de ciprofloxacino sobre la estructura de biopelículas. Para esto utilizamos como modelo 

experimental biopelículas de Pseudomonas fluorescens, y seleccionamos como antibiótico el 

ciprofloxacino por ser uno de los antibióticos más utilizados contra esta bacteria. Para estudiar la 

estructura determinamos la densidad y tamaño de las biopelículas en un área determinada. El tamaño 

es responsable de la resistencia a antibióticos a través de la generación de microambientes (McDougald, 

Rice, Barraud, Steinberg, & Kjelleberg, 2011). Por otro lado, la densidad de biopelículas nos permite 

determinar si estas se dispersan o permanecen. En conjunto nos permitió determinar el cambio en la 

estructura de las biopelículas bajos diferentes concentraciones de antibiótico.  
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Pregunta de Investigación  

 

¿Cuál es el efecto de concentraciones subinhibitorias de Ciprofloxacino sobre la estructura de las 

biopelículas de P. fluorescens? 

 

Objetivo general 

  

 

Determinar el efecto de concentraciones subinhibitorias de ciprofloxacino sobre la estructura de 

biopelículas de P. fluorescens. 

 

Objetivos particulares   

 

• Determinar la Concentración Mínima Inhibitoria de ciprofloxacino para P. fluorescens. 

• Cuantificar el cambio en la densidad y cobertura de las biopelículas de P. fluorescens después de 

la exposición a concentraciones subinhibitorias de ciprofloxacino 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Metodología 

Mantenimiento y cultivo de P. fluorescens 

Pseudomonas fluorescens fue obtenida de la colección del laboratorio de Ecología Microbiana, UBIPRO. 

Fue mantenida en cajas con agar King B a temperatura ambiente. 

Determinación de la Concentración Mínima Inhibitoria   

Para determinar la concentración mínima inhibitoria (CMI) de ciprofloxacino sobre P. fluorescens. Se 

elaboró una curva de inhibición usando caldo nutritivo con las siguientes concentraciones de 

ciprofloxacino 2.0, 1.5, 1.0, 0.5 y 0.25 µg/ml.  La CMI para P. fluorescens fue de 0.5 µg/ml de 

ciprofloxacino.  

Diseño experimental   

Realizamos un diseño experimental por bloques, este consistió de 4 tratamientos con las siguientes 

concentraciones de ciprofloxacino; 0.25 µg/ml (alta) y 0.125 µg/ml (baja), 0.5 µg/m (inhibitoria) y 0 

µg/ml, estas representan la concentración subinhibitorias baja, alta, la CMI en caldo y el control negativo 

respectivamente. De cada tratamiento se hicieron 3 repeticiones. 

Determinación del efecto de concentraciones subinhibitorias sobre la estructura de Biopelículas 

Para determinar el efecto de las concentraciones subinhibitorias sobre la estructura de las biopelículas 

de P. fluorescens indujimos la formación de estas sobre portaobjetos. Para esto colocamos portaobjetos 

en el fondo de cajas de Petri con un portaobjetos al fondo como superficie de adhesión. A esta se 

añadieron 15 ml de caldo nutritivo al 50 % previamente inoculado con P. fluorescens y se mantuvieron a 

temperatura ambiente, sin agitación por 72 horas.  Después se agregó Ciprofloxacino para alcanzar las 

concentraciones de 0.25 µg/ml y 0.125 µg/ml, la CMI 0.5 µg/ml y un control negativo sin antibiótico y se 

dejaron por 48 horas más. Finalmente se tiñeron con safranina al 0.2 % y se observaron al microscopio 

óptico para ser fotografiadas y analizadas. 

 Análisis de la estructura de biopelículas 

Para cuantificar la cobertura y densidad de las biopelículas se utilizó el programa Image J versión 1.51j8. 

Utilizando la herramienta color threshold generamos mascaras en blanco y negro de las biopelículas, la 

correspondencia entre la máscara y las biopelículas puede apreciarse en la figura 3. Las máscaras fueron 

analizadas usando la herramienta de cuenta de partículas para determinar la densidad de las biopelículas 

y el área de cada una de ellas, eliminamos todas las partículas menores a 2µm² ya que este es el tamaño 

mínimo de una biopelícula de pseudomonas sp.  y cualquier partícula menor podría ser ruido.  
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Figura 3. Procesamiento de las imágenes para el análisis de la cobertura y densidad de las biopelículas 

de P. fluorescens en los diferentes tratamientos.  

 

 

 

 

 

 

(A) Fotografía original; (B) fotografía con la máscara superpuesta; (C) Mascara. 
(1) Biopelícula de 72 horas, (2, 3, 4 y 5) biopelículas bajo los tratamientos de 0.5, 0.25, 0.12, y 0.0 µg/ml de 
ciprofloxacino respectivamente.  



Las biopelículas se clasificaron de acuerdo a su tamaño. Esta clasificación incluye 6 rangos y para 

formarlos asumimos que la biopelícula más pequeña tendría un área de entre 2 y 4 µm2 y estaría 

compuesta por una sola bacteria adherida, las otras clases se formaron exponencialmente para 

representar el crecimiento que tendría la biopelícula asumiendo que esta creciera únicamente por 

división celular y no por el reclutamiento de bacterias planctónicas (Tabla 3).  

 

Tabla 3. Definición de las clases de biopelículas de acuerdo al tamaño y número de bacterias. 

Tamaño de la biopelícula (μm²) Número de Bacterias por biopelícula 

4 1-2 

➢ 4 - < 8  4 

➢ 8- < 16 8 

➢ 16 - < 32 16 

➢ 32 - < 64 32 

➢ 64 – 128 64 

 

 

Análisis estadístico  

El número y tamaño de las biopelículas en cada tratamiento fueron analizados para determinar si existía 

una diferencia estadísticamente significativa entre ellos. Primero realizamos una prueba de normalidad 

de Kolmogorov-Smirnov la cual resulto negativa, debido a que los datos no tienen una distribución 

normal por lo que realizamos un análisis de varianza de una vía por rangos de Kruskal-Wallis.  
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Resultados   

Nos preguntamos cuál era el efecto de concentraciones subinhibitorias de ciprofloxacino sobre la 

estructura de biopelículas de P. fluorescens. Para esto expusimos biopelículas de 3 días a 

concentraciones subinhibitorias de ciprofloxacino (0.25 y 0.125 µg/ml) por 48 horas y determinamos el 

efecto sobre su estructura. En todos los tratamientos observamos la formación de múltiples biopelículas 

sobre el portaobjetos. Así mismo observamos una marcada disminución de cobertura total en las 

concentraciones subinhibitorias con relación a los otros tratamientos (figura 4). Lo que sugiere que las 

concentraciones tienen un efecto de dispersión o inhibición de las biopelículas.   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

B 

A 

D 

C 

E 

Figura 4: Estructura microscópica 
de las biopelículas maduras de P. 
fluorescens antes y después de su 
exposición a concentraciones 
subinhibitorias.  

(A) Biopelícula de 72 horas, (B, C, 
D y E) biopelículas de 72 horas 
expuestas por 48 horas a 0.5, 0.25, 
0.12, y 0.0 µg/ml de ciprofloxacino 
respectivamente.  

 



La cobertura por las biopelículas varía significativamente entre los tratamientos y los grupos control (H 

= 2056.77, P = <0.001).  La cobertura en la concentración subinhibitoria alta fue de 1.74 % del área total 

y en la concentración subinhibitoria baja fue de 1.49 %, mientras que en el grupo control sin antibiótico 

la cobertura fue del 31.25 %, esto representa una disminución en la cobertura del 94.43 % en la 

concentración subinhibitoria alta y del 95.23 % en la concentración subinhibitoria baja (Figura 5). Por lo 

que asumimos que la disminución no fue causada por la muerte de las bacterias ya que en el tratamiento 

con la CMI de ciprofloxacino encontramos un incremento de un orden de magnitud con el 42.43 % de 

cobertura total. 

 

 Figura 5. Cobertura total de las biopelículas de P. fluorescens expuestas a concentraciones 

subinhibitorias de ciprofloxacino.    

 

 

 

La cobertura total nos brinda información limitada sobre la estructura de las biopelículas, por lo que 

clasificamos a las biopelículas dentro de 6 clases de acuerdo a su tamaño (tabla 3) y determinamos la 

frecuencia de cada clase.  Encontramos un decremento en todas las clases de biopelículas después de 

exponerlas a concentraciones subinhibitorias de ciprofloxacino con relación al número inicial de 

biopelículas, por otro lado, en el grupo sin antibiótico y con 0.5 µg/ml encontramos un incremento en 

todas las clases con excepción de la clase inicial (Figura 6).  
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Figura 6. Efecto de la exposición de biopelículas de P. fluorescens maduras por 48 horas a diferentes 

concentraciones de ciprofloxacino. 
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Figura 7. Relación entre el tamaño de las biopelículas y el porcentaje de dispersión de las biopelículas de 

P. fluorescens expuestas a concentraciones subinhibitorias de Ciprofloxacino. 

 

 

 

La dispersión de las biopelículas depende de la concentración del antibiótico. Observamos dos tipos de 

respuesta; una independiente al tamaño causada por la concentración baja y otra dependiente del 

tamaño inducida por la concentración alta. En la independiente la dispersión es homogénea entre las 

diferentes clases, por otro lado, en la dependiente la dispersión es inversamente proporcional al tamaño 

de la biopelícula (Figura 7).  
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Discusión 

Las biopelículas de P. fluorescens maduras se expusieron a concentraciones subinhibitorias de 

ciprofloxacino por 48 horas. Al analizar la cobertura, la densidad y el tamaño de las biopelículas se 

encontró que la dispersión de las biopelículas de Pseudomonas fluorescens depende de las 

concentraciones subinhibitorias de ciprofloxacino y del tamaño de la biopelícula. 

La respuesta de las biopelículas a las concentraciones subinhibitorias determina el cambio en su 

estructura y por lo tanto en sus propiedades emergentes. Encontramos dos tipos de respuesta a las 

concentraciones subinhibitorias de ciprofloxacino, una inversamente proporcional al tamaño de la 

biopelícula y una independiente a este factor. Esto sugiere que el ciprofloxacino tiene dos mecanismos 

diferentes de acción dependiendo de la concentración a la que se encuentre.  Proponemos que en la 

concentración subinhibitoria alta (0.25 µg/ml) es dependiente de daño celular, mientras que en la 

concentración baja (0.12 µg/ml) interactúa con la señalización celular.  

En la concentración subinhibitorias alta proponemos que el mecanismo de dispersión es disparado por 

daño celular. El mecanismo que planteamos inicia con la producción de radicales superóxido por el 

ciprofloxacino (M. C. Becerra & Albesa, 2002), estos radicales son transformados en H₂O₂ por la SOD (M. 

C. Becerra, Eraso, & Albesa, 2003), a su vez el H₂O₂ induce la expresión del factor de transcripción OxyR 

(Vinckx, Wei, Matthijs, & Cornelis, 2010), el que finalmente induce la síntesis de ramnolípidos (An, Wu, 

& Zhang, 2010), los que inducen dispersión de la biopelícula (Boles, Thoendel, & Singh, 2005). Esto 

explica porque las biopelículas más pequeñas, y más susceptibles a estrés oxidativo (Solano, Echeverz, 

& Lasa, 2014), son las que presentan mayor dispersión.  

 

Figura 8. Mecanismo propuesto de dispersión inducido por concentraciones subinhibitorias de ciprofloxacino en 

biopelículas de P. fluorescens 
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El efecto de concentraciones subinhibitorias sobre las biopelículas también se ha estudiado en otras 

bacterias con resultados similares. Por ejemplo, la Vancomicina y cefamandol inducen dispersión en 

Staphylococcus sp. (Dunne, 1990), así como la Azitromicina en biopelículas de Haemophilus influenzae 

(Starner et al., 2008). No obstante también se ha observado la inducción de la formación de biopelículas 

por estas concentraciones, por ejemplo la Tetraciclina y la Quinupristina-dalfo en S. epidermidis 561 

(Rachid et al., 2000),  Meticilina, ampicilina, amoxicilina, y cloxacilina en Staphylococcus aureus (Kaplan 

et al., 2012), y la tobramicina en P. aeruginosa y E. coli (Hoffman et al., 2005). Esto indica que la 

dispersión o formación de biopelículas depende de la naturaleza del antibiótico y de la especie 

bacteriana.  

Las biopelículas usualmente están compuestas de una gran diversidad de especies de bacterias (Olson 

et al., 2002). Nuestro estudio utiliza un modelo de biopelícula mono especie lo que limita su aplicabilidad 

directa a casos de infecciones bacterianas. No obstante, el objetivo de este estudio es el funcionar como 

un punto de entrada para el estudio del efecto de concentraciones subinhibitorias sobre la estructura 

de biopelículas. Proponemos realizar más estudios considerando biopelículas multiespecie.  

La dispersión por concentraciones subinhibitorias puede explicar las complicaciones generadas por 

tratamientos inconclusos de antibiótico. Ya que en estos tratamientos las bacterias están expuestas a 

concentraciones subinhibitorias lo que puede inducir su dispersión. Al dispersarse las bacterias buscan 

nuevos lugares donde establecerse y aumentan la superficie de infección (Claessen et al., 2014; Crespi, 

2001; Hall-Stoodley & Stoodley, 2005). Adicionalmente existen dos factores más que contribuyen a esto; 

la aparición de variantes resistentes por el incremento en la tasa de mutación (Gillespie, Basu, Dickens, 

O’Sullivan, & McHugh, 2005), y el incremento en la producción de factores de virulencia (Yoh et al., 

1999). No obstante, la dispersión inducida por antibióticos también podría aprovecharse como una 

estrategia para el tratamiento de infecciones por biopelículas. Esto debido a que cuando las biopelículas 

se dispersan, las bacterias de la biopelícula regresan al estado planctónico y estas se vuelven susceptibles 

a la los antibióticos (Williams et al., 1997). Lo que proporciona nuevas oportunidades para combatir la 

infección bacteriana.  

 

Conclusión 

Nos preguntamos cual el efecto de concentraciones subinhibitorias de ciprofloxacino sobre la estructura 

de las biopelículas. Encontramos que las concentraciones subinhibitorias de ciprofloxacino inducen la 

dispersión de biopelículas y propusimos que esto puede deberse a dos mecanismos diferentes, el 

primero en la concentración subinhibitoria alta (0.25 µg/ml) que es dependiente de daño celular y el 

segundo en la concentración baja (0.12 µg/ml) interactúa con la señalización celular.  Proponemos 

corroborar estos dos posibles mecanismos en estudios posteriores. 
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