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RESUMEN 

La resistencia bacteriana se ha incrementado con el paso del tiempo debido al 

uso indiscriminado de antibióticos, lo que ha ocasionado que las infecciones 

causadas por bacterias resistentes sean asociadas con una elevada 

mortalidad. Acinetobacter baumannii es considerado un patógeno crítico según 

la Organización Mundial de la Salud, debido a su multidrogo resistencia y a su 

frecuente asociación con infecciones nosocomiales.  

El presente estudio tuvo como objetivo aislar y caracterizar bacteriófagos 

obtenidos de aguas residuales de un Hospital Materno Infantil de Lima 

Metropolitana, así como evaluar su actividad frente al biofilm de A. baumannii 

multidrogo-resistente. A partir de las muestras recolectadas se aisló un 

bacteriófago denominado vB_Aba, evidenciando la viabilidad de esta matriz. El 

fago mostró actividad lítica frente a cepas de A. baumannii 

multidrogo-resistente, y fue cuantificado por el método de doble capa.  

En los ensayos de estabilidad fisicoquímica, el bacteriófago mostró estabilidad 

térmica a 50 °C, mientras que a 60 °C y 70 °C se observó una disminución 

marcada de su viabilidad. Asimismo, presentó mayor estabilidad a pH neutro, 

conservando también su estabilidad en condiciones ligeramente ácidas y 

alcalinas. La exposición a radiación ultravioleta evidenció una relación inversa 

entre el tiempo de exposición y viabilidad del bacteriófago, alcanzando su 

inactivación completa tras pocos minutos.  

Finalmente, el bacteriófago vB_Aba demostró una marcada actividad disruptiva 

frente al biofilm maduro de A. baumannii multidrogo-resistente, alcanzando 

porcentajes de reducción cercanos al 99 % en comparación con el control.  

Palabras clave: Acinetobacter baumannii, bacteriófago, biofilm, multidrogo 

resistencia, aguas residuales.  
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ABSTRACT 

Bacterial resistance has increased over time due to the indiscriminate use of 

antibiotics, resulting in infections caused by resistant bacteria being associated 

with high mortality rates. Acinetobacter baumannii is considered a critical 

pathogen by the World Health Organization (WHO) because of its multidrug 

resistance and frequent association with healthcare-associated infections. 

This study aimed to isolate and characterize bacteriophages obtained from 

wastewater from a maternal and child hospital in Metropolitan Lima, Peru, and 

to evaluate their activity against multidrug-resistant A. baumannii biofilms. A 

bacteriophage designated vB_Aba was isolated from the collected samples, 

demonstrating the suitability of this wastewater matrix as a source of 

bacteriophages. The phage exhibited lytic activity against multidrug-resistant A. 

baumannii strains, and its titer was determined using the double-layer agar 

method. 

In physicochemical stability assays, the bacteriophage remained stable at 50 

°C, whereas a marked decrease in viability was observed at 60 °C and 70 °C. It 

also exhibited greater stability at neutral pH while maintaining stability under 

slightly acidic and alkaline conditions. Exposure to ultraviolet (UV) radiation 

revealed an inverse relationship between exposure time and bacteriophage 

viability, with complete inactivation occurring after only a few minutes.  

Finally, bacteriophage vB_Aba exhibited marked disruptive activity against 

mature multidrug-resistant A. baumannii biofilms, achieving biofilm reduction 

rates close to 99% compared with the control. 

Keywords: Acinetobacter baumannii, bacteriophage, biofilm, multi-drug 

resistance, wastewater 
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I. INTRODUCCIÓN 

I.1. Planteamiento del problema 

La resistencia bacteriana representa un importante problema de salud 

pública a nivel global pues las enfermedades infecciosas comunes 

dejan de responder ante los antibióticos convencionales (1), generando 

un incremento de la estancia hospitalaria del paciente, la adquisición de 

antibióticos más costosos y una elevada mortalidad de los pacientes 

principalmente hospitalizados (2). Esta se presenta a menudo en las 

Infecciones asociadas a la atención de la salud (IAAS), generando 

neumonías adquiridas en el hospital, infecciones del tracto urinario y 

bacteriemia (3), afectando principalmente a pacientes 

inmunocomprometidos y hospitalizados (4). En los hospitales, estos 

patógenos están expuestos a agentes estresantes que les permiten 

generar mecanismos para subsistir, donde pueden adquirir múltiple 

resistencia a antibióticos (5,6). Por otro lado, la resistencia bacteriana 

puede estar determinada por factores socioeconómicos como la 

frecuencia, tipo y uso indiscriminado de antibióticos, así como su 

aplicación en la industria alimentaria y vegetal y su presencia ambiental 

(1,7).  

Debido a esta problemática, la Organización Mundial de la Salud 

(OMS) clasificó las bacterias de mayor amenaza a la salud humana en 

tres categorías, basándose en la urgencia de desarrollar nuevos 

antibióticos para enfrentarlas (7,8). Acinetobacter baumannii pertenece 

a la categoría de prioridad crítica debido a que presenta cepas 

multidrogo-resistentes (MDR), resistentes a los carbapenémicos, que 

causan enfermedades infecciosas complicadas (1,9). Las infecciones 

generadas por esta bacteria solían ser tratadas con antibióticos como 

ampicilina, gentamicina, carbenicilina o ácido nalidíxico; pero debido a 

su pérdida de eficacia, actualmente se opta por administrar 

carbapenémicos, aminoglucósidos, cefalosporinas de amplio espectro 

o combinaciones de inhibidores de la betalactamasa con un antibiótico 

(10). 
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Los mecanismos de resistencia que desarrolla A. baumannii incluyen la 

modificación de la diana terapéutica, presencia de bombas de eflujo 

múltiples, degradación enzimática de fármacos, etc. (11). Sin embargo, 

el desarrollo de biofilms le proporciona cien veces más resistencia a los 

antibióticos en comparación con las bacterias planctónicas (12) por lo 

que la infección por bacterias formadoras de biofilm puede mantenerse 

posterior al uso de antibióticos (13). Además, A. baumannii puede 

formar biofilms en superficies bióticas y abióticas, por ejemplo, en 

dispositivos médicos como los respiradores artificiales que pueden 

infectar al paciente mediante su uso continuo (11,12).  

Es por ello que las aguas residuales hospitalarias se vuelven de gran 

interés en esta investigación, pues constituyen un gran reservorio de 

microorganismos donde se hallan bacterias patógenas resistentes y 

ocurre una transmisión horizontal de genes de resistencia (14), además 

de haberse encontrado agentes biológicos que sirvan de alternativa 

terapéutica como bacteriófagos (15). 

Por lo desarrollado anteriormente, se plantea la siguiente pregunta de 

investigación: ¿los bacteriófagos aislados a partir de aguas residuales 

de un Hospital Materno Infantil de Lima Metropolitana presentarán 

actividad disruptiva frente al biofilm de A. baumannii MDR? 

I.2. Objetivos 

I.2.1. Objetivo general 

Evaluar la actividad disruptiva de bacteriófagos obtenidos de 

aguas residuales de un Hospital Materno Infantil de Lima 

Metropolitana frente al biofilm de cepas de A. baumannii MDR. 

I.2.2. Objetivos específicos 

1. Aislar bacteriófagos a partir de aguas residuales hospitalarias, 

con actividad lítica frente a cepas de A. baumannii MDR. 
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2. Caracterizar los bacteriófagos aislados mediante la evaluación 

de su estabilidad térmica, tolerancia a variaciones de pH y 

exposición a la luz ultravioleta (UV). 

3. Determinar la actividad disruptiva de los bacteriófagos 

aislados, a diferentes concentraciones, sobre el biofilm 

maduro de A. baumannii MDR. 

I.3. Importancia y alcance de la investigación (justificación) 

Según la OMS, la resistencia a los antimicrobianos se ha convertido en 

una de las principales amenazas globales para la salud. Las bacterias 

resistentes muestran una alta incidencia de infecciones en el tracto 

urinario, en la sangre y a nivel gastrointestinal (16). El Instituto Nacional 

de Salud señala que la resistencia a los antimicrobianos ocurre de 

manera natural, pero viene siendo acelerada por la automedicación 

causada por una falta de conciencia en la población sobre la 

resistencia bacteriana (17). Uno de los responsables es A. baumannii, 

ya que la resistencia global a antibióticos como los carbapenems 

alcanzó el 54,3 % (1). En Perú, esta bacteria presenta una alta tasa de 

infecciones, siendo así que para el año 2019, el porcentaje de A. 

baumannii resistente a carbapenem en el Perú se halló entre 50 y 60 % 

(7,18).  

A. baumannii MDR muestra gran relevancia clínica, pues a pesar de 

que Pseudomonas aeruginosa también es una bacteria patógena 

crítica determinada por la OMS (1), la cantidad de infecciones por A. 

baumannii MDR es muy superior a esta (10). Por otro lado, esta 

problemática demostró gran relevancia durante la pandemia de 

COVID-19, periodo en el cual se registraron brotes de infecciones 

respiratorias secundarias asociadas al virus SARS-CoV-2, en los que 

A. baumannii MDR se identificó como un agente patógeno implicado 

(19).  

Frente a la gran problemática que representa A. baumannii MDR, 

resurge la necesidad de utilizar a los bacteriófagos (o fagos) como 
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agentes terapéuticos (20). Los fagos tienen la capacidad de infectar a 

bacterias específicas, donde pueden proliferar y generar lisis celular 

(13). Algunos presentan baja especificidad (rango de hospedero más 

amplio) (21), y otros alta especificidad, los cuales tienen gran utilidad 

terapéutica ya que infectan solo bacterias específicas que pueden estar 

causando una infección, sin dañar otras células del paciente, por tanto, 

no presentando efectos adversos (22). 

Los fagos son virus ubicuos que se encuentran en donde haya 

presencia de bacterias que le sirven de hospederas (22).  Las aguas 

residuales, como resultado de la actividad rutinaria en los mismos, 

contienen restos orgánicos (como antibióticos) e inorgánicos, que las 

vuelve el medio propicio para el desarrollo de bacterias MDR y fagos 

(23).  

Frente a lo expuesto, la resistencia de A. baumannii a los antibióticos y 

su capacidad para formar biofilm requiere vías alternativas para su 

erradicación. En este contexto, las aguas residuales hospitalarias 

constituyen una matriz de interés para la búsqueda y aislamiento de 

bacteriófagos con potencial actividad frente a A. baumannii MDR. El 

estudio de estos bacteriófagos permite explorar el potencial de esta 

matriz como fuente de agentes con actividad antibiofilm, así como 

realizar estudios posteriores de secuenciación genómica de los fagos 

para evaluar su potencial terapéutico, permitiendo optimizar el 

desarrollo de estrategias para el control y erradicación del biofilm de A. 

baumannii MDR. 

I.4. Limitaciones de la investigación 

La presente investigación encuentra limitaciones en la falta de acceso a 

recursos como la microscopía electrónica de transmisión, la cual 

permitiría realizar una identificación taxonómica del bacteriófago 

aislado, así como visualizar la estructura del biofilm posterior a la acción 

del bacteriófago.  
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II. REVISIÓN DE LA LITERATURA 

II.1.  Marco teórico 

II.1.1. Acinetobacter baumannii 

II.1.1.1. Generalidades 

Esta bacteria taxonómicamente pertenece a la familia 

Moraxellaceae y al género Acinetobacter. Es una 

bacteria Gram-negativa, presenta morfología de 

cocobacilo, y sus colonias son de apariencia mucoide y 

grisácea (2). No forma esporas, no tiene movilidad, es 

catalasa positiva, oxidasa negativa, no fermentativa y 

presenta metabolismo aerobio estricto (2, 24).  

Es parte del grupo “ESKAPE”, donde están incluidas 

seis bacterias patógenas con gran relevancia clínica por 

la alta prevalencia de infecciones antibiótico-resistentes 

(9,25).   

II.1.1.2. Importancia clínica 

La adquisición de una infección por microorganismos 

MDR como A. baumannii puede darse por el uso 

reciente de antimicrobianos de amplio espectro, por la 

reciente hospitalización mayor a 5 días (26), uso de 

catéteres o cirugía reciente. Se conoce su flujo en los 

hospitales, sin embargo, hay información escasa de su 

circulación externa a estos (25).  

Esta bacteria puede estar presente como parte del 

complejo Acinetobacter calcoaceticus / Acinetobacter 

baumannii (ACB), el cual es clínicamente relevante pues 

afecta a pacientes en estado crítico o a 

inmunocomprometidos (25). Tiene la capacidad de 

adherirse a superficies del ambiente hospitalario 

(dispositivos médicos, almohadas, colchones, sábanas) 

14 



 

y sobrevivir a pesar de las condiciones adversas (2, 25). 

Su ratio de mortalidad alcanza el 60 % en población 

vulnerable, donde se puede presentar neumonía y 

bacteriemia (25), así como meningitis, endocarditis, e 

infecciones del tracto urinario (ITUs) (11,19).  

Puede encontrarse y aislarse en el tracto respiratorio, 

sangre, piel y heridas. Además, puede generarse una 

infección secundaria con A. baumannii MDR en 

pacientes infectados por SARS-COV-2, situación 

observada durante la pandemia de COVID-19 (19). 

II.1.1.3. Mecanismos de resistencia antimicrobiana 

● Inactivación enzimática de antibióticos: Las 

enzimas hidrolíticas betalactamasas son la principal 

defensa de A. baumannii contra los antibióticos 

betalactámicos (24). Los genes AmpC β-lactamasa 

y OXA-51 ofrecen actividad intrínseca pero limitada 

contra estos antibióticos (2). Sin embargo, pueden 

adquirir otros genes en sus plásmidos como los de 

las betalactamasas clase D que codifican enzimas 

contra los carbapenémicos (25). Por otro lado, se 

presenta resistencia a los aminoglucósidos 

mediante la producción de enzimas modificadoras 

de aminoglucósidos (AMEs), alterando un grupo 

funcional y disminuyendo su afinidad por los 

ribosomas (24). 

● Bombas de eflujo: la sobreexpresión de bombas de 

eflujo está relacionada con la resistencia a múltiples 

antibióticos; por ejemplo, AdeABC se relaciona con 

los carbapenémicos, fluoroquinolonas y 

aminoglucósidos. AbeS le confiere resistencia a 

algunos macrólidos (24). 
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● Reducción de la permeabilidad de la membrana 
externa: El ingreso de los aminoglucósidos se ve 

limitado por la pérdida de la permeabilidad de la 

membrana (27).  

● Modificación del sitio diana: Se presenta debido a 

mutaciones en las enzimas objetivas de estos 

fármacos como las fluoroquinolonas, perdiéndose 

afinidad por la ADN girasa y ADN topoisomerasa IV 

(24). En el caso de los aminoglucósidos, la 

producción de la enzima 16S ARNr metilasa alteran 

el sitio de unión del aminoglucósido a la subunidad 

ribosomal (24). Las polimixinas pierden eficacia 

cuando la bacteria genera fosfoetanolamina (PetN), 

que se une al lípido A de la membrana externa y 

altera su estructura (24). 

● Transferencia horizontal de genes: se encontraron 

genes de enzimas como las AMEs dentro de los 

integrones de A. baumannii (24). 

● Tolerancia asociada al biofilm: La resistencia a los 

antimicrobianos es mil veces superior en los biofilms 

que en bacterias planctónicas (19). 

La resistencia a antibióticos puede presentarse de 

forma natural o adquirida; la última puede ocurrir 

mediante dos procesos: mutaciones en el ADN de la 

bacteria durante la replicación celular o mediante la 

transferencia horizontal de genes, que incluye: 

transformación (captura de ADN extracelular), 

transducción (inyección de ADN almacenado en un 

fago) o conjugación (transferencia del ADN a través de 

poros en las bacterias) (8). 
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II.1.1.4. Factores de virulencia 

● Producción de biofilm y quorum sensing. El 

biofilm es el principal factor de virulencia de A. 

baumannii, pues le confiere resistencia a la 

desecación, a la respuesta inmune y a los 

antibióticos (2,9). Las proteínas BapAb y el 

exopolisacárido poli-β-1,6-N-acetilglucosamina 

(PNAG) participan en la formación de la matriz en 

respuesta a las condiciones adversas (2). Su 
formación se ve regulada por el Quorum sensing 

(que ocurre gracias a la transferencia horizontal de 

genes), donde se encuentran involucradas las acil 

homoserina lactonas (AHLs) (2,20). 

● Cápsula: está compuesta por unidades compactas de 

azúcar que genera una barrera contra condiciones 

adversas como sequedad, antimicrobianos y 

respuestas inmunes como la fagocitosis; lo cual le 

permite mayor persistencia e infecciones más graves 

(24,28). 

● Lipopolisacárido: Es el principal componente de la 

membrana externa, y su antígeno O-polisacárido 

puede promover la adherencia a las células 

hospederas (24,28). 

● Porinas: La principal porina de membrana externa, 

OmpA, está involucrada en la invasión celular y 

apoptosis, ya que se une a la superficie de la célula 

hospedera e induce su muerte celular (24). 

● Motilidad: A. baumannii realiza una motilidad 

espasmódica, que consiste en movimientos de 

extensión y retracción por medio de sus pili tipo IV 

(12,19). Además, algunas cepas pueden desplazarse 
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mediante una motilidad asociada a la superficie, 

donde participan los pili tipo IV, el quorum sensing, 

entre otros (24). 

● Sistemas de adquisición de hierro: Puede utilizar 

sideróforos para el transporte de hierro (11) y posee 

proteínas para la captura directa de hierro como FecA 

y FecI. Esta bacteria evade la calprotectina, una 

proteína del sistema inmune que compleja metales 

divalentes (24,29). Se ha demostrado que la 

concentración de hierro influye en la formación de 

biofilm y la resistencia a los antibióticos (28). 

II.1.2. Biofilms bacterianos 

II.1.2.1. Características y composición del biofilm 

Un biofilm bacteriano está compuesto principalmente de 

agua (hasta 97 %) (30) y de microorganismos que 

producen una matriz de sustancia polimérica extracelular 

(SPE): polisacáridos, lípidos, proteínas y ácidos 

nucleicos (19,30). La matriz de SPE permite la adhesión 

entre células y a la superficie, la cual se modifica según 

las necesidades de la bacteria; además brinda 

protección contra los agentes antimicrobianos, 

desecación, radiación UV, alta presión y alta salinidad 

(30,31). 

II.1.2.2. Etapas del desarrollo del biofilm 

Ocurre un contacto inicial reversible de las bacterias 

planctónicas a la superficie biótica o abiótica (ocurre una 

adhesión más rápida a superficies hidrofóbicas como 

plástico, que hidrofílica como acero inoxidable). Luego la 

matriz de SPE fija la adhesión inicial, dando lugar a la 

formación de microcolonias. 
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La maduración del biofilm ocurre cuando se genera una 

mejor estructura y se forma dependiente de la fuente de 

nutrientes, donde ocurre la comunicación entre bacterias 

(19). También se generan espacios intersticiales que 

funcionan como un sistema de transporte de agua y 

nutrientes (19,31). 

Las bacterias sésiles vuelven a entrar en modo móvil 

(proceso de dispersión) debido a la escasez de 

nutrientes, de oxigenación, acumulación de toxinas y la 

disolución de su matriz debido a enzimas sacarolíticas 

(12,19). 

II.1.2.3. Factores que influyen en la formación del biofilm 

Las cepas clínicas de A. baumannii forman biofilms más 

fuertes que las cepas ambientales. El desarrollo de este 

en una superficie abiótica favorece la resistencia 

antibiótica y la expresión de factores de virulencia como 

OmpA, pili tipo I, Bap, Omp CaO, entre otros (19). Por 

otro lado, en una superficie biótica requiere de pili 

mediado por chaperona-acomodador (19,25). 

La alta concentración de nutrientes puede impedir la 

formación de biofilm, pues no favorece la competitividad 

entre bacterias, necesaria para su agregación (28). 

Otros factores que intervienen son la temperatura, 

osmolaridad, concentración de hierro, luz, glucosa 

(12,19), porosidad de la superficie (28), entre otros. 

II.1.2.4. Relevancia clínica del biofilm de A. baumannii 

El biofilm de esta bacteria se encuentra asociada con 

infecciones relacionadas a los dispositivos médicos como 

catéteres urinarios, catéteres venosos centrales y tubos 

endotraqueales (32), así como a condiciones 
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inflamatorias crónicas como la prostatitis, cistitis, fibrosis 

quística, enfermedad pulmonar obstructiva y también 

infecciones en la piel (33). La formación de biofilm de 

cepas clínicas es superior a la de las cepas ambientales 

(28). 

 

II.1.3. Bacteriófagos 

II.1.3.1. Generalidades 

Los bacteriófagos (o fagos) fueron descubiertos por 

Twort y d’Herelle en 1919, donde fueron brevemente 

utilizados y desplazados por los antibióticos después de 

1940 (34,35). Son los microorganismos que más 

predominan en el ecosistema, presentan una alta 

especificidad a su hospedero, por lo cual no afecta a la 

flora comensal (36), sin embargo, debido a que actúan 

sobre receptores específicos, pueden verse limitados a 

actuar sobre distintas cepas patógenas (10). Suelen 

medir 20-200 nm y presentan una cápside que contiene 

el genoma de ADN o ARN de una cadena o doble (37). 

II.1.3.2. Mecanismos de infección 

Los fagos principalmente presentan un ciclo de infección 

lítica, que empieza con este adhiriéndose a la pared 

celular y luego insertando su genoma, esta acción 

conduce a la síntesis de nuevos viriones que se 

terminan liberando con la lisis de la bacteria (37). Por 

otro lado, el ciclo lisogénico consiste en la incorporación 

del genoma del fago en el genoma bacteriano o en 

plásmidos (38), denominándose profrago, sin generar 

que la bacteria sea lisada y replicándose en sincronía 

con el genoma bacteriano hasta que sea 

desencadenado por estrés externo (37,39). Es posible 
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convertir este ciclo lisogénico en lítico removiendo los 

genes involucrados en la lisogenia (38). 

II.1.3.3. Factores que afectan a los bacteriófagos 

Los fagos pueden verse alterados por la luz ultravioleta, 

pues inactiva partículas de los fagos, induce la fase 

lisogénica, ralentiza el crecimiento de los fagos 

sobrevivientes, estimula la recombinación genética (40) 

y presenta acción mutagénica (cambios en el ADN) 

rompiendo bases de timina (41); algunos efectos son 

reversibles (40). Los virus con un genoma más grande y 

de cadena doble son más susceptibles a sufrir mayor 

daño por la mayor cantidad de bases objetivas (42). 

La temperatura es un factor crítico, pues mientras se 

observará menor concentración de fagos a altas 

temperaturas por la modificación de las proteínas del 

fago (43); por otro lado, la estructura cristalina del hielo 

destruye a los fagos a una temperatura bajo 0 °C (41).  

Además, los fagos pueden verse afectados por el pH, 

pues puede existir una disociación de la cápside por un 

exceso de iones (41). 

Por otro lado, la concentración de iones como los de 

calcio puede ser necesaria para la inyección del ácido 

nucleico en el huésped bacteriano (41). 

II.1.3.4. Resistencia bacteriana a los fagos 

La resistencia que se presenta a los bacteriófagos es 

menor que a los antibióticos (28). Entre los mecanismos 

que los fagos presentan para generar resistencia se 

encuentran las vesículas de la membrana externa (VME) 

actúan como la principal línea de defensa contra los 

fagos, pues estos pueden inyectar su material genético 
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en las vesículas, impidiendo que ingrese al citoplasma y 

se multiplique. También puede ocurrir la ruptura del 

material inyectado o que la bacteria bloquee el receptor 

por la sobreproducción de exopolisacáridos o proteínas 

de unión (20,38). 

II.1.4. Aguas residuales como reservorio de bacteriófagos 

Las aguas residuales presentan especial interés para la obtención 

de bacteriófagos, ya que reciben efluentes de distinta procedencia, 

los cuales pueden contener una alta carga de diversos 

microorganismos (37), así como también sustancias orgánicas e 

inorgánicas propicias para la proliferación de estos (23). Se 

considera que las aguas residuales son uno de los principales 

puntos de recepción y posesión de genes de resistencia antibiótica 

debido a que contienen grandes cantidades de bacterias 

resistentes que realizan una transferencia horizontal mediante la 

conjugación (2,21,37).  

En un contexto hospitalario se evidencia gran presencia de 

antibióticos, contribuyendo a que las bacterias adaptativas 

desarrollen resistencia al verse expuestas a estos agentes (14). 

Dado que la viabilidad de los bacteriófagos depende estrictamente 

de la presencia de su hospedero específico, las aguas residuales 

hospitalarias constituyen una matriz con una alta probabilidad de 

aislamiento de fagos con actividad lítica frente a A. baumannii 

MDR (9,21,44). 

II.2. Antecedentes del estudio 

Las enfermedades infecciosas son causadas por microorganismos con 

la capacidad de infectar a un huésped y proliferar dentro del mismo, 

afectando su estado de salud (45). Cuando la exposición al 

microorganismo genera una infección dentro de los centros de salud, 

se les denomina nosocomiales (46), las cuales afectan principalmente 

a pacientes inmunodeprimidos (4). La administración de antibióticos de 
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forma indiscriminada generó el desarrollo de cepas resistentes (26), 

que podría traducirse en un mayor desarrollo de biofilm como 

mecanismo de supervivencia ante factores de estrés (35). Entre las 

bacterias oportunistas productoras de biofilm más relevantes se 

encuentran P. aeruginosa y A. baumanii (13). 

Acinetobacter baumannii es una bacteria oportunista asociada a 

infecciones nosocomiales debido al uso de dispositivos médicos, 

siendo más frecuente en pacientes hospitalizados que dependen de un 

ventilador mecánico (46), por lo que durante mucho tiempo los 

carbapenems fueron la terapia de primera línea para su tratamiento, 

hasta que se observó el desarrollo de cepas resistentes (47). En Perú, 

según lo reportado por la Organización Panamericana de la Salud 

(OPS) en el año 2010, la resistencia que A. baumannii presentó a 

meropenem fue de 51 %. Esta resistencia se encuentra asociada a 

cepas MDR (47,48), lo cual se demostró al realizar pruebas de 

susceptibilidad antimicrobiana frente a antibióticos administrados en 

hospitales, observándose resistencia a ciprofloxacino, cefepime, 

amikacina (18,48), ceftriaxona, gentamicina, piperacilina- tazobactam, 

imipenem, meropenem (48), ceftazidima y rifampicina (18).  

Quispe et al. (45) evaluaron la prevalencia de A. baumannii MDR en el 

Hospital Nacional Ramiro Priale Priale, Huancayo, durante el periodo 

2012 a 2019. Evidenciaron una prevalencia de A. baumannii MDR de 

más del 90 % durante los últimos tres años abordados en el estudio; 

hallando una prevalencia de 0,5 % de cepas extensamente resistentes 

(XDR), dentro de las cuales principalmente se trataba de A. baumannii. 

Así mismo, el 65,9 % de cepas de A. baumannii presentó resistencia a 

los carbapenems. 

Levy-Blitchtein et al. (49) evaluaron la presencia de cepas de A. 

baumannii en hospitales de Lima durante el periodo 2014-2016. Las 

muestras biológicas utilizadas fueron aspirado bronquial, sangre, orina, 

líquido cefalorraquídeo. Mediante pruebas de susceptibilidad 

antibacteriana, evidenciaron alta resistencia frente a antibióticos como 
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ceftazidima, levofloxacino, piperacilina/tazobactam (98,8 %), cefepima 

(97,5 %), tetraciclina (80 %), gentamicina (63,8 %), entre otros; 

clasificándolas como MDR, además de una cepa pandrogo-resistente 

(PDR). 

Castillo et al. (18) determinaron bacteriemia por A. baumannii productor 

de oxacilinasa en hospitales de Lima mediante el aislamiento de 

Acinetobacter spp., a partir de cinco hospitales de Lima, contando con 

un total de 112 muestras para aislamiento, de los cuales 79 muestras 

(70,5 %) fueron identificadas como A. baumannii, las cuales fueron 

sometidas a pruebas de susceptibilidad antimicrobiana por medio de la 

concentración mínima inhibitoria (CMI), resultando que más del 50 % 

de los aislamientos de A. baumannii fueron resistentes a ceftriaxona, 

ciprofloxacino, amikacina, gentamicina, meropenem e imipenem. 

Sisakthpour et al. (48) demostraron el potencial terapéutico de los 

bacteriófagos contra las infecciones por A. baumannii MDR en la 

Unidad de Cuidados Intensivos (UCI) de hospitales universitarios 

médicos de Isfahán, a los cuales se les realizó el antibiograma para 

conocer la resistencia a los antibióticos a amikacina, cefepime, 

ceftazidima, ciprofloxacino y rifampicina. Los fagos fueron aislados a 

partir de aguas residuales del Hospital General Alzahra y el aislamiento 

y purificación se realizó mediante el método de doble capa. La 

caracterización de los fagos incluyó su estabilidad al pH, la temperatura 

y el cloroformo; además se evaluó su rango de hospedero. Se 

determinó que la concentración de fagos fue eficaz de forma similar 

para los valores de multiplicidad de infección (MOI) 1; 0,1 y 0,01.  

Ndiaye et al. (22) evaluaron la actividad antibiofilm de fagos aislados a 

partir de aguas residuales ambientales en Dakar, Senegal, contra A. 

baumannii XDR clínicos. Se obtuvieron fagos a una concentración de 

1010 UFP/mL, uno de los fagos presentó halo y el otro no. Se evaluó su 

estabilidad a la temperatura y pH, perdiendo viabilidad en pH 3 y 12, y 

a temperaturas mayores a 55 °C. Se utilizó el método de tinción con 

cristal violeta en microplaca, donde se indujo la formación de biofilm 
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por 24 h, y posteriormente se incubó con fagos a MOI 1 y 10 durante 

24 h. Se concluye que ambos MOI lograron disminuir significativamente 

el biofilm, aunque hubo más eficacia con MOI 1. 

Baginska et al. (50) evaluaron la actividad lítica de fagos aislados de 

distintas fuentes hídricas en Polonia sobre A. baumannii MDR clínicas. 

Se obtuvieron 18 fagos inicialmente, sin embargo, el análisis genético 

identificó que se trataba de 12 fagos individuales, de los cuales 11 

fueron temperados y solo 1 lítico. El único fago lítico presenta zonas de 

lisis grandes y halos bien marcados, además de una morfología muy 

distinta a los demás. El MOI óptimo varió entre las distintas cepas de 

fagos desde 0,001 hasta 10, logrando obtener concentraciones de 

desde 106 UFP/mL hasta 108 UFP/mL. 

Vukotic et al. (9) evaluaron el tratamiento con dos fagos activos contra 

las cepas de A. baumannii resistentes a carbapenems; los fagos fueron 

obtenidos de aguas residuales de la ciudad de Belgrado. Mediante el 

spot test se evaluó la dinámica de los halos formados con el paso del 

tiempo para determinar la presencia de fagos o en su defecto, 

despolimerasas. Para evaluar la actividad antibiofilm de los fagos, se 

indujo la formación de biofilm en microplacas, que luego fueron teñidos 

con cristal violeta para cuantificarlo mediante su absorbancia; posterior 

al tratamiento con fagos a MOI 0,1 y 100 durante seis horas, se 

evidenció gran disminución en el recuento de células viables 

concluyendo que ambos fagos lograron lisar el biofilm de A. baumannii. 

Erol et al. (51) evaluaron el efecto de los fagos de forma individual y en 

combinación con colistina sobre el biofilm maduro de A. baumannii. Los 

fagos fueron aislados de fuentes hídricas ambientales de Ankara, 

Turquía. Se indujo la formación de biofilms en microplacas para luego 

llevarse a un enfrentamiento con la combinación de fagos y el cóctel de 

fagos con antibióticos, cada uno fue distribuído en alícuotas de 200 uL 

en cada pocillo de la microplaca, posteriormente fueron evaluados en 

distintos periodos de incubación (6, 24 y 48 horas). Se concluye que la 
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sinergia entre fagos y antibióticos presenta una inhibición superior del 

biofilm en comparación al uso individual de antibióticos.  

Grygorcewicz et al. (10) evaluaron la actividad antibiofilm de la terapia 

combinada de antibióticos con un cóctel de bacteriófagos en A. 

baumannii MDR. Las cepas fueron aisladas de ITUs en la Universidad 

Médica Pomerania de Polonia, y los fagos a partir de distintas muestras 

ambientales. La evaluación de la CMI y la prueba de susceptibilidad a 

antibióticos fue basada en el CLSI, donde se notó que el 40 % de las 

cepas fue resistente a meropenem. Se determinó la actividad 

antibiofilm mediante el ensayo de cristal violeta en microplaca, 

incubando la cepa por 24 horas para inducir la formación de biofilm, y 

luego el tratamiento con fagos individuales y en coctel durante 6 horas. 

Se demostró que el 60 % de cepas fueron fuertes productoras de 

biofilm. El coctel de cinco fagos combinado con sulfametoxazol 

demostró la mayor reducción del biofilm.  
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II.3. Glosario de términos  

● Actividad disruptiva del bacteriófago: Capacidad del bacteriófago 

para penetrar, desestructurar y romper la matriz de polisacáridos del 

biofilm, logrando así la lisis de las células bacterianas sésiles (28). 

● Bacteria oportunista: Es aquella bacteria que aprovecha e infecta 

un organismo con el sistema inmune debilitado (52). 

● Bacteria planctónica: Es aquella bacteria que vive flotando 

libremente en medios acuosos (53). 

● Bacteriófago: Son partículas virales infecciosas que pueden invadir 

y matar una bacteria específica a través del ciclo lítico (38). 

● Biofilm (biopelícula): Es una comunidad de microorganismos 

adherida a una superficie biótica o abiótica que se encuentra 

rodeada de una matriz de SPE, además son fisiológicamente 

distintas de las células planctónicas (11). 

● CMI: Es la concentración más baja de antibiótico que puede inhibir la 

bacteria después de incubarla (54). 

● Densidad óptica: Es el logaritmo negativo de la transmitancia, que 

es la fracción de la luz detectada al atravesar una cubeta que 

contiene una muestra (55). 

● Factor de virulencia: Permite que la bacteria pueda generar 

infecciones y sobreviva bajo condiciones ambientales estresantes 

(24).  

● Fase exponencial: Etapa del crecimiento microbiano donde las 

células se dividen a velocidad constante y máxima. Se presenta una 

alta uniformidad fisiológica, y su tasa de crecimiento se estabiliza. 

(53) 

● Halo: Manifestación macroscópica de la actividad despolimerizante 

de los bacteriófagos (9). 

● Infección nosocomial: Es aquella infección adquirida dentro de un 

hospital u otro establecimiento clínico (53). 

● Lipopolisacárido: El lipopolisacárido es un componente de la pared 

celular involucrado en la permanencia en el suero humano, además 

de provocar una respuesta proinflamatoria (24).  
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● MOI: La multiplicidad de infección es la proporción de partículas de 

fagos respecto a células bacterianas en un volumen dado (21). 

● MDR: Es la resistencia a 3 o más clases de antimicrobianos (49). 

● PDR: Es la resistencia a toda clase de antimicrobiano (49). 

● Placa de lisis: Placa transparente y visible a los ojos generada por 

la infección lítica del fago en la bacteria (37). 

● Prevalencia: Cantidad de veces que se encuentra determinada 

condición en una población en un momento determinado (56). 

● Quorum sensing: Es un tipo de comunicación entre bacterias para 

mantener la densidad poblacional (2,19). 

● Rango de hospedero: Habilidad de un bacteriófago de infectar 

distintas bacterias o cepas (38). 

● Sideróforos: Cinco grupos de moléculas quelantes de hierro de alta 

afinidad (24). 

● UFP: Es una partícula de fago infecciosa, que se presenta visible 

como una placa de lisis en un cultivo bacteriano en medio sólido 

(57). 

● Viabilidad de bacteriófagos: Capacidad de las partículas fágicas 

para conservar su infectividad y producir placas de lisis (57,58). 

● XDR: Es la resistencia a todas las clases de antimicrobianos, 

excepto a dos o menos (25,49). 
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III. HIPÓTESIS Y VARIABLES 

III.1. Hipótesis 

● H1: Los bacteriófagos obtenidos a partir de aguas residuales de 

un Hospital Materno Infantil de Lima Metropolitana presentan 

actividad disruptiva sobre el biofilm de A. baumannii MDR. 

● H0: Los bacteriófagos obtenidos a partir de aguas residuales de 

un Hospital Materno Infantil de Lima Metropolitana no presentan 

actividad disruptiva sobre el biofilm de A. baumannii MDR. 

 

III.2. Variables 

● Variable independiente: Concentración de bacteriófagos de 

Acinetobacter baumannii MDR  

● Variable dependiente: Densidad del biofilm de Acinetobacter 

baumannii MDR 
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III.3. Operacionalización de variables 

(*) La concentración de bacteriófagos adicionalmente se ajustó a 3 distintas 

multiplicidades de infección (MOI): 0,1; 0,01 y 0,001 para evidenciar la 

proporción bacteriófagos:bacterias en los micropocillos durante la exposición 

sobre el biofilm. 
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VARIABLES  DEFINICIÓN 
CONCEPTUAL 

DEFINICIÓN 
OPERACIONAL DIMENSIÓN INDICADOR 

TÉCNICA 
DE 

ANÁLISIS 

UNIDAD 
DE 

MEDIDA 

Concentración de 
bacteriófagos de 

A. baumannii 
MDR 

(VI: variable 
independiente) 

Virus 
específicos de 
A. baumannii 
MDR que se 

replican e 
infectan a esta 

cepa bacteriana. 
Actúan solo 
sobre este 

objetivo y no 
dañan la 
microflora 
normal del 

huésped (59). 

Cantidad de 
bacteriófagos 

aislados a partir 
de las aguas 

residuales de un 
Hospital Materno 
Infantil de Lima 
Metropolitana, 

que se replican e 
infectan en cepas 
de A. baumannii 

MDR, y que 
fueron purificados, 

cuantificados y 
evaluados en su 

estabilidad 
fisicoquímica.  

Aislamiento 
de 

bacteriófagos 

Presencia de 
bacteriófagos Spot test 

Presencia/ 
ausencia de 

placa de 
lisis 

Purificación y 
cuantificación 

de 
bacteriófagos 

Cantidad de 
Unidades 

Formadoras de 
Placas (UFP) 

Método de 
doble capa UFP/mL(*) 

Estabilidad a 
la variación 

de pH 

Viabilidad de 
bacteriófagos 

frente a la 
variación de 

pH 

Método de 
doble capa 

UFP/mL 
(expresado 
como % de 
viabilidad) 

Estabilidad 
térmica 

Viabilidad de 
bacteriófagos 

frente a la 
variación de 
temperatura 

Método de 
doble capa 

UFP/mL 
(expresado 
como % de 
viabilidad) 

Estabilidad a 
la luz UV 

Viabilidad de 
bacteriófagos 

frente a la 
variación del 

tiempo de 
exposición a 

la luz UV 

Método de 
doble capa 

UFP/mL 
(expresado 
como % de 
viabilidad) 

Densidad del 
biofilm de A. 

baumannii MDR 
(VD: variable 
dependiente) 

Cantidad de 
comunidad 
microbiana 

cubierta por una 
matriz de 

exopolisacáridos 
autosintetizada 

y generada 
sobre una 

superficie biótica 
o abiótica (11). 

Cantidad de 
biofilm de A. 

baumannii MDR 
generado en 

micropocillos, que 
serán expuestos a 

distintas 
concentraciones 
de bacteriófagos 
para evaluar su 

actividad 
disruptiva sobre el 

biofilm. 

Disrupción del 
biofilm 

Densidad 
óptica (DO) 

(λ=570 nm) del 
cristal violeta 

extraído  

Espectrofot
ometría 
UV-vis 

Unidades 
de DO 

(expresado 
como % de 
reducción 
del biofilm) 



 

IV. MATERIALES Y MÉTODOS 

IV.1. Área de estudio 

Las muestras de aguas residuales fueron recolectadas del Hospital 

Nacional Docente Madre-Niño “San Bartolomé”; Avenida Alfonso 

Ugarte N°825, Lima, Perú, coordenadas 12°2′59.28″ S, 77°2′31.19. 

Por otro lado, la fase experimental se realizó en el Instituto de 

Química Biológica, Microbiología y Biotecnología “Marco Antonio 

Garrido Malo” de la Facultad de Farmacia y Bioquímica de la 

Universidad Nacional Mayor de San Marcos. 

IV.2. Diseño de investigación 

● Básico: busca enriquecer el conocimiento. 

● Cuantitativo: los resultados son de carácter numérico. 

● Experimental: se manipula el efecto de una VI sobre la VD. 

IV.3. Población y muestra 

● Fase I: Aislamiento y caracterización del bacteriófago: 

- Población: Aguas residuales de un Hospital Materno Infantil. 

- Muestra: 2 frascos de 500 mL. 

- Unidad de estudio: Bacteriófagos aislados. 

● Fase II. Determinación de la actividad disruptiva de los fagos 

sobre el biofilm: 

- Población: Cepas de A. baumannii del cepario del Instituto de 

Química Biológica, Microbiología y Biotecnología “Marco 

Antonio Garrido Malo” de la Facultad de Farmacia y Bioquímica 

de la Universidad Nacional Mayor de San Marcos. 

- Muestra: Cepas escogidas de A. baumannii con perfil de 

multidrogo-resistencia. 

- Unidad de estudio: Biofilm maduro de A. baumannii MDR. 
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IV.4. Procedimientos, técnicas e instrumentos de recolección de 
información 

IV.4.1. Obtención de la cepa de A. baumannii MDR 

Las cepas fueron obtenidas del cepario del Instituto de Química 

Biológica, Microbiología y Biotecnología “Marco Antonio Garrido 

Malo” de la Facultad de Farmacia y Bioquímica de la Universidad 

Nacional Mayor de San Marcos, las cuales fueron aisladas a partir 

de muestras de pacientes de un hospital de Lima Metropolitana. 

Las cepas se mantuvieron refrigeradas en caldo TSB (Merck®) y 

glicerol a una temperatura de 4 °C bajo condiciones adecuadas. 

IV.4.2. Perfil de resistencia de las cepas 

Se accedió a los datos del perfil de resistencia antimicrobiana y se 

comprobó el carácter multidrogorresistente (MDR) de A. 

baumannii MDR, los cuales fueron obtenidos mediante el test de 

susceptibilidad antimicrobiana de acuerdo al CLSI M100, 35° ed 

(60). Este procedimiento consistió en utilizar un hisopo para tomar 

un inóculo a partir de TSB con cepa en fase exponencial, que 

luego se sembró en TSA, y se extendió en toda la superficie del 

agar Mueller-Hinton. Luego se expuso la cepa a discos con 

antibióticos para evaluar el halo de inhibición (60).  

IV.4.3. Recolección de muestra de aguas residuales 

La muestra de aguas residuales fue obtenida a partir de un 

Hospital Materno Infantil de Lima Metropolitana, con autorización 

institucional mediante el Oficio N°0447-OADI-2026/ 

CIEI-CI-HONADOMANI-SB. La recolección de la muestra se 

realizó en frascos de vidrio estériles con capacidad de 500 mL. 

Posteriormente a la recolección, una porción de la muestra fue 

empleada para determinar el rango de pH mediante tiras de papel 

indicador. Seguidamente la muestra fue transportada al 

laboratorio en condiciones de refrigeración evitando la exposición 
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a la luz y manteniendo la cadena de frío con geles de refrigeración 

para su posterior procesamiento (61).  

IV.4.4. Aislamiento y detección de los bacteriófagos 

Se centrifugó 50 mL de la muestra de aguas residuales a 4500 

rpm por 10 minutos a temperatura ambiente. Posteriormente, el 

sobrenadante se filtró a través de papel filtro 0,45 µm 

(Whatman®). Para el enriquecimiento de los bacteriófagos, se 

mezcló 50 mL del filtrado con CDC en una proporción 1:1 y se 

añadió una colonia de A. baumannii MDR. La mezcla fue 

incubada a 37 °C durante 24 h. Pasado el tiempo de incubación, 

se centrifugó y se filtró en viales estériles a través de una jeringa 

estéril con filtro bacteriológico de 0,22 μm (MS®) para remover 

completamente las bacterias (9,54). 

Para la detección de los bacteriófagos se empleó la técnica del 

Spot test, basada en Kropinski et al. (57), en una placa de agar 

nutritivo solidificado (1,5 %), mediante el remojo de un hisopo 

estéril, se agregó una suspensión de A. baumannii MDR en fase 

exponencial con un equivalente al estándar 0,5 de McFarland 

(preparada en un Densitómetro Biosan® DEN 1B), la cual fue 

distribuida en toda la superficie del agar. Luego se dejó secar por 

10 minutos para llevarlo a incubación a 37 °C por 6 horas. Pasado 

el tiempo de incubación se colocó 5 µL del filtrado obtenido del 

aislamiento en tres puntos equidistantes, dejándolos reposar por 

20 minutos antes de llevar a incubar a 37 °C por 18 horas (62, 

57). 

IV.4.5. Purificación y cuantificación de bacteriófagos 

Se utilizó el método de doble capa, el cual consistió en colocar 

sobre una placa Petri el underlay (capa inferior) compuesto por 

agar nutritivo solidificado (1,5 %), al cual se le agregó el overlay 

(capa superior) (Figura 1). Esta última capa estuvo compuesta de 

agar nutritivo (0,5 %), 100 µL del filtrado de fagos en distintas 
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diluciones en suero fisiológico (desde 10-4
 hasta 10-8) y 100 µL de 

la suspensión de A. baumannii MDR en fase exponencial con un 

equivalente al estándar 0,5 de McFarland. Una vez vertido, se dejó 

en reposo secando durante 20 minutos y luego se llevó a incubar a 

37°C por 18 horas (48,54). 

 

Figura 1. Diagrama del método de doble capa (Referencia 

propia). 

La purificación fue realizada en la dilución que permitió observar 

de forma aislada distintas formas y tamaños de placas de lisis 

obtenidas en el primer doble capa realizado, donde se tomó la 

placa de lisis que presentó un halo más grande y traslúcido, y se 

inoculó en 5 mL de TSB (que contenía la cepa en suspensión),  la 

cual fue incubada a 37 °C por 18 h. Se centrifugó y luego se filtró 

a través de una membrana de 0,22 μm para nuevamente realizar 

el método de doble capa, lo cual se repitió hasta la observación 

de una misma morfología de las placas de lisis (37,48). 

Para la cuantificación, se realizó nuevamente la técnica de doble 

capa utilizando el fago purificado en una dilución que permita 

tener un rango contable de placas de lisis, abarcando desde 

dilución 10-4 hasta 10-7. Los resultados se expresaron como 

unidades formadoras de placas por mililitro (UFP/mL) (40,48).

34 



 

IV.4.6. Estabilidad fisicoquímica del bacteriófago 

IV.4.6.1. Estabilidad térmica 

El tratamiento térmico fue realizado por baño maría utilizando 

tubos TSB que contenían una dilución conocida del bacteriófago, 

los cuales fueron incubados a diferentes temperaturas (50 °C, 60 

°C y 70 °C) a diferentes intervalos de tiempo (30 y 60 minutos). 

Pasado el tiempo de tratamiento, se retiraron y se llevaron a un 

baño de agua fría (4 °C), posteriormente se realizó la titulación de 

bacteriófagos mediante el método de doble capa utilizado en la 

cuantificación, en donde se empleó 100 µL de la dilución 

conocida de los bacteriófagos expuestos y 100 µL de la 

suspensión de A. baumannii MDR en fase exponencial sin 

exposición, así mismo, se utilizó como control positivo la dilución 

conocida de fagos que permitió tener un rango contable de 

placas de lisis (63).  

IV.4.6.2. Estabilidad a la variación de pH 

Se preparó diluciones conocidas de bacteriófagos en tubos con 

suero fisiológico, posteriormente fueron llevados a distintos pH (3, 

6, 7 y 9), siendo ajustados con hidróxido de sodio 0,1 N o ácido 

clorhídrico 0,1 N según lo requerido. Se realizó el seguimiento de 

los valores utilizando un medidor multiparámetro de pH calibrado 

y verificado (63). Las diluciones preparadas y ajustadas fueron 

incubadas a 37 °C por 60 minutos. Se realizó la titulación de 

bacteriófagos mediante el método de doble capa descrito en la 

cuantificación, tomándose 100 µL de los tubos post-exposición a 

la temperatura y 100 µL de la suspensión de A. baumannii MDR 

en fase exponencial (41,63). 

IV.4.6.3. Estabilidad a la luz UV 

Se preparó una dilución de bacteriófagos conocida en suero 

fisiológico y se vertió 2,5 mL en placas Petri de vidrio. Estas 

fueron colocadas dentro de una cabina con lámpara de luz UV 
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(290 nm) a 30 cm de distancia de la lámpara durante 30, 60, 90 y 

120 segundos (64). Posteriormente, se realizó el método de doble 

capa descrito en la cuantificación, tomando 100 µL de la dilución 

de fagos expuesta y 100 µL de una suspensión de A. baumannii 

MDR en fase exponencial (41,44). 

Todos los resultados de estabilidad se expresaron como 

porcentaje (%) de viabilidad de los fagos después de la 

exposición a las distintas temperaturas, pH y tiempo bajo la luz 

UV; considerando la siguiente fórmula: 

 

IV.4.7. Determinación de la actividad antibiofilm de los 
bacteriófagos 

Con el objetivo de determinar la capacidad disruptiva del 

bacteriófago frente al biofilm maduro de A. baumannii MDR se 

utilizó el método de microtitulación de biofilm con cristal violeta 

basado en el método de Stepanovic et al. (65) con ligeras 

modificaciones (33,66,67). 

Evaluación de la capacidad de formación de biofilm: Se 

determinó la capacidad de formación de biofilm de las cepas 

clínicas susceptibles al fago aislado, donde posteriormente solo 

se realizó el ensayo con las cepas que presentaron una 

capacidad de formación de biofilm de clasificación débil a fuerte, 

pero no aquellas no formadoras de biofilm. El criterio de 

clasificación está descrito en la Tabla 1, donde DOc es la 

densidad óptica de corte, definida como tres veces la desviación 

estándar por encima del promedio de la densidad óptica del 

control negativo; y DOb es el promedio de la densidad óptica del 

biofilm formado (65).  
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Tabla 1. Criterio de clasificación para la capacidad de formación 

de biofilm (65). 

 

 

 

 

 
DOc: Densidad óptica de corte (control negativo). DOb: Densidad 

óptica del biofilm formado. 

Preparación del inóculo bacteriano: Se llevó cada cepa de A. 

baumannii MDR en fase exponencial a un equivalente al estándar 

0,5 de McFarland en TSB. Posteriormente, se dispensaron 

alícuotas de 150 μL de cada suspensión en microplacas estériles 

con base plana de 96 pocillos. 

Formación del biofilm: Se emplearon dos microplacas estériles, 

una exclusivamente para la formación de biofilm y otra para 

evaluar la acción de los bacteriófagos en el biofilm ya formado. 

Como control negativo se emplearon 150 μL de TSB, con la 

finalidad de verificar la esterilidad durante todo el procedimiento. 

Por otro  lado, como control positivo de referencia se empleó la 

cepa A. baumannii ATCC 19606 ajustada a la misma escala 

McFarland en TSB. Se indujo la formación de biofilm incubando 

las microplacas a 37 °C por 24 horas (66,67). 

Cuantificación del biofilm: Para cuantificar el biofilm, se utilizó el 

método de tinción con cristal violeta (65). Una vez formado el 

biofilm, las microplacas se lavaron por triplicado con buffer fosfato 

salino (pH 7,4) para eliminar las células planctónicas no 

adheridas, luego se dejó secar por 30 minutos. Se realizó la 

fijación del biofilm con 200 μL de metanol durante 15 minutos, que 

posteriormente fue drenado, se dejó secar por 30 minutos. Se 

añadieron 250 μL de cristal violeta 0,1 % a los micropocillos con el 
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CAPACIDAD DE FORMACIÓN DE BIOFILM 

Fuerte 4 DOc < DOb 

Moderado 2 DOc < DOb ≤ 4 DOc 

Débil DOc < DOb ≤ 2 DOc 

No formador DOb ≤ DOc 



 

biofilm ya formado, dejando reposar durante 15 minutos, luego 

fueron lavados por triplicado con buffer fosfato salino y se dejó 

secar por 30 minutos. Se retiró el cristal violeta adherido al biofilm 

utilizando 250 μL de etanol 96° por pocillo, luego se agitó 

ligeramente para asegurar una extracción uniforme (66) y se 

realizó la lectura a 570 nm utilizando un lector de microplacas 

ELISA (Biobase-EL10A®) (54). 

Tratamiento del biofilm: Se realizó el tratamiento del biofilm con 

distintas multiplicidades de infección de los bacteriófagos: MOI 0,1 

equivalente a 1,8 x 107 UFP/mL; MOI 0,01 equivalente a 1,8 x 106 

UFP/mL y MOI 0,001 equivalente a 1,8 x 105 UFP/mL. Se 

añadieron 150 μL de cada dilución sobre los pocillos con biofilm 

maduro y se dejaron incubando a 37 °C por 18 h. Transcurrido el 

tiempo de la acción bacteriolítica, el biofilm residual fue teñido con 

cristal violeta y posteriormente solubilizado para la determinación 

de la densidad óptica a 570 nm (22). Todos los ensayos se 

realizaron por quintuplicado.  

La actividad de los bacteriófagos sobre el biofilm maduro se 

determinó en base a las lecturas de la densidad óptica del biofilm 

(CB) (formado en los micropocillos de la microplaca control), del 

control negativo (CN) y del grupo experimental tratado con fagos 

(GE), utilizando la siguiente ecuación (59):  

 
 

Por lo tanto, la disrupción del biofilm evalúa la diferencia entre la 

densidad del biofilm formado y la densidad del biofilm residual 

posterior a la exposición a los fagos. 

IV.5. Análisis estadístico 

Los datos de la densidad óptica del biofilm maduro de A. baumannii 

MDR expresados en respuesta a las distintas concentraciones de 

bacteriófagos (expresados como MOI 0,001; 0,01 y 0,1) y al grupo 
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control sin tratamiento fueron procesados en el software IBM SPSS 

Statistics v. 26. Se calcularon las medias y desviaciones estándar 

para cada condición experimental.  

Los supuestos estadísticos se verificaron mediante la prueba de 

Shapiro-Wilk para la normalidad y el test de Levene para la 

homogeneidad de varianzas. Para comparar la reducción de la 

densidad óptica respecto al control y entre los diferentes MOI, se 

aplicó un análisis de varianza de una vía ANOVA, seguido de la 

prueba de comparaciones múltiples de Tukey. Todos los análisis 

consideraron un nivel de significancia de α = 0,05. 

V. RESULTADOS 

V.1. Presentación y análisis de los resultados 

V.1.1. Perfil de resistencia de las cepas 

Las cepas de A. baumannii obtenidas del cepario del Instituto de 

Química Biológica, Microbiología y Biotecnología “Marco Antonio 

Garrido Malo” son cepas clínicas que presentan resistencia a los 

carbapenems (imipenem, meropenem), fluoroquinolonas 

(levofloxacino, ciprofloxacino), aminoglucósidos (tobramicina, 

amikacina) y betalactámicos con inhibidores de betalactamasa 

(piperacilina-tazobactam, ampicilina-sulbactam). Estos perfiles 

encajan dentro de la categoría de multidrogo-resistencia según 

Magiorakos et al. (68). 

V.1.2. Aislamiento y detección de los bacteriófagos 

Las aguas residuales obtenidas del Hospital Materno Infantil 

fueron enfrentadas a 10 cepas clínicas de A. baumannii MDR, 

donde se logró aislar un único bacteriófago, al que se le denominó 

vB_Aba, correspondiente a la cepa bacteriana “C19”. Mediante el 

método de Spot test, el fago aislado fue enfrentado a las demás 

cepas para ampliar el número de hospederos en el presente 

estudio, donde se observaron placas de lisis que demostraron 

actividad de vB_Aba sobre la cepa bacteriana “C12”; además se 
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utilizó la cepa A. baumannii ATCC 19606 y se verificó la 

capacidad lítica del fago sobre esta. En las tres cepas se observó 

la presencia de un halo alrededor de las placas de lisis (Figura 2). 

El almacenamiento de fagos se realizó en crioviales con glicerol al 

15 % a una temperatura de -20 °C, manteniéndose protegidos de 

la luz. 

 

Figura 2. Spot test positivo de vB_Aba con presencia de halos en 

cepas de A. baumannii. 

V.1.3. Cuantificación de los bacteriófagos 

Se determinó la concentración de bacteriófagos aislados mediante 

la técnica de doble capa, donde el número de placas de lisis fue 

inversamente proporcional a la dilución de fagos inoculados. La 

dilución de fagos 10-6 permitió hacer el recuento de placas de lisis 

en el rango de 30 a 300 UFP (57), obteniéndose una 

concentración aproximada de 6x108 UFP/mL tanto en C12 como 

en C19 (Figura 3). 
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Figura 3. Placas de lisis observadas en la cuantificación de los 

bacteriófagos por el método de doble capa. a) C12 b) C19. 

El tamaño de las placas de lisis observado a las 18 horas de 

incubación fue de 1-4 mm de diámetro, con una mediana de 3 

mm. Por otro lado, las zonas de aclaramiento (halos) presentan 

diámetros de 5-11 mm, con una mediana de 7 mm. Además, se 

observó la expansión progresiva de estos halos con el transcurso 

del tiempo. 

V.1.4. Estabilidad fisicoquímica del bacteriófago 

V.1.4.1. Estabilidad térmica 

La dilución preparada de los bacteriófagos C12 y C19 

fue expuesta a variaciones en la temperatura, donde no 

se evidenciaron cambios notables entre los dos tiempos 

de exposición (30 y 60 minutos) a cada temperatura. A 

los 50 °C los fagos se mantuvieron muy estables en 

ambos tiempos, reduciendo su concentración entre 

15-20 %; a los 60 °C disminuyó hasta casi un 80 %, y a 

los 70 °C se redujo hasta un 100 % (Figura 4 y 5).   
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Figura 4. Estabilidad de vB_Aba en C12 a diferentes 

temperaturas (50, 60, 70 °C) en distintos tiempos (30, 60 

minutos). 

 

Figura 5. Estabilidad de vB_Aba en C19 a diferentes 

temperaturas (50, 60, 70 °C) en distintos tiempos (30, 60 

minutos). 

V.1.4.2. Estabilidad a la variación de pH 

Al evaluar el bacteriófago vB_Aba a diferentes pH (3, 6, 

7, 9) se observó que en A. baumannii MDR C12 mostró 

mayor estabilidad al pH que en la cepa C19, pues en los 

pH evaluados se mantuvo con mayor porcentaje de 

viabilidad. Se observó que en C12 como en C19 el 

mayor porcentaje de fagos se encontró en pH 7 
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(considerándose como 100 %), posteriormente se 

evidenció una ligera disminución en pH 6 y 9, y 

presentaron los valores más bajos en pH 3 

(aproximadamente 60 % de viabilidad) (Figura 6). 

 

Figura 6. Estabilidad de vB_Aba en C12 y C19 a 

diferentes rangos de pH (3, 6, 7, 9). 

Por otro lado, a los 5 días posteriores a la refrigeración 

de las placas evaluadas, se observó crecimiento de 

colonias sobre las placas de lisis en todos los pH 

evaluados de la cepa C12; sin embargo, estas no se 

observaron en la cepa C19 (Figura 7). 

 

Figura 7. Apariencia de placas de lisis en placas 

refrigeradas del ensayo de estabilidad al pH.  

a) C12 b) C19. 
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V.1.4.3. Estabilidad a la luz UV 

Del mismo modo, se evaluó la estabilidad de vB_Aba 

frente a la exposición a luz ultravioleta, evidenciando una 

correlación inversa entre el tiempo de exposición a la luz 

UV y el número de placas de lisis observadas, siendo así 

que a los 30 segundos de exposición se observó una 

reducción de aproximadamente 85 % de fagos, luego a 

los 60 segundos permaneció solo 1 % de fagos (Figura 

8), y posterior a ello su inactivación total (Figura 9).  

 

Figura 8. Estabilidad de C19 a la luz UV. a) Sin 

exposición b) Con 60 segundos de exposición. 

 

 

Figura 9. Estabilidad de vB_Aba en C12 y C19 frente a 

la exposición a la luz UV en distintos tiempos. 
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V.1.5. Determinación de la actividad antibiofilm de los 
bacteriófagos 

La evaluación de la capacidad formadora de biofilm de las cepas 

en evaluación mostró que A. baumannii MDR C12 es una cepa no 

formadora de biofilm, por lo cual no continuó siendo utilizada en 

este ensayo; por otro lado, la cepa C19 mostró ser una fuerte 

formadora de biofilm, mostrando grandes halos adheridos a la 

pared de los pocillos (Figura 10). Además, se comprobó la robustez 

del método al observarse que A. baumannii ATCC 19606 es una 

fuerte formadora de biofilm, por encima de la capacidad de la cepa 

C19. 

 

Figura 10. Formación de biofilm de C19 en microplaca luego de ser 

teñidos con CV 0,1 % y representación gráfica.  

 

Al evaluar la actividad disruptiva del bacteriófago vB_Aba frente al 

biofilm maduro de A. baumannii MDR C19, utilizando los 

preparados con MOI: 0,001 (DO 0,072±0,007); 0,01 (DO 

0,126±0,021) y 0,1 (DO 0,180±0,030), se observó que el 

tratamiento con MOI 0,001 mostró el mayor porcentaje de actividad 

disruptiva, reduciendo el 99,6 % del biofilm bacteriano. Se mantuvo 

un grupo control (sin tratamiento) para determinar la concentración 

inicial del biofilm maduro y evaluar las diferencias en la densidad 

óptica post-tratamiento, observándose una DO significativamente 

mayor a los pocillos tratados (Figura 11). 
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Figura 11. Porcentaje de disrupción de biofilm de A. baumannii 

MDR C19 por vB_Aba. 

 

El análisis de varianzas (ANOVA) demostró que la exposición a las 

distintas concentraciones del bacteriófago reduce de manera 

significativa la densidad óptica del biofilm maduro de A. baumannii 

MDR (F(2,12) = 31,15; p < 0,001). Posteriormente, la prueba 

post-hoc de Tukey confirmó diferencias estadísticas significativas al 

comparar todas las multiplicidades de infección (MOI) entre sí. Al 

evaluar los tratamientos, el MOI 0,001 (DO: 0,072±0,007) exhibió la 

mayor capacidad de disrupción sobre el biofilm, superando al MOI 

0,01 (p = 0,005) y al MOI 0,1 (p < 0,001) (ver Anexo 8). Este 

hallazgo demuestra que la menor dosis evaluada optimiza la 

cinética de lisis y la difusión del fago en la matriz de 

exopolisacáridos.  

46 



 

VI. DISCUSIÓN 

Acinetobacter baumannii MDR es un patógeno oportunista asociado a 

infecciones nosocomiales, entre ellas la neumonía asociada a ventilación 

mecánica, con capacidad de colonización e invasión celular, favoreciendo 

su diseminación hacia diversos tejidos (69). A causa de estas 

características y a su perfil de multirresistencia, a lo largo del tiempo se han 

investigado métodos que ataquen específicamente a la cepa que no 

resulten perjudiciales con las células del huésped. Bajo este contexto, la 

terapia con bacteriófagos ha resaltado como una alternativa prometedora, 

ya que no se ha evidenciado citotoxicidad (70), lo que justifica la necesidad 

de evaluación e investigación. 

La formación de placas de lisis observada en el spot test y ensayo de doble 

capa (Figura 2 y 3) evidenció la actividad lítica del bacteriófago aislado de 

aguas residuales hospitalarias, frente a cepas de A. baumannii MDR. Esta 

formación indica una interacción entre el bacteriófago y la cepa hospedera, 

lo cual es respaldado con lo presentado por Wintachai et al. (71). Se evaluó 

la actividad lítica del bacteriófago frente a 10 cepas clínicas de A. baumannii 

MDR, observándose que el bacteriófago vB_Aba pudo lisar únicamente a 

dos cepas de A. baumannii MDR C12 y C19, la cuales mostraron placas de 

lisis uniformes, de mayor tamaño y bien definidas. Caso contrario, las 8 

cepas restantes no presentaron alteraciones en su crecimiento, lo cual 

evidencia la alta especificidad de los fagos, incluso dentro de la misma 

especie bacteriana. Esta especificidad guarda estrecha relación con las 

características de la pared celular bacteriana, que incluso puede ser 

modificada como mecanismo de defensa (72). El perfil de resistencia de las 

cepas C12 y C19 presenta bastante similitud, lo cual podría explicar el 

porqué ambas fueron susceptibles al mismo fago. Diversos estudios 

encontraron una asociación entre la resistencia bacteriana a ciertos 

antibióticos con la susceptibilidad a los fagos (73). 

Según lo descrito en el presente estudio, las zonas de lisis se encontraron 

rodeadas por halos que crecieron de forma progresiva con el transcurrir del 

tiempo. Vukotic et al. (9) confirman este comportamiento en fagos aislados y 
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enfrentados contra A. baumannii en la expansión de halos de forma 

progresiva de 2 o 3 mm por día; la velocidad de esta expansión puede estar 

asociada a características particulares del bacteriófago, así como a la 

variabilidad genética de la cepa enfrentada. Además, demostraron que los 

halos más próximos a las zonas de lisis presentaron altas concentraciones 

de fagos, sin embargo, las zonas más distantes no presentaron ningún fago, 

quedando demostrado que los halos se expanden por la difusión pasiva de 

las enzimas (9). 

Del mismo modo, Blasco et al. (33) describieron zonas de aclaramiento 

atribuidas a la actividad de enzimas como la despolimerasa en 

bacteriófagos contra A. baumannii. Esta propiedad enzimática permite 

degradar polisacáridos capsulares y la matriz extracelular (9), lo que 

potencia su eficacia frente a comunidades bacterianas organizadas en 

biofilm, al facilitar la interacción con los receptores específicos de la 

superficie bacteriana (28,71).  

A pesar de que en el presente estudio no se realizó un análisis genómico, 

las características observas en las placas de lisis translúcidas sugieren que 

vB_Aba podría corresponder a un bacteriófago con ciclo lítico. Esta 

inferencia es consistente con lo reportado en estudios previos, como el 

realizado por Baginska et al., donde el único fago lítico aislado no presentó 

proteínas integrasas ni proteínas represoras CI, a diferencia de los demás 

fagos lisogénicos (50).                                                                                                                

Diversas investigaciones han demostrado que los bacteriófagos pueden 

inactivarse o ver afectada su viabilidad por múltiples factores como la 

temperatura, pH y luz UV, las cuales fueron estudiadas en el presente 

trabajo durante periodos de tiempo progresivos. Se evidenció que vB_Aba 

se mantiene relativamente estable a una temperatura de 50 °C y 60 °C pero 

queda inactivado al 100 % cuando es expuesto por 1 h a 70 °C. Se ha 

demostrado que la exposición a altas temperaturas como 65 °C conlleva al 

desprendimiento del complejo de la cola del fago, ocasionando la eyección 

del material genético; además la exposición a temperaturas mayores como 

80 °C puede conllevar a la desnaturalización de la cápside (74). Por lo 
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tanto, los resultados obtenidos son congruentes con la literatura, resaltando 

la importancia de evitar la exposición a altas temperaturas. 

El pH es capaz de afectar la cápside de los bacteriófagos debido a su 

composición proteica, ya que se desnaturalizan a valores extremos de pH y 

el genoma queda expuesto a ser hidrolizado (75,76). La estabilidad al pH 

demostró que vB_Aba se encuentra relativamente estable en el rango de 

pH 6 a 9, pero menor viabilidad a pH 3 (ácido).  Estas características de 

estabilidad le otorgan cierta viabilidad para ser utilizada como terapia fágica 

y ser administrada por vía oral pues no se verá muy comprometida por los 

distintos pH y temperaturas del tracto digestivo (22).  

Baginska et al. (50) mencionan además que los bacteriófagos pueden ser 

afectados por desinfectantes, iones metálicos y la exposición a la luz UV. En 

el presente estudio se evidenció que la exposición del lisado de 

bacteriófago (104 UFP/mL) a la luz UV bajo las condiciones del ensayo, 

durante un tiempo superior a 1 minuto, tuvo como consecuencia la 

inactivación total del bacteriófago. Del mismo modo, Nayagam halló una 

inactivación total pasado el minuto de exposición a la luz UV (77). La luz 

ultravioleta tipo C (254 nm) tiene una potente actividad virucida debido a 

reacciones fotoquímicas en la cápside (por la densidad de aminoácidos 

aromáticos), envoltura y/o ácidos nucleicos de los virus (64,78). También se 

presenta distinta susceptibilidad a la luz UV debido a la estructura y longitud 

del genoma, donde se sabe que los ácidos nucleicos monocatenarios y de 

mayor longitud son más susceptibles que los bicatenarios y de menor 

longitud (64). Es por ello que deben mantenerse cubiertos de la luz para 

evitar su degradación. 

En relación con los resultados obtenidos, se observó una diferencia 

marcada en la capacidad de formación biofilm entre las dos cepas de A. 

baumannii MDR analizadas, a pesar de pertenecer a la misma especie, 

presentar perfiles de resistencia similares y una respuesta comparable ante 

el bacteriófago vB_Aba. Estas diferencias pueden estar asociadas al origen 

clínico de los aislamientos. En este sentido la cepa C19, obtenida de 

secreción bronquial, mostró una alta capacidad de formación de biofilm, 
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mientras que la C12, aislada de sangre, presentó una capacidad 

significativamente menor.  

Este resultado coincide con lo reportado por estudios previos, como el 

descrito por Ahmad I et al. (79), quienes señalan que la variabilidad en la 

capacidad de formación de biofilm entre cepas clínicas de A. baumannii 

puede atribuirse a diferencias genéticas que regulan la expresión de 

factores asociados a la adhesión y producción de matriz extracelular. Entre 

estos factores destaca pili Csu, el cual ha sido descrito como un 

determinante importante en la adhesión a células epiteliales y en las etapas 

iniciales de formación de biofilm. 

La formación de biofilm representa un factor de gran relevancia clínica, ya 

que dificulta la erradicación bacteriana al limitar la penetración de 

antibióticos y la acción del sistema inmunológico del huésped. Como se 

describió previamente, la observación de halos en placa confirma la 

actividad despolimerasa de los bacteriófagos aislados. Estos resultados, en 

conjunto con los obtenidos en la evaluación de densidad óptica en el 

ensayo de micropocillos, evidenciaron la actividad del bacteriófago frente a 

biofilms de A. baumannii MDR. Este efecto podría atribuirse a la capacidad 

del bacteriófago para penetrar y desestructurar un biofilm previamente 

formado, así como la inhibición del crecimiento bacteriano, lo que impediría 

la formación de la biopelícula (32). Ambos mecanismos resultan ser de 

suma relevancia desde el punto de vista terapéutico, teniendo en 

consideración que el biofilm constituye un factor de virulencia de suma 

importancia, debido a su asociación a complicaciones clínicas mayores.  

Se debe de tener en consideración la pérdida de susceptibilidad bacteriana 

al bacteriófago con el paso del tiempo (Figura 7), fenómeno que puede 

explicarse por la adquisición de resistencia mediada por modificaciones en 

los receptores bacterianos involucrados en la infección fágica (38). Bajo 

este contexto, diversos estudios sugieren el uso de bacteriófago como 

agentes sensibilizadores de antibióticos o como agentes moduladores de 

virulencia, más que como agentes bactericidas (51). La sinergia de 

bacteriófagos y antibióticos ha demostrado un efecto beneficioso en la 
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eliminación del biofilm de Acinetobacter baumannii, según lo reportado por 

Grygorcewicz et al. (10). No obstante, los autores señalan que 

concentraciones elevadas de antibióticos podrían destruir las bacterias 

localizadas en la superficie del biofilm, lo que potencialmente limitaría la 

penetración y propagación del bacteriófagos hacia las capas más profundas 

del biofilm. 

Es importante resaltar que, aunque las cepas C12 y C19 se comporten de 

forma similar con relación al fago vB_Aba y presenten un muy parecido 

perfil de resistencia bacteriana, la C12 resultó ser no formadora de biofilm y 

la C19 una fuerte formadora de biofilm. Esta capacidad puede ser explicada 

por el origen de la muestra clínica y características genéticas propias.  

Además, el MOI con mayor actividad disruptiva frente al biofilm maduro de 

A. baumannii fue el MOI 0,001. Según lo realizado por Orozco et al., no 

hallaron diferencias significativas en la disrupción del biofilm utilizando 

distintos MOI (3) para un mismo bacteriófago aislado; no obstante, según lo 

hallado por Baginska et al., el MOI óptimo fue muy distinto utilizando 

distintos bacteriófagos contra la misma cepa (50). Este hallazgo sugiere que 

el MOI óptimo puede variar considerablemente incluso entre bacteriófagos 

que infectan al mismo hospedero (28), lo que resalta la importancia de la 

determinación experimental de este parámetro. 

VII. CONCLUSIONES 

● Se aisló un bacteriófago que fue denominado vB_Aba, a partir de la 

muestra de aguas residuales de un hospital Materno Infantil de Lima 

Metropolitana, el cual presentó actividad lítica sobre las cepas C12 y 

C19 de A. baumannii MDR. 

● Los fagos demostraron ser estables a la exposición a 50 °C pero 

inestables en 60 y 70 °C; así mismo demostraron tener mayor 

estabilidad a pH 7, pero la menor estabilidad a pH 3 (ácido); en cuanto a 

la exposición UV se demostró una correlación inversa, donde a mayor 

tiempo de exposición se presentó un menor recuento de placas de lisis, 

alcanzando la completa eliminación a los 2 minutos. 
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● Se confirmó la actividad disruptiva de los bacteriófagos frente al biofilm 

de A. baumannii MDR, donde todos los MOI evaluados (0,1; 0,01 y 

0,001) redujeron el biofilm maduro. Sin embargo, la menor concentración 

de fagos evaluada (MOI 0,001) redujo el biofilm en mayor porcentaje (99 

%) en comparación al control negativo. Se demuestra que los fagos 

aislados a partir de aguas residuales representan una alternativa 

potencial para el control y erradicación de A. baumannii MDR.  

VIII. RECOMENDACIONES 

● Se recomienda someter el lisado de fagos a estudios de microscopía 

electrónica de transmisión, para poder observar la morfología y tamaño 

de los bacteriófagos, además realizar su secuenciación genómica, para 

confirmar su tipo de ciclo e identificar los genes involucrados en la 

actividad lítica y posteriormente clasificarlos según el Comité 

Internacional de Taxonomía de Virus (ICTV). 

● Para utilizar los bacteriófagos aislados con fines terapéuticos, se debe 

realizar su estabilidad para almacenamiento a largo plazo, conocer su 

rango de hospedero frente a más cepas de A. baumannii y otras 

especies bacterianas, así como estudios clínicos para determinar su 

seguridad en los pacientes. 

● En cuanto al biofilm bacteriano, es importante discriminar la totalidad de 

la actividad de los fagos sobre este mediante estudios de metabolismo 

bacteriano, recuento de células viables post-tratamiento y observación al 

microscopio electrónico de transmisión. 
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X. ANEXOS  

ANEXO 1: Muestreo de aguas residuales 

 

a. Apertura de la zona de muestreo. 

 

b. Zona de muestreo. 

 

c. Aguas residuales muestreadas. 
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ANEXO 2: Aguas residuales hospitalarias recién muestreadas. 

 
 
ANEXO 3: Activación de las cepas de A. baumannii MDR. 

 
 

ANEXO 4: Incubación en caldo doble concentrado. 
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ANEXO 5: Centrifugación de las muestras, posterior a la incubación en caldo 
doble concentrado. 

 
ANEXO 6: Escala McFarland 0,5 de A. baumannii MDR. 

 
 
ANEXO 7: Observación de las placas de lisis en la cepa de A. baumnnii MDR 
mediante el método de doble capa. 
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ANEXO 8: Reportes del análisis estadístico 
 
Estadísticas descriptivas para la densidad del biofilm de A. baumannii MDR 
según el MOI de fagos expuesto. 

 
 
 
Prueba de normalidad de Shapiro-Wilk. 

 
 
 
Prueba de homogeneidad de varianzas de Levene. 

 
 
Prueba de igualdad de medias de ANOVA. 
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Prueba de comparaciones múltiples (post-hoc) de Tukey. 
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