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Abstract 
La sepsi è una condizione pericolosa per la vita che 
si verifica quando la risposta dell’organismo ad 
un'infezione provoca lesioni ai propri stessi tessuti 
e organi. È dei più rilevanti problemi di salute 
pubblica, e secondo l'Organizzazione Mondiale 
della Sanità (OMS), colpisce oltre 30 milioni di 
persone in tutto il mondo ogni anno, con più di 6 
milioni di morti.   
Nel Dipartimento di Emergenza (DE), la sepsi è 
un'emergenza medica comune e grave che 
richiede un riconoscimento e un trattamento 
tempestivi per migliorare gli outcome clinici. 
Inoltre, lo sviluppo della resistenza ai farmaci 
antimicrobici (AMR) minaccia ulteriormente la 
salute umana a livello globale. L'unico modo per 
affrontare la diffusione e l'emergere dell'AMR è 
attraverso la rilevazione attiva e l'identificazione 
dei patogeni insieme alla rapida quantificazione 
dell’eventuale resistenza. 
Per migliorare la gestione della sepsi è essenziale 
conoscere ed impiegare le principali tecniche 
diagnostiche, al fine di consentire la più efficace 
terapia antibiotica e l’eliminazione dei 
microorganismi patogeni.  
Il gold-standard attuale per la diagnosi di sepsi è 
costituito dalla emocoltura su sangue periferico. 
Tuttavia tale metodo richiede un tempo elevato 
ed ha una ridotta sensibilità, con molti falsi 
negativi soprattutto in caso di batteri a crescita 
lenta o precedente terapia antibiotica.  
Rispetto al metodo convenzionale, i metodi 
diagnostici più moderni sono in grado di analizzare 
i campioni di sangue, ottenendo risultati accurati 
in tempi brevi, e fornendo inoltre informazioni utili 
ad identificare i patogeni portatori di geni di 
resistenza antimicrobica.  
Questa review ha lo scopo di evidenziare i limiti e 
le caratteristiche delle attuali tecniche 
diagnostiche per la sepsi, e descrivere i vantaggi e 

le difficoltà poste dallo sviluppo delle nuove 
tecniche di diagnostica microbiologica.  
Keywords: Sepsi; Esami microbiologici colturali; 
Antibiotico resistenza. 

Introduzione 
La sepsi è una condizione pericolosa per 

la vita che si verifica quando la risposta 
dell’organismo ad un'infezione provoca 
lesioni ai propri tessuti e organi. Secondo 
l'OMS la sepsi colpisce oltre 30 milioni di 
persone in tutto il mondo ogni anno, con oltre 
6 milioni di morti. Nel ED, la sepsi è 
un'emergenza medica comune e grave che 
richiede un riconoscimento e un trattamento 
tempestivi per migliorare i risultati1.  

Tuttavia, la diagnosi di sepsi può essere 
difficile, conducendo ad un trattamento 
ritardato con un aumento altrimenti evitabile 
della morbilità e della mortalità2. Le cause 
sottostanti questi ritardi, nei pazienti valutati 
in ED sono varie: 

• Presentazione atipica. La sepsi può 
presentarsi con sintomi molto vari e molto 
frequenti nella popolazione valutata3. I 
sintomi più comuni sono la febbre, la 
tachicardia, la tachipnea, il 
disorientamento e l’ipotensione. Tuttavia i 
pazienti possono presentare sintomi 
totalmente aspecifici, rendendo difficile la 
diagnosi1-3. 

• Valutazione tardiva. I pazienti con sepsi 
possono non presentarsi all'ED fino alle 
fasi successive della malattia, il che può 
rendere più difficile la diagnosi e 
aumentare il rischio di esiti avversi. 
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Questo ritardo può essere dovuto a una 
mancanza di consapevolezza dei sintomi 
della sepsi, a un ritardo nella ricerca di 
cure mediche o alla presenza di condizioni 
mediche sottostanti che mascherano i 
sintomi della sepsi4, 5. 

• Dipendenza dai test di laboratorio. La 
diagnosi di sepsi spesso si basa in gran 
parte su test di laboratorio, come 
emocolture e conta dei globuli bianchi. 
Tuttavia, questi test possono richiedere da 
diverse ore a giorni, il che può ritardare 
l'inizio del trattamento3-8. 

• Mancanza di un test diagnostico specifico. 
Attualmente non esiste un singolo test in 
grado di diagnosticare definitivamente la 
sepsi, rendendo difficile per i medici 
effettuare una diagnosi accurata in modo 
tempestivo8. 

Le soluzioni proposte per migliorare il 
riconoscimento ed il rapido trattamento della 
sepsi in ED sono varie. Tra le principali:  

• Riconoscimento e trattamento precoci: 
per migliorare la diagnosi di sepsi nell'ED 
gli operatori sanitari dovrebbero 
concentrarsi sul riconoscimento e sul 
trattamento precoci della condizione. Ciò 
può essere ottenuto aumentando la 
consapevolezza dei sintomi della sepsi e 
implementando sistemi per indurre gli 
operatori a prendere in considerazione la 
sepsi nei pazienti con fattori di rischio o 
segni e sintomi precoci3-7. 

• Uso di strumenti di previsione clinica (early 
warning scores): gli strumenti di 
previsione clinica, possono aiutare gli 
operatori sanitari a identificare i pazienti a 
rischio di sepsi e avviare un trattamento 
tempestivo8. 

• Test di laboratorio migliorati: per 
accelerare la diagnosi di sepsi, gli 
operatori sanitari dovrebbero sforzarsi di 
migliorare i processi di test di laboratorio. 
Ciò può essere ottenuto attraverso l'uso di 
test diagnostici rapidi, come esami del 
sangue presso il punto di cura, o 
migliorando i tempi di risposta per i 
risultati di laboratorio9. 

• Approccio interdisciplinare: un approccio 
interdisciplinare che coinvolga operatori 
sanitari di varie specialità, come medicina 
d'urgenza, malattie infettive e terapia 
intensiva, può migliorare l'accuratezza, la 
velocità della diagnosi, e migliorare la 
terapia della sepsi in ED5-10. 

La sepsi rimane uno dei disturbi più 
ambigui in Medicina a causa della sua 
possibile rapida insorgenza, gravità clinica 
complessiva, e difficoltà diagnostica. Nel 
passato associata ai processi organici di 
decomposizione11, è stata successivamente 
inquadrata come infezione sistemica e 
riconosciuta come risultato di organismi 
patogeni che proliferano all'interno della 
circolazione ematica e sfuggono al sistema 
immunitario dell'ospite12. Infine, è stato 
riconosciuto che gli agenti patogeni 
interagiscono con il sistema immunitario 
dell'ospite durante l'infezione, innescando 
una cascata infiammatoria progressiva (SIRS) 
che include citochine e altri mediatori, 
producendo infine immunosoppressione, che 
porta a vari tipi di insufficienza d'organo e alla 
successiva degenerazione clinica13,14.   

Inizialmente, a causa del ridotto utilizzo di 
antimicrobici efficaci e di adeguato supporto 
vitale, i pazienti con sepsi difficilmente 
sopravvivevano abbastanza a lungo prima di 
sviluppare una insufficienza d’organo 
multipla. In seguito, l'American College of 
Chest Physicians (ACCP) e la Society of Critical 
Care Medicine (SCCM) hanno introdotto la 
definizione di SIRS e pubblicato nuovi criteri 
diagnostici per la diagnosi di sepsi (Sepsi-3) 
definita come una disfunzione d'organo 
mortale causata da una risposta dell'ospite 
disregolata a un'infezione13-15. 
Contestualmente è stato adottato il 
Sequential Organ Failure Assessment (SOFA), 
come criterio diagnostico per la sepsi. In 
particolare i pazienti con SOFA ≥2 venivano 
considerati a rischio di evoluzione fatale circa 
10% in una popolazione standard con 
sospetto di infezione in ED16. Questa nuova e 
avanzata definizione si concentra sul potere 
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della risposta non omeostatica dell’ospite 
all'infezione, e sulla potenziale fatalità 
dell'infezione.  

Secondo l'OMS negli ospedali la sepsi non 
è solo la condizione a più elevato impatto 
economico, ma è anche la principale causa di 
mortalità nei pazienti ricoverati. Attualmente, 
si stima che circa 30 milioni di persone in tutto 
il mondo possano essere colpite da sepsi 
durante il ricovero, con 6 milioni di morti 
annuali e tassi di mortalità compresi tra il 20% 
e il 50%17. La rilevanza della mortalità per 
sepsi è probabilmente ancora più elevata nei 
paesi a basso reddito18. In questi paesi, si 
stima che in età pediatrica la sepsi colpisca 3 
milioni di neonati e 1,2 milioni di bambini, con 
un tasso di mortalità compreso tra il 11% e il 
19%19. A questi numeri vanno aggiunti circa 
75.000 decessi annuali nelle donne a causa di 
sepsi puerperale15. Dai dati diffusi dai Centers 
for Disease Control nei rapporti di 
prevenzione, tra i pazienti ricoverati con 
diagnosi di sepsi c’è un’incidenza di circa il 
60% di shock settico e di circa il 36% di sepsi 
grave. Sempre tra i ricoverati, nel 31% dei casi 
la sepsi viene attribuita ad una specifica specie 
microbica isolata, mentre in circa il 27% dei 
casi è di origine sconosciuta20. Tuttavia, le 
ultime stime documentano una diminuzione 
della mortalità intra-ospedaliere per sepsi dal 
28% al 18%11. Inoltre, l’evidenza 
epidemiologica dimostra che la sepsi grave sta 
diventando più comune mentre allo stesso 
tempo sta diventando meno fatale22. 

A causa della ristretta finestra temporale 
per il trattamento ideale, la diagnosi precoce 
della sepsi è un compito cruciale per il medico 
d’urgenza. Un riconoscimento ed un 
trattamento precoce possono infatti evitare il 
precipitare dell’insorgenza dello shock, della 
insufficienza d’organo e ridurre la mortalità. È 
stato stimato che ad ogni ora di ritardo nel 
trattamento dei pazienti settici può essere 
associata una diminuzione della 
sopravvivenza di circa il 7,6%23. Per evitare la 
progressione in malattia grave è necessario 
somministrare terapia antibiotica empirica ad 

ampio spettro immediatamente, in tutti i casi 
sospetti. Tuttavia, questo si traduce in 
possibili effetti collaterali per i singoli pazienti, 
e nello sviluppo della multi-resistenza (MDR) 
ai farmaci da parte dei batteri24, 25. In 
definitiva, il metodo diagnostico ideale 
dovrebbe essere rapido, accurato, e 
applicabile per rilevare i patogeni e la possibile 
resistenza ai farmaci entro 3-5 ore dal ricovero 
del paziente26, 27. Inoltre, il metodo dovrebbe 
essere sufficientemente accurato da 
distinguere le infezioni polimicrobiche ed 
identificare specie rare o emergenti. I risultati 
dovrebbero consentire decisioni cliniche 
rapide, idealmente entro una finestra 
temporale di alcune ore per limitare morbilità 
e mortalità24. 

I metodi di isolamento sensibili, specifici e 
rapidi per l’identificazione dei batteri, 
costituiscono il principale strumento per i ED 
per combattere la sepsi28, 29. 

Metodi convenzionali per l’identificazione 
delle specie microbiche e la gestione della 
sepsi 
Metodi microbiologici 

Il rilevamento di agenti patogeni 
utilizzando queste tecniche si basa sulla 
crescita di microrganismi su un terreno di 
coltura idoneo (agar solido e brodo). I metodi 
principali sono due: identificazione su coltura 
di sangue e colorazione gram; identificazione 
attraverso sistemi colturali automatizzati 
(Bactec Fx/ VITEK2). 

• Identificazione con colture su sangue e 
colorazione Gram 

Per il rilevamento e l'identificazione di 
agenti patogeni causali, il campionamento di 
sangue/urina/liquido biologico dai pazienti, e 
la loro coltura di routine seguita dal test di 
colorazione di Gram rimane il metodo gold-
standard di riferimento30-32. Per migliorare la 
diagnosi, preferibilmente, il sangue deve 
essere prelevato per le emocolture da due 
distinti siti di prelievo venoso. La raccolta 
contemporanea di sangue da venoso centrale 
e periferico consente un rilevamento più 
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rapido della batteriemia rispetto al solo 
catetere periferico33. Poiché alcune specie 
microbiche possono essere identificate solo 
nel sito di raccolta e non nel sangue, il 
monitoraggio continuo dei siti di raccolta può 
essere necessario quando viene rilevata una 
coltura positiva, per facilitare l'ulteriore 
elaborazione per identificazione del 
patogeno e la corretta valutazione della 
sepsi34, 35. L'analisi della colorazione di Gram 
è rapida (<15 min), economica e fornisce 
informazioni sulla categorizzazione 
dell’agente infettivo.    

• Identificazione tramite sistemi colturali 
automatizzati  

I sistemi colturali automatizzati si basano 
su sensori che rilevano i cambiamenti di 
pressione all'interno del flacone per 
l'emocoltura o che rilevano la CO2 emessa 
dalle specie che metabolizzano attivamente. 
Nel caso di germi Gram-negativi impiegano 
dalle 14 alle 24 ore per rilevare la crescita 
microbica, mentre per i batteri Gram-positivi 
sono necessarie dalle 24 alle 48 ore. Questi 
metodi consentono di eliminare i campioni 
negativi per selezionare quelli da sottoporre a 
normale crescita su piastra di agar per la 
diagnosi tradizionale38, 39.  

I flaconi per emocoltura standard 
vengono preparati, controllati e incubati per 5 
giorni a 35°C con agitazione dello strumento 
ogni 10 minuti. In seguito, distribuendo 0,1 ml 
di una soluzione diluita 10 volte si procede al 
conteggio su piastra quantitativa. Per la 
fissazione microbica i campioni vengono 
testati dopo incubazione notturna a 35°C delle 
piastre contenenti le colonie40. 

I problemi principali nell’utilizzo di questo 
metodo colturale sono: 

• I test microbiologici convenzionali 
richiedono 5 giorni per rilevare e 
identificare i patogeni coinvolti nella sepsi. 
Di conseguenza, la procedura non fornisce 
risultati tempestivi. 

• In secondo luogo, l'analisi della 
coltura/colorazioni di Gram ha una 

sensibilità ridotta. Solo dal 30% al 60% dei 
casi positivi viene identificato. Questo dato 
di sensibilità è indipendente dalla corretta 
esecuzione delle procedure colturali e dalla 
raccolta di un adeguato campione 
ematico38-41. I risultati falsi negativi (dal 
40% al 70% del totale) possono essere 
dovuti alla scarsità della specie microbica 
nel terreno di coltura, o dalla presenza di 
ceppi microbici simili. Inoltre, i falsi negativi 
sono spesso dovuti alla somministrazione 
di antibiotici prima del prelievo 
diagnostico44.  

• Infine, esiste la possibilità di falsi positivi 
dovuti ad una errata raccolta del campione 
con contaminazione. I pazienti in questo 
caso, possono ricevere terapia antibiotica 
non necessaria. L’uso improprio di 
antibiotici può condurre ad una 
esposizione prolungata non necessaria con 
insorgenza di reazioni allergiche, tossiche, 
sviluppo di MDR, oltre al prolungamento 
della degenza ospedaliera e dei costi 
associati44-46.  

Test biochimici 
I test biochimici includono il test del 

mannitolo, i test del citrato, il ferro a triplo 
zucchero (TSI) test, il test dell'indolo, il test del 
rosso metile e test enzimatici come test 
dell'ossidasi, test dell'ureasi e i test della 
coagulasi. Questi test possono essere utilizzati 
per distinguere gli organismi patogeni che 
dipendono da processi biochimici specifici di 
alcuni batteri. Questi test possono essere 
utilizzati per individuare specie sia intra che 
extracellulari, che vengono dunque 
identificate in base alla loro specifica attività 
biochimica47. 

Nuovi metodi per la diagnosi della sepsi 
I metodi moderni costituiscono un 

cambio di paradigma rispetto alle colture 
convenzionali e ai test biochimici. I test 
moderni includono metodi di rilevamento 
molecolare con tempi di identificazione delle 
specie microbiche molto inferiori, da 20 
minuti a 3 ore.  
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I progressi tecnologici derivanti dalla 
ricerca molecolare e dal progetto genoma 
umano hanno condotto allo sviluppo di 
numerose metodiche che possono non solo 
accelerare i tempi di individuazione dei 
batteri, ma anche comprendere meglio i 
meccanismi fisiopatologici della sepsi48, 49. 

Tecniche molecolari per l’identificazione dei 
patogeni 

I test molecolari per il rilevamento basato 
su polimerase chain reaction (PCR) si basano 
sull’amplificazione di specifiche regioni target 
dell’acido nucleico dei batteri, utilizzando 
sonde o primers gene-specifici. A seconda del 
tipo batterico vengono utilizzati diversi target 
molecolari50-53. 

PCR 
Nel 1983 Kary Mullis44 ha ideato la PCR 

standard, che consente di rilevare un singolo 
patogeno batterico identificando una 
specifica sequenza di DNA bersaglio45. Un 
particolare set di primer-sonda può essere 
impiegato per rilevare in modo riproducibile i 
batteri dal DNA purificato dal sangue intero. 
L’analisi si è dimostrata efficace per rilevare 
tutti i ceppi batterici. Con questo metodo è 
possibile distinguere la presenza di DNA 
batterico da campioni di sangue intero 
inoculati con un minimo di 4 CFU/mL56.  

In condizioni ideali, la PCR può 
identificare anche una singola copia di una 
sequenza di DNA bersaglio in un dato 
campione. Pertanto, non è necessario un 
precedente arricchimento del campione. Di 
conseguenza i test diagnostici basati sulla PCR 
hanno prodotto un significativo avanzamento 
delle capacità di rilevamento degli agenti 
infettivi57. 

La tecnologia è stata successivamente 
migliorata utilizzando primers multipli nella 
stessa reazione di amplificazione. Questa 
tecnica, conosciuta come multiplex-PCR, 
consente di amplificare simultaneamente 
diverse sequenze di DNA nella stessa 
reazione58, 59. 

PCR Real-Time (RT-PCR) 

Nonostante gli innegabili vantaggi, la PCR 
standard, inclusa la multiplex-PCR, può 
condurre ad un eccesso di contaminazione dei 
prodotti di amplificazione60. Le nuove 
tecniche di RT-PCR sono più rapide, meno 
sensibili alla contaminazione e richiedono 
minori procedure di laboratorio61, 62. Inoltre, 
questa tecnica consente una calibrazione fine 
delle sequenze desiderate, che può 
aumentare la specificità della ricerca di specie 
desiderate63-65. 

La RT-PCR con fluorescenza, è basata sul 
rilevamento di segnali fluorescenti generati 
durante l’amplificazione del DNA. Dopo uno 
specifico numero di cicli, il sistema genera una 
quantità target di DNA.  Il sistema consente di 
valutare dopo quanti cicli la specifica 
fluorescenza derivata dal DNA target supera il 
rumore di sottofondo. Questo valore 
identifica il ciclo soglia per il rilevamento. 
Questo valore è inversamente proporzionale 
al numero di copie di DNA specifico nel 
campione66. 

SYBR Green, TaqMan, “molecular 
beacons”, e “scorpion”, sono i quattro tipi di 
Sonde DNA fluorescente attualmente 
disponibili per il rilevamento con RT-PCR 67. La 
capacità di quantificare il processo, e dunque 
la carica microbica, è una funzione chiave 
della RT-PCR68-70. La concentrazione 
dell'agente patogeno può essere valutata 
accuratamente utilizzando la nota iniziale 
concentrazione di calibrante. Per avere un 
effetto significativo sul rilevamento dei 
patogeni nella diagnostica microbiologia, la 
RT-PCR si concentra principalmente sul 
genotipo del patogeno71. La tecnica consente 
inoltre la differenziazione di varie forme di 
genotipi microbici in una singola provetta di 
reazione72. 

Il valore aggiunto della RT-PCR nel 
rilevamento della carica microbica è che 
questa tecnica rivela attivamente lo spettro di 
infezione in aumento, l’interazione ospite-
patogeno, e l’efficacia dei farmaci 
antimicrobici. I test in tempo reale possono 
essere utili per distinguere i sierotipi 



II-173 

all'interno di una particolare popolazione 
microbica83, la diagnosi di agenti patogeni in 
campioni clinici84, 85, e la presenza di 
microorganismi (virus, batteri, funghi, 
protozoi o tossine da essi prodotte che 
causano malattie) in campioni ambientali86.  

Il principale svantaggio delle tecniche 
molecolari, inclusa la PCR e la RT-PCR, è che 
non forniscono alcuna informazione sulla 
resistenza antimicrobica dei patogeni87. 

Surface-Enhanced Raman Spectroscopy (SERS) 
La SERS, sta emergendo come tecnica di 

analisi microbiologica. La tecnica si basa 
sull’effetto Raman, che è dovuto alla 
diffusione anelastica di fotoni all’interno di un 
campione attraversato dalla luce. Questa 
tecnica consente l’identificazione dell’acido 
nucleico libero all’interno di campioni 
biologici88-93. La luminosità dispersa 
dall’effetto Raman viene confrontata con un 
profilo di riferimento di microrganismi 
consentendone l’identificazione94-97. La SERS 
può riconoscere in modo efficiente la 
presenza di cellule microbiche98-104. Oltre 
all'identificazione del patogeno, la SERS può 
essere utilizzata per valutare la suscettibilità 
agli antibiotici nell'urosepsi101. Il principale 
limite della SERS è la sua ridotta sensibilità e 
specificità, in particolare in caso di campioni 
polimicrobici105.  

MALDI-TOF (Matrix Assisted Laser 
Desorption/Ionisation Time-Of-Flight Mass 
Spectrometry) 

Nel 2013 la Food and Drug Administration 
(FDA), ha autorizzato l’utilizzo della tecnologia 
MALDI TOF per l’identificazione dei 
microrganismi patogeni responsabili delle 
infezioni. Questa tecnica garantisce una 
rapida individuazione del batterio nelle 
emocolture positive, accelerando così il 
processo generale di valutazione 
dell’antibiotico-resistenza106. La tecnica si 
basa sulla ionizzazione degli atomi all’interno 
di una matrice reticolare. Gli atomi ionizzati 
vengono identificati in modo dipendente dal 
loro rapporto massa/carica (m/z) in un tubo a 
vuoto107. 

In pratica la colonia batterica di interesse 
(ottenuta tramite esame colturale classico, 
quindi isolata in piastra dopo opportuna 
semina) viene disposta su di una matrice, la 
quale all’interno del macchinario, in presenza 
di condizioni di vuoto, viene irradiata con un 
fascio laser. Il risultato è la disgregazione del 
campione in numerosissimi frammenti, i quali 
vengono accelerati da un campo 
elettromagnetico adiacente e migrano fino a 
raggiungere una membrana analizzatrice. Il 
tempo in cui questi frammenti raggiungono la 
membrana (“tempo di volo”) dipenderà dalla 
loro grandezza molecolare. Ecco così che 
l’identificazione dei microrganismi avviene 
tramite l’ottenimento di spettri di 
assorbimento, i quali vengono confrontati in 
un database contenente quello di 
innumerevoli specie già note ed identificate: si 
realizza così un profilo proteico caratteristico 
per ciascun microrganismo108. 

I limiti della tecnica sono l’impossibilità di 
eseguire analisi direttamente su campioni di 
sangue o liquido biologico, e la necessità di 
utilizzare colture su sangue per amplificare le 
specie batteriche a livelli sufficienti per il 
rilevamento. Infine, i profili spettrali di 
riconoscimento possono essere non rilevabili 
in caso di campioni poli-microbici109-111.  

Rilevazione genomica ad ampio spettro della 
resistenza antimicrobica (AMR) 

La tecnica attualmente impiegata per 
rilevare l'AMR richiede tempo (da 3 a 5 giorni), 
ostacola la gestione clinica della sepsi e può 
tradursi in un possibile esito sfavorevole per i 
pazienti. Con l'avvento delle tecniche di 
sequenziamento del genoma, l'AMR può 
essere rilevata sia in modo mirato (fusione ad 
alta risoluzione) che non mirato 
(sequenziamento) nei patogeni. 

Tecnologia di analisi della fusione ad alta 
risoluzione (HMR) 

L’HRM dipende dal rilevamento delle 
differenze nella temperatura di fusione 
dovuta alla presenza di una mutazione in un 
bersaglio precedentemente amplificato. La 
tecnica identifica profili di curva di fusione 
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specifici per i singoli patogeni. La dimensione 
e la sequenza dell'amplicone PCR, cioè del 
frammento di acido nucleico oggetto 
dell’amplificazione, rendono unica la curva di 
melting112. La tecnica è così sensibile che può 
essere rilevata anche una singola mutazione 
puntiforme che produce uno spostamento 
della curva di temperatura di fusione113. 

Pertanto, la tecnica consente il 
rilevamento molecolare rapido di geni 
resistenti e mutazioni ereditarie con un 
output più elevato dell'esame post-PCR che 
consente ai ricercatori di identificare e 
classificare le nuove mutazioni e variazioni 
ereditarie insieme ai polimorfismi a singolo 
nucleotide senza sequenziamento (scansione 
genica), o prima del sequenziamento in una 
popolazione114. 

I diversi geni marcatori di resistenza agli 
antibiotici possono essere identificati in 
diverse specie batteriche in tempi rapidi, 
entro le 6,5 ore115-123. 

Sequenziamento (WGS) 
L'utilizzo del sequenziamento genomico 

sia per il rilevamento delle specie batteriche 
che per il rilevamento dell'AMR è in crescita in 
campo diagnostico. Il sequenziamento 
dell’intero genoma (WGS) è eseguito con 
metodiche bioinformatiche dopo che un 
organismo è stato isolato per cultura124. La 
tecnica WGS consente di tracciare tutti i geni 
coinvolti nella resistenza, permettendo di 
conoscere tutti i dati genomici dei fattori di 
resistenza presenti nella cellula batterica da 
analizzare. Il sistema di sequenziamento di 
prossima generazione (NGS) è un ulteriore 
strumento emergente. Il NGS rende il 
sequenziamento dell'intero genoma su larga 
scala accessibile anche per il ricercatore 
medio con la sua altissima produttività, 
versatilità e velocità. La tecnica NGS consente 
inoltre di sequenziare l'intero genoma umano 
in un singolo esperimento, permettendo la 
studio dei processi biologici a un livello mai 
prima possibile. Inoltre, nell’epoca della 
scienza genomica, che richiede una più 
profonda comprensione dei dettagli al di fuori 

dei confini della tecnologia del DNA 
convenzionale, sta diventando un metodo di 
ricerca routinario125. La tecnica NGS 
combinata con gli approcci meta-genomici 
consente essenzialmente il sequenziamento 
del genoma di campioni biologici infettivi 
come sangue, urina e lavaggio senza coltivarli 
e fornisce il diverso profilo di tutte le specie 
comprese nel campione, incluse quelle mirate 
che le non mirate. Questo approccio ha 
rivoluzionato l'identificazione di tutti i batteri, 
compresi i nuovi geni di resistenza in singolo 
esemplare126, 127. L'approccio meta-genomico 
basato sul sequenziamento è stato usato per 
valutare la cinetica del microbiota intestinale 
prima, durante e dopo il trattamento 
antibiotico128. Inoltre, con l'aiuto 
dell'apprendimento automatico, è ora 
possibile prevedere la ricolonizzazione nella 
fase post-antibiotico del microbiota, con 
informazioni utile nel singolo paziente per 
identificare un trattamento altamente 
personalizzato. 

 Il principale svantaggio di questa tecnica 
è il costo che ne previene una diffusione più 
ampia129. 

Microarray di DNA 
L'innovazione dell’analisi microarray DNA 

è utilizzata da più di 10 anni per 
l'identificazione di microrganismi 
aggiungendo alla nostra comprensione dei 
singoli patogeni i meccanismi, le reazioni 
microbiche ai miglioramenti ecologici e le 
associazioni ospite-microrganismo. Tutti 
questi elementi hanno comportato delle 
ricadute dirette sulla microbiologia 
diagnostica130. I microarray sono metodi utili 
per il rilevamento e l'identificazione dei 
batteri a causa del loro forte parallelismo nello 
screening per l'espressione di un'ampia 
varietà di geni dopo specifica amplificazione 
genica mediante PCR ad ampio raggio o 
multiplex131. I microarray impiegano sonde di 
DNA e RNA immobilizzate in superficie per la 
raccolta e la classificazione di DNA/RNA di 
microrganismi tramite ibridazione 
complementare specifica per sequenza, 
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diminuendo il consumo e i costi di campioni e 
reagenti, consentendo al tempo stesso 
precisione e segregazione fino alla specie o al 
livello del ceppo. Uno studio ha utilizzato un 
microarray basato su oligonucleotidi 
(BactoChip) per il rilevamento indipendente 
dalla coltura batterica, consentendo la 
quantificazione e la differenziazione di 21 
diversi generi batterici tra isolati clinici132. 
Inoltre, il test Verigene di Luminex Corporation 
può distinguere nove specie di batteri e tre 
geni AMR per la meticillina e vancomicina e 
cinque specie e sei geni AMR per 
carbapenemasi e gamma beta-lattamasi 
estese133-135. Essendo indipendente dalla 
coltura il rilevamento basato su microarray è 
rapido, acquisendo quindi importanza clinica 
in combinazione con la gestione 
antimicrobica136, 137. Nonostante ciò, nessuna 
strumentazione di microarray attualmente 
commercializzata è in grado di riconoscere 
efficacemente tutti i microrganismi nelle 
malattie polimicrobiche138. 

Metodi avanzati per la diagnosi della sepsi 
Gli ulteriori sviluppi della ricerca in 

ambito diagnostico microbiologico si basano 
sull’aumento di sensibilità e specificità della 
tecnologia corrente, con lo sviluppo di 
capacità analitiche in tempi ridotti, assieme 
alla identificazione della sensibilità ai farmaci, 
idealmente entro un’ora139. 

Biosensori 
In un biosensore, il biorecettore è 

progettato per interagire con l'analita 
specifico di interesse per produrre un effetto 
misurabile dal trasduttore. Un'elevata 
selettività per l'analita rispetto a una matrice 
composta da altri componenti chimici o 
biologici è un requisito chiave del 
biorecettore. Sebbene il tipo di biomolecola 
utilizzata possa variare ampiamente, i 
biosensori possono essere classificati in base a 
tipi comuni di interazioni dei biorecettori che 
coinvolgono: anticorpi/antigene, 
enzimi/ligandi, acidi nucleici/DNA, strutture 
cellulari/cellule o materiali biomimetici. 

I biosensori hanno una capacità 
diagnostica elevata e sono molto promettenti 
nell’ambito della ricerca sulla sepsi140. Le 
sonde o gli anticorpi specie-specifici danno un 
segnale elettrico dopo essersi legati ai loro 
bersagli e l'intensità del segnale è correlata al 
bersaglio-specifico totale legato. Il metodo 
elettrochimico è il criterio primario su cui si 
basa la diagnostica mediante biosensori. 
Questi non solo distinguono i batteri con una 
specificità incredibile in tempi ridotti, ma 
forniscono anche dati in merito alla sensibilità 
ai farmaci141. Al momento attuale, la maggior 
parte dei biosensori disponibili è limitata nella 
soglia di riconoscimento e nell’ampiezza delle 
specie rilevate141-142. Tuttavia hanno 
potenzialmente caratteristiche in grado di 
consentire il riconoscimento di infezioni 
specifiche su campioni biologici molto piccoli141.  

La ricerca sui biosensori si focalizza al 
momento sul miglioramento della sensibilità e 
specificità e nella riduzione dei costi, che 
attualmente sono ancora molto elevati.  

Point of Care test (POCT) 
La persistente elevata mortalità per sepsi, 

ha stimolato notevolmente la ricerca 
sull’argomento. Al momento la principale 
strategia terapeutica si basa sulla 
somministrazione di farmaci antimicrobici, 
sulla rianimazione basata sul riempimento 
volemico e sui vasopressori143. Numerosi studi 
hanno dimostrato che l’identificazione 
precoce della sepsi e la diagnosi precoce 
dell’agente eziologico migliorano il 
trattamento ed i risultati terapeutici144-147. 
Tuttavia, molti altri studi hanno anche 
dimostrato che il trattamento antibiotico 
precoce ha un effetto meno significativo 
dell’atteso rispetto alla coorte di pazienti di 
controllo, dimostrando la variabilità della 
malattia e la necessità di test ripetuti e 
variazione del trattamento conseguente148-

149. Come risultato di questa analisi, sono stati 
sviluppati numerosi apparecchi diagnostici 
POCT, per la rapida esecuzione, e ripetizione 
di test diagnostici sul paziente, consentendo al 
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contempo un contenimento dei costi 
sanitari150, 151. 

I POCT possono inoltre fornire 
informazioni sui patogeni e sulla risposta 
dell’ospite praticamente ovunque e con un 
breve periodo di elaborazione. L’utilizzo di 
dispositivi POCT nei ED potrebbe ridurre i 
tempi di trattamento e migliorare le eventuali 
modifiche terapeutiche necessarie. Tali dati 
potrebbero contribuire ad accelerare 
l'identificazione dei pazienti che richiedono un 
upgrade della terapia144. Inoltre i POCT 
possono essere utili a valutare diversi 
biomarcatori (IL-6, IL-10, TNF-a, PCT e CRP) 
per la sepsi acuta o lo shock settico nei 
pazienti in ED e Terapia Intensiva152. Tuttavia, 
alcuni parametri dei POCT, come la 
regolazione della temperatura e la lettura del 
segnale ottico, richiedono anche strumenti ad 
alta intensità di risorse, e necessità di 
calibrazione continua. 

Al momento attuale inoltre, non esistono 
POCT commerciali efficienti in grado di fornire 
una diagnostica rapida polimicrobica153. 

CRISPR-Cas9 (Clustered Regularly Interspaced 
Short Palindromic Repeats) 

Il CRISPR è il nome attribuito a una 
famiglia di segmenti di DNA contenenti brevi 
sequenze ripetute rinvenibili in batteri e 
archei154. CRISPR è l'acronimo di Clustered 
Regularly Interspaced Short Palindromic 
Repeats, lett. "sequenze ripetute palindrome 
brevi raggruppate a intervalli regolari". 
Queste brevi ripetizioni sono sfruttate dal 
batterio per riconoscere e distruggere il 
genoma proveniente da virus simili a quelli 
che hanno originato le CRISPR: costituiscono 
dunque una forma di immunità acquisita dei 
procarioti154. Le CRISPR costituiscono uno 
degli elementi di base del sistema CRISPR/Cas, 
anch'esso coinvolto nell'immunità acquisita 
dei procarioti. Una versione semplificata di 
questo sistema (detta CRISPR-Cas9) è stata 
modificata per fornire un potentissimo e 
precisissimo strumento di modifica genetica 
che risulta di impiego molto più facile, e al 
contempo più economico, rispetto alle 

tecnologie preesistenti. Grazie al sistema 
CRISPR/Cas9 è stato possibile modificare 
permanentemente i geni di molteplici 
organismi155. 

Tale metodo sta gradualmente trovando 
applicazioni in numerosi domini della ricerca 
biomedica, compresa la sepsi, come nuovo 
modo di indagare e curare le malattie. Cas9 è 
un'endonucleasi associata a CRISPR che 
utilizza il leader duplex dell'RNA sequenza 
tracrRNA:crRNA con una sequenza target del 
DNA, inducendo rotture sito-specifiche del 
doppio filamento nel DNA156-159.  

L'unico meccanismo di scissione del DNA, 
le numerose capacità di riconoscimento del 
bersaglio e la presenza di molte varietà del 
sistema CRISPR-Cas hanno consentito enormi 
miglioramenti nell’utilizzo di questa 
tecnologia di sistema poco costosa e semplice 
da utilizzare. I loci genomici possono essere 
identificati con precisione, alterati, modificati, 
regolati e contrassegnati in una varietà di 
cellule e organismi160-162. 

Tuttavia, la tecnologia CRISP a causa di 
limitazioni insite nei target genetici, e della 
instabilità tecnica, richiede ancora notevoli 
progressi per avere ricadute pratiche nel 
trattamento e nella diagnosi della sepsi163, 164. 

Limiti per lo sviluppo di nuove tecniche 
diagnostiche nella sepsi 

I problemi significativi che limitano la 
ricerca di nuove strategie diagnostiche per la 
sepsi sono la necessità di informazioni 
considerevoli, il tempo di ricerca necessari per 
ottenere i risultati, problemi industriali di 
concorrenza, e la complessità tecnica stessa 
dei metodi in evoluzione. Inoltre, vista le 
complessità tecniche e la necessità di 
expertise specifica, i nuovi test possono 
essere difficili da implementare nei normali 
laboratori di microbiologia165. Inoltre, la 
situazione attuale di concentrazione di 
laboratori attrezzati di microbiologia clinica, 
necessita del trasporto dei campioni al 
laboratorio di analisi, aumentando il tempo 
tra raccolta del campione nei diversi ospedali 
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e referto. Questo approccio è particolarmente 
negativo per gli ED dove la prontezza della 
diagnosi è più necessaria.  

Per quanto riguarda i test con approccio 
molecolare, la principale carenza è la loro 
dipendenza da target-specifici, per cui 
possono identificare solo le specie che sono 
effettivamente testate. Ancora una volta 
questo approccio può essere non efficace in 
Pronto Soccorso dove le condizioni 
predisponenti, e la storia clinica del paziente, 
possono essere sconosciute. Di conseguenza, 
questi test possono essere utili per 
confermare diagnosi già sospettate o per 
studiare pazienti con pregressa sepsi 
identificata166, 167. 

In ultimo, quando si analizzano i dati dei 
test di nuova generazione basati sul 
riconoscimento di DNA batterico, è 
importante ricordare che la presenza di 
batteri sospetti o la semplice DNAemia, cioè il 
rilevamento di DNA microbico circolante 
responsabile di una specifica malattia, non 
sempre suggerisce l’esistenza di microbi vitali 
in circolo. Infatti, i test possono rilevare DNA 
ambientale, o contaminazioni in soggetti 
portatori sani, e potrebbero potenzialmente 
aumentare il numero di falsi positivi. La 
DNAemia infatti è una condizione correlata 
all'infezione che può essere causata da falsa 
setticemia168, 169 o da DNA circolante che 
persiste dopo molti giorni di terapia 
antinfettiva di successo170.  

Un altro svantaggio significativo dei test 
più moderni, è che non possono fornire alcun 
dettaglio sull'AMR. Se la rapidità di rilevazione 
può essere un vantaggio notevole, l’assenza di 
informazioni sullo spettro di suscettibilità alla 
terapia può infatti limitare l’uso clinico di 
questi test171-177. 

Conclusioni e nuove direzioni di sviluppo 
L’evoluzione delle tecniche di indagine 

microbiologica sta conducendo ad una 
rivoluzione nella diagnostica della sepsi. 
Tuttavia le nuove e numerose tecniche di 
analisi molecolare richiedono una nuova 

consapevolezza da parte del clinico, per 
riconoscerne i limiti e le possibilità. 

Rispetto alla PCR tradizionale, la PCR-RT è 
in grado di fornire rapidamente numerose 
informazioni ed ha potenzialmente un 
impatto notevole sulle capacità diagnostiche 
complessive. Di conseguenza, i metodi 
molecolari nel loro complesso possono essere 
una delle metodologie più efficaci per 
l’individuazione rapida delle specie 
microbiche nei campioni biologici177. Tuttavia, 
tale innovazione richiede dei miglioramenti 
sia nella fase pre-analitica, sia nella 
valutazione post- analitica a livello clinico178. 
Inoltre, le questioni riguardanti la resistenza 
antimicrobica sono sempre più rilevanti sia 
per la salute pubblica e che per il trattamento 
dei singoli pazienti con sepsi. Lo sviluppo e la 
diffusione dell’AMR richiede dunque una 
valutazione più accurata dell’uso degli 
antibiotici sia in termini di somministrazione 
che di durata di terapia, che di dosaggio179.  

Con l'introduzione di nuove tecniche 
come la gestione dei liquidi biologici a basso 
costo e ad alta capacità, e dei sistemi ed 
estrazione dell'acido nucleico, è sempre più 
necessario trovare approcci moderni alla sepsi 
nell’attività clinica di routine180-186.  

Gli avanzamenti tecnologici hanno reso 
affidabile e allo stesso tempo relativamente 
facile sia l’identificazione che la 
genotipizzazione di singoli patogeni187. Tali 
progressi ragionevolmente consentiranno 
anche nuovi approcci alla gestione dell’AMR. 

Tuttavia, nonostante i progressi e i 
miglioramenti tecnici e clinici, rimangono 
ancora molte domande senza risposta nello 
studio della sepsi. Questi interrogativi, 
richiedono la collaborazione non solo dei 
clinici, ma anche degli enti regolatori e 
finanziatori, dell'industria della diagnostica, e 
delle agenzie di sanità pubblica. Solo la 
collaborazione di tutti questi attori 
permetterà l’implementazione a livello dei 
singoli pazienti degli avanzamenti tecnologici 
disponibili, rendendoli accessibile a tutti179.  
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L’introduzione delle nuove tecniche 
diagnostiche, in associazione allo sviluppo dei 
biomarcatori, ed al miglioramento della 
consapevolezza clinica nell’ambito della sepsi 
possono costituire la chiave per la svolta nel 
trattamento di questa condizione che 
rappresenta al momento attuale una delle 
principali sfide cliniche a livello mondiale.  

L’impatto delle nuove tecniche 
diagnostiche deve tuttavia essere ancora 
valutato in studi randomizzati prospettici, per 
definire se le nuove e promettenti capacità 
diagnostiche renderanno realmente possibile 
un miglioramento degli outcome clinici 
misurabili a livello dei pazienti179-187.  
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