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RESUMEN  

Teniendo en cuenta el número de industrias alimentarias afectadas por el desarrollo de biofilms, 

es imprescindible un análisis integral e interdisciplinario de los factores que intervienen en su 

formación a fin desarrollar estrategias de remoción o prevención de estos. En esta tesis se 

propuso como objetivo principal profundizar el conocimiento sobre la adhesión, formación y 

producción de metabolitos en los biofilms formados por levaduras, principales deteriorantes de 

la industria productora de jugos, en presencia de bacterias patógenas pertinentes a la seguridad 

de los jugos de frutas, a fin de evaluar posibles estrategias de biocontrol.  

En el Capítulo I , se analizaron los biofilms multiespecie formados por levaduras y su 

asociación con bacterias patógenas, basándose en la hipótesis de que las levaduras presentes 

en la microbiota residente de las superficies de los equipos de producción de jugos de frutas 

pueden favorecer la persistencia de las bacterias a través de la formación de biofilms. 

Inicialmente, se llevaron a cabo estudios de los parámetros relacionados con la formación de 

biofilms de Listeria monocytogenes. Los resultados demostraron que Listeria exhibe un 

carácter altamente hidrofóbico, es móvil, produce curli y celulosa, es viable en jugo de manzana 

y se adhiere al acero inoxidable (AI) a 25 ºC. Seguidamente, se describieron los biofilms 

formados por Rhodotorula mucilaginosa, Candida tropicalis, Candida krusei y Candida kefyr, 

en presencia de L. monocytogenes, Salmonella enterica o Escherichia coli O157:H7, sobre AI 

y membranas de ultrafiltración (MUF), empleadas para la clarificación de los jugos. Los análisis 

sobre los biofilms se realizaron empleando técnicas de recuento en placa, microscopía de 

fluorescencia y microscopía electrónica de barrido. Los resultados revelaron que las estructuras 

levaduriformes (pseudohifas, blastoporas) proporcionan un entorno propicio para el anclaje y 

la adhesión de las bacterias patógenas, convirtiéndose así en un nicho elegible para su 

permanencia en un ambiente que simula la producción de jugos de frutas. 

En el Capítulo II , se exploró la actividad inhibitoria y antibiofilm de Lacticaseibacillus 

rhamnosus GG ATCC 53103 (LGG) y Lactobacillus casei ATCC 393 frente a L. 

monocytogenes, S. enterica y E. coli O157:H7. Se evaluaron dos estrategias de biocontrol: 

competencia, en la cual tanto las células de Lactobacillus como las bacterias patógenas 

colonizan simultáneamente la superficie de AI; y exclusión, donde se forma un biofilm 

protector con células de Lactobacillus sobre la superficie de AI previo a la incorporación de 

las bacterias patógenas. Ambas especies de Lactobacillus: presentaron alta capacidad adhesiva 

sobre AI, sin alterar los parámetros fisicoquímicos del jugo de manzana. Además, estas cepas 

mitigaron la proliferación y adhesión de las bacterias patógenas hasta niveles no detectables en 



 

 

AI.  Estos resultados sugieren que las cepas de Lactobacillus estudiadas podrían ser candidatas 

prometedoras para la formación de biofilms protectores en entornos de producción de jugos, 

ofreciendo una estrategia efectiva para controlar la adhesión microbiana en superficies 

relacionadas con la industria alimentaria. 

Con el objetivo de reducir o prevenir la colonización de las levaduras en las superficies y, de 

este modo, evitar la adhesión de bacterias patógenas que puedan entrar al sistema de producción 

de jugos de frutas, en el Capítulo III se evaluó la eficacia de moléculas quorum sensing (MQS) 

producidas por levaduras y del agente antifúngico natamicina (NAT), que se utiliza 

habitualmente en la industria alimentaria. En primer lugar, se identificaron compuestos 

orgánicos volátiles (VOC) en biofilms de levaduras, y cuantificaron en presencia y ausencia de 

bacterias patógenas afectaba su producción. La técnica de extracción con disolventes y la micro 

extracción en fase sólida se emplearon para la extracción de COV, seguida de un análisis 

mediante cromatografía gaseosa acoplada a espectrometría de masas. Los resultados 

demostraron que los biofilms de C. tropicalis producen farnesol (FAR), tirosol (TIR) y 2-

feniletanol (2-FE), tres compuestos reconocidos como MQS. Por otro lado, la presencia de las 

bacterias patógenas no afectó significativamente (p>0,05) la producción de los COV liberados 

por las levaduras. En segundo lugar, se analizó el efecto de farnesol 0,06 mM (FAR) en 

combinación con natamicina 0,01 mM (NAT) sobre biofilms de levaduras y multiespecie 

formados sobre AI y MUF. Los biofilms tratados con NAT+FAR mostraron inhibición de la 

filamentación de las levaduras y una alteración significativa de la estructura tridimensional 

tanto en AI como en MUF. Además, se observó una disminución en la adhesión de L. 

monocytogenes, S. enterica y E. coli O157:H7 en los biofilms multiespecie. La combinación 

NAT+FAR podría considerarse un agente de control prometedor para prevenir la formación de 

biofilms en las líneas de procesamiento de jugo de manzana. 

  



 

 

ABSTRACT  

Considering the number of food industries affected by the development of biofilms, a 

comprehensive and interdisciplinary analysis of the factors involved in their formation is 

essential to develop strategies for their removal or prevention. The main objective of this thesis 

was to deepen the knowledge of the adhesion, formation, and production of metabolites in 

biofilms formed by yeasts, the main spoilage agents in the juice production industry, in the 

presence of pathogenic bacteria relevant to the safety of fruit juices, to evaluate possible 

biocontrol strategies. 

Chapter I  examined the association between yeasts and foodborne pathogens in biofilms 

multispecies, based on the hypothesis that yeasts present in the resident microbiota on the 

surfaces of fruit juice production equipment may favour the persistence of bacteria through the 

formation of biofilms. Initially, studies were carried out on parameters related to biofilm 

formation of Listeria monocytogenes. Results indicate that Listeria has a highly hydrophobic 

character, is mobile, produces both curli and cellulose, is viable in apple juice, and adheres to 

stainless steel (SS) at 25 °C. Biofilms formed by Rhodotorula mucilaginosa, Candida 

tropicalis, Candida krusei, and Candida kefyr in the presence of L. monocytogenes, Salmonella 

enterica or Escherichia coli O157:H7 on SS and ultrafiltration membranes (UFM), were 

described. Biofilm analyses were performed using plate counting, fluorescence microscopy and 

scanning electron microscopy techniques. The results revealed that yeast-like structures 

(pseudohyphae, blastopores) supply a favourable environment for adhesion and adhesion of 

pathogenic bacteria, thus becoming an eligible niche for their permanence in an environment 

that simulates fruit juice production. 

Chapter II  aimed to investigate the inhibitory and antibiofilm efficacy of Lacticaseibacillus 

rhamnosus GG ATCC 53103 (LGG) and Lactobacillus casei ATCC 393 against L. 

monocytogenes, S. enterica and E. coli O157:H7. Two biocontrol strategies were evaluated: 

competition, in which Lactobacillus cells and pathogenic bacteria colonise the SS surface at 

the same time; exclusion, in which a protective biofilm with Lactobacillus cells is formed on 

the SS surface and pathogenic bacteria are after incorporated. Both Lactobacillus species 

adhered to AI, without altering the physicochemical parameters of the apple juice. Furthermore, 

these strains mitigated the proliferation and adhesion of pathogenic bacteria to undetectable 

levels on AI. These results suggest that the studied Lactobacillus strains could be promising 

candidates for the formation of protective biofilms in juice production environments, offering 

an effective strategy to control microbial adhesion on food industry-related surfaces. 



 

 

To reduce or prevent yeast colonization on surfaces and thus avoid the adhesion of pathogenic 

bacteria that may enter the fruit juice production system, the efficacy of quorum sensing 

molecules (QSM) produced by yeasts and the antifungal agent natamycin (NAT), which is 

commonly used in the food industry, was evaluated in Chapter III . First, it was identified and 

quantified the volatiles organic compounds (VOC) released by the yeast biofilms, and then, it 

was assessed whether the presence of pathogenic bacteria affected the production of these 

metabolites. The solvent extraction technique and solid phase microextraction were used for 

metabolite extraction, followed by analysis by gas chromatography coupled to mass 

spectrometry. The results showed that C. tropicalis biofilms produce farnesol (FAR), tyrosol 

(TIR) and 2-phenylethanol (2-FE), recognized as MQS. On the other hand, the presence of the 

pathogenic bacteria did not significantly (p>0.05) alter the production of the VOC released by 

the yeasts. Second, it was evaluated the effect of farnesol 0.06 mM with NAT 0.01 mM on 

yeast and multispecies biofilms formed on SS and UFM. Biofilms treated with NAT+FAR 

showed inhibition of yeast filamentation and a significant alteration of the three-dimensional 

structure of both AI and MUF. In addition, decreased adhesion of L. monocytogenes, S. enterica 

and E. coli O157:H7 was observed in the multispecies biofilms. The NAT+FAR combination 

could be considered as a promising control agent to prevent biofilm formation in apple juice 

processing lines. 
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Figura 2 La formación de la matriz de sustancia polimérica extracelular (EPS) conduce al 

establecimiento de gradientes estables que proporcionan diferentes hábitats localizados a 

pequeña escala. Imagen adaptada de Flemming et al. (2016). 

 

Lo que culmina el ciclo de vida del biofilm es la fase de dispersión activa, en el cual los 

microorganismos pueden moverse, de manera colectiva, por ondulación (del inglés rippling), 

donde las células o una porción del biofilm parecen moverse por ondas debido a la fuerza del 

medio líquido circundante; rodando por la superficie y separándose en grupos o 

individualmente. También por dispersión a través de enjambre y siembra, del inglés swarming 

and seeding. Se pueden desprender unas pocas células o pequeños agregados en la parte 

superior de los biofilms en el interfaz fluido/superficie; o un fenómeno más significativo es 

cuando grandes trozos de biofilms se desprenden y se direccionan hacia otra parte de la 

superficie guiada por la hidrodinámica del sistema, lo que facilita la diseminación de los 

microorganismos y, por lo tanto, la contaminación (Boudarel et al., 2018; Telgmann et al., 

2004; Tolker-Nielsen et al., 2000). De esta manera, las células libres comienzan a dividirse por 

fisión binaria, donde las células hijas se extienden cerca del sitio de adhesión inicial, formando 

micro colonias. A medida que las células se dividen, las células hijas se extienden hacia afuera 

y hacia arriba desde el punto de unión para formar agrupamientos celulares. Así colonizan 

nuevas regiones de la superficie y comienzan nuevamente el ciclo de formación (Hall-Stoodley 

et al., 2004; Heydorn et al., 2000). 
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1.3 Comunicación celular: quorum sensing 

Durante muchos años los microorganismos fueron considerados como organismos no 

diferenciados y no cooperativos, incapaces de poder comunicarse entre sí. Actualmente, se 

conoce que han desarrollado sofisticados mecanismos que les permiten detectar y responder a 

las condiciones ambientales. El mecanismo de regulación más ampliamente conocido e 

importante vinculado a la construcción, maduración y dispersión de los biofilms es el sistema 

Quorum Sensing (QS) (Waters & Bassler, 2005). Este sistema permite que los 

microorganismos se adapten a diferentes funciones biológicas, regulándose la expresión de una 

gran variedad de genes relacionados con el control de procesos celulares.  

La manera de regulación empleada en este sistema de comunicación es censando la densidad 

poblacional celular mediante la acumulación de una molécula señal o también llamada 

molécula QS (MQS) o auto inductor que se difunde al medio exterior y se une a los receptores 

moleculares los cuales están localizados en la superficie o en el citoplasma celular. Se 

consideran cinco criterios para que una MQS sea considerada como tal, esta debe: I) 

acumularse en el entorno extracelular a lo largo del crecimiento celular; II) alcanzar una 

concentración proporcional a la densidad de la población celular, cuya influencia se limita a 

una fase de crecimiento específica; III) como resultado dar una respuesta coordinada a la 

población; IV) cuando se agrega de forma exógena, esta propague el fenotipo QS 

correspondiente; V) no ser meramente un subproducto del catabolismo de los microorganismos 

(Albuquerque & Casadevall, 2012). Las MQS juegan un rol importante en la formación de 

biofilms y parecen estar involucradas en todas las fases de su formación, regulando 

principalmente la densidad poblacional y la actividad metabólica para adaptarse a las demandas 

y a los recursos nutricionales disponibles, participando también en la liberación de los 

microorganismos adheridos (dispersión), entre otras actividades (Bai & Rai, 2011). 

En los biofilms los microorganismos detectan el crecimiento de una u otra especie unida a la 

superficie, ya sea directamente a través del contacto físico o indirectamente, al detectar la 

proximidad de ellos. Mediante esta comunicación se garantiza que la respuesta de la población 

se produzca en un momento adecuado, y la eficiencia de la respuesta depende de la población 

como tal y no de células aisladas o de grupos pequeños. La respuesta celular de adaptación 

genera una serie de procesos fisiológicos que a su vez provocan la expresión o supresión de 

genes específicos, lo cual modifica el fenotipo celular. De esta manera, las células pueden 

actuar como organismos multicelulares (Padder et al., 2018). Estos procesos resultarían 
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improductivos y costosos si fueran realizados por una sola célula, pero se vuelven efectivos al 

ser efectuados por toda la comunidad microbiana.  

El sistema QS se ha descrito tanto en bacterias grampositivas como gramnegativas; las primeras 

utilizan MQS derivadas de péptidos, mientras que las segundas utilizan derivados de ácidos 

grasos. Dentro de las bacterias gramnegativas que son patógenas para los humanos y que 

emplean el sistema QS para la regulación de la síntesis de los factores de virulencia, se 

encuentran Erwinia, Enterobacter, Pseudomonas, Vibrio, y Yersinia. Mientras que bacterias 

del género Bacillus, Enterococcus, Staphylococcus, Streptococcus, y Streptomyces utilizan este 

mecanismo para el desarrollo de competencia genética, producen péptidos o exotoxinas 

antimicrobianas e inducen el desarrollo de biofilms (Lazazzera, 2001; Miller & Bassler, 2001; 

Williams et al., 2007).  

Originalmente, se creía que el mecanismo QS era específico de las bacterias. Sin embargo, se 

ha encontrado que las levaduras coordinan diferentes funciones biológicas a través de este 

mecanismo QS. Este era un fenómeno relativamente desconocido hasta que Hornby et al. 

(2001) describió el efecto de una MQS denominada farnesol (FAR), la cual actuaba sobre la 

morfogénesis de Candida albicans, siendo la primera MQS hallada en levaduras. Varios 

autores han reportado que, por ejemplo, C. albicans, Debaryomyces hansenii, Cryptococcus 

neoformans, Saccharomyces cerevisiae, Neurospora crassa, Penicillium spp. y Aspergillus 

spp. producen compuestos que actúan como MQS, tales como feromonas, FAR, tirosol (TIR), 

compuestos orgánicos volátiles (3- octano, 3-octanol, 1-octen-3-ol), moléculas con lactona 

(butiro lactona-I, heptalactona) y lípidos (oxilipinas). Algunas funciones en las que participan 

las MQS son la diferenciación, regulación del crecimiento, reproducción (sexual o asexual) y 

producción de metabolitos secundarios (Mehmood et al., 2019).  

En la Tabla 1 se exponen algunas de las MQS más reconocidas tanto para bacterias como para 

hongos. 
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Tabla 1 Moléculas de señalización celular que se encuentran con mayor frecuencia en bacterias 

y levaduras. 

Moléculas Origen microbiano Referencia 

N-acil homoserina lactona Proteobacteria (Visick & Fuqua, 2005) 

Oligopéptido lineal Bacterias grampositivas 

Ésteres metílicos de ácido 

palmítico 

Ralstonia solanacearum 

Péptido ComX Bacillus subtilis (Pottathil et al., 2008) 

CSF 

Señal de quinolona Pseudomona aeruginosa (Hogan, 2006) 

Oligopéptidos ciclados Staphylococcus aureus y 

otras bacterias grampositivas 

Farnesol Candida albicans (Hornby et al., 2001) 

(Albuquerque & Casadevall, 

2012) 

Derivados del Farnesol 

Tirosol 

a-factor Saccharomyces cerevisiae (Sprague & Winans, 2006) 

1.3.1 MQS en levaduras 

En los biofilms, las MQS pueden participar en las fases de adhesión, proliferación, 

filamentación, maduración y dispersión; regular la morfología celular y la densidad poblacional 

o secretar de factores virulencia (Deveau & Hogan, 2011; Kruppa, 2009). En levaduras, existen 

cuatro moléculas principales consideradas MQS: farnesol (FAR), tirosol (TIR), 2-feniletanol 

(2-FE) y triptofol (Figura 3). Se sabe que estos cuatro compuestos tienen un notable efecto en 

la regulación de la morfogénesis (transición de levadura a hifas y viceversa), en el inicio de la 

apoptosis fúngica y en la virulencia (Kovács & Majoros, 2020).  
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(Alem et al., 2006; Chen et al., 2004) y suele ser necesaria cuando el FAR está limitado o 

ausente (Navarathna et al., 2007). 

Por último, nos encontramos con 2-FE, un alcohol aromático sintetizado a partir del 

aminoácido fenilalanina a través de la vía de Ehrlich (transaminación, descarboxilación y 

reducción) el cual tiene propiedades antifúngicas y antimicrobianas. Su producción depende 

de la concentración de nitrógeno en el medio y de factores como el oxígeno y pH. Inicialmente, 

se describió como MQS en S. cerevisae y C. albicans y actúa induciendo el crecimiento de 

pseudohifas (Mehmood et al., 2019; Wongsuk et al., 2016). Cordeiro et al. (2015) la reportó 

como MQS en C. tropicalis, C. krusei y D. hansenii . 

1.4 Problemática de los biofilms  

En la ecología global, los biofilms juegan un rol importante como reservorio de nutrientes en 

los suelos, océanos, sedimentos, y en muchos casos son utilizados para remediar ambientes en 

diferentes bioprocesos, como biorremediación, biocontrol, biolixiviación, entre otros 

(Schachter, 2003). Sin embargo, los biofilms impactan negativamente causando problemas 

económicos y sanitarios al colonizar una gran variedad de superficies. Por ejemplo, en el 

sistema de salud son causantes de la contaminación de dispositivos médicos e implantes, líneas 

de agua de unidades dentales, catéteres y respiradores artificiales, entre otros (de Vos, 2015; 

Hall-Stoodley & Stoodley, 2002). Para las industrias en general, son los responsables de la 

bioincrustación o ensuciamiento (del inglés biofouling), obstruyen tuberías, intercambiadores 

de calor, torres de enfriamiento, deterioran la calidad higiénica del agua y provocan corrosión 

entre otros daños (Flemming et al., 2016). El biofouling es un proceso de múltiples etapas 

iniciado por el acondicionamiento de la superficie a través de la adsorción de macromoléculas 

originalmente existentes en el alimento, como proteínas, ácidos húmicos y polisacáridos, y la 

secreción de EPS por parte de los microorganismos capaces de adherirse y formar biofilms 

(Guo et al., 2012; Kochkodan & Hilal, 2015). 

Los biofilms se han vuelto una problemática a nivel económico y sanitario en una amplia gama 

de industrias alimentarias, de las cuales podemos nombrar las industrias lácteas (Chmielewski 

& Frank, 2003; Sharma & Anand, 2002), cárnicas (Sofos & Geornaras, 2010), avícolas (Harvey 

et al., 2007), pesquera (Bagge-Ravn et al., 2003; Shikongo-Nambabi et al., 2012) en las plantas 

procesadoras de bebidas analcohólicas, como las jugueras (Brugnoni et al., 2007; Tarifa et al., 

2013) y alcohólicas, como las vitivinícolas y cerveceras (Flemming & Ridgway, 2009). Las 

superficies de la industria alimentaria son colonizadas por microorganismos que pueden 

proliferar en el alimento en las condiciones de proceso y se convierten en reservorios y fuentes 
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potenciales de contaminación cruzada en el procesamiento y post-procesamiento de estos, 

llevando al rechazo del producto, generando pérdidas económicas, comprometiendo la calidad 

y la seguridad de los alimentos (Coughlan et al., 2016; Khelissa et al., 2017).  

Los biofilms representan un problema importante en la industria alimentaria, ya que en su 

interior los microorganismos cuentan con una barrera protectora que les hace más resistente a 

la acción de agentes antimicrobianos que se utilizan habitualmente en los procesos de limpieza 

y desinfección de las industrias alimentarias. La propiedad emergente y alarmante de los 

biofilms es la gran capacidad para sobrevivir a la exposición de compuestos antimicrobianos, 

incluidos desinfectantes, metales tóxicos y antibióticos (Figura 4) (Flemming et al., 2016). 

Esta tolerancia y/o resistencia de los microorganismos en biofilms puede surgir por los 

componentes y la densidad de la matriz de EPS, ya que anulan la actividad de los 

antimicrobianos por la inhibición de la difusión, o como consecuencia de los estados de 

crecimiento lento que adoptan muchas células de los biofilms. Por un lado, únicamente los 

microorganismos que se encuentren en la región más externa del biofilm quedarán expuestos a 

una concentración letal del producto; aquellos que están más en la parte interna recibirán 

concentraciones subletales y esto puede conducir al desarrollo de resistencia. Por otro lado, el 

estado de latencia o baja actividad metabólica que adoptan los microorganismos permite la 

tolerancia a numerosos antimicrobianos que se dirigen directamente a los procesos metabólicos 

que ocurren durante el crecimiento (Alvarez-Ordóñez et al., 2019; Bas et al., 2017; Fagerlund 

et al., 2017).  
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Figura 4 Resistencia y tolerancia de los microorganismos en los biofilms a los compuestos 

antimicrobianos.  

2. INOCUIDAD ALIMENTARIA Y ENFERMEDADES TRANSMITIDAS POR LOS 

ALIMENTOS (ETA)  

El aumento de la población mundial, la intensificación de la agricultura y la ganadería para 

satisfacer la demanda de alimentos plantean oportunidades y dificultades para la seguridad de 

los alimentos. Estas dificultades conllevan una mayor responsabilidad para los productores y 

distribuidores en cuanto a la inocuidad de los alimentos. Los incidentes locales pueden escalar 

rápidamente en emergencias internacionales debido a la velocidad y el alcance de la 

distribución de los productos. En los últimos diez años se han registrado brotes de 

enfermedades graves en todos los continentes, a menudo amplificados por la globalización del 

comercio (OMS, 2020). 

Las enfermedades transmitidas por alimentos (ETA) son causadas por bacterias, virus, 

parásitos o sustancias químicas que penetran en el organismo a través del agua o los alimentos 

contaminados (OMS, 2020). Como los principales vehículos de ETA se han identificado a los 

productos provenientes de carne bovina, huevos, carne porcina, carne de aves, pescados, 

crustáceos, moluscos, o productos lácteos. Además, también se reportaron brotes provenientes 

de frutas y hortalizas. Hasta el momento, se han descrito alrededor de 250 agentes causantes 

de ETA (Scallan et al., 2015). 
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4.2.1. Membranas de ultrafiltración  
El tipo de membrana que se selecciona es un factor importante para asegurar un buen 

funcionamiento y un rendimiento óptimo del proceso de UF. La UF tiene un mecanismo de 

separación basado en el tamaño de poro (0,005-0,1 micrón) y retienen macromoléculas de 20 

KD a 250 KD. En el proceso se rechazan los componentes de alto PM, mientras que todos los 

componentes de bajo PM atraviesan la membrana libremente. Existen diversos tipos de 

membranas que se adaptan a diferentes usos en función del nivel de filtrado requerido. Los 

modelos de membranas más habituales son: en espiral (Ghosh et al., 2000), cerámicas, 

tubulares (Cassano et al., 2007), de fibra hueca (Laorko et al., 2011) y las membranas plate & 

frame (He et al., 2007).  

Al mismo tiempo, las membranas de UF (MUF) pueden clasificarse en dos tipos: membranas 

inorgánicas y membranas poliméricas. Las membranas inorgánicas están formadas por 

cerámicas o metales, que tienen buena resistividad, y son resistentes a productos químicos 

corrosivos como ácidos fuertes, bases y oxidantes. En muchas aplicaciones que requieren 

condiciones ambientales adversas, las membranas inorgánicas son la única opción; las mismas 

son consideradas superiores en cuanto al mantenimiento que las membranas poliméricas 

porque son menos vulnerables a la degradación microbiana (Amin et al., 2016). Este tipo de 

membranas presentan buena resistencia mecánica y tolerancia a la temperatura. No obstante, 

debido al elevado costo de producción, las dificultades de manipulación y el relativo control 

insuficiente en la distribución del tamaño de los poros, las membranas inorgánicas son menos 

habituales. Por su parte, las membranas poliméricas tienen alta adaptabilidad, flexibilidad, 

buena capacidad de formación de películas, resistencia mecánica, estabilidad química y la 

transferencia selectiva las hace muy eficientes (Wen et al., 2019). Las membranas poliméricas 

son muy rentables y se realizan con materiales económicos para su fabricación. Dentro de los 

polímeros que se utilizan para su fabricación se encuentran: poliéter sulfona (PES), fluoruro de 

polivinilideno (PVDF), alcohol polivinílico (PVA), cloruro de polivinilo (PVC), poliamida 

(PA), tereftalato de polietileno (PET), policarbonato (PC), acetato de celulosa (CA), quitosano 

(CS) (Ulbricht, 2006). En el proceso productivo de jugos clarificados se emplean generalmente 

membranas tubulares poliméricas de PVDF, las cuales son altamente resistentes a ocluirse al 

procesar corrientes con grandes cantidades de sólidos en suspensión y/o componentes fibrosos 

(Tarifa, 2017) (Figura 5).  
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Figura 5 Proceso de ultrafiltración con membranas de PVDF. Arriba: Imagen del proceso de 

ultrafiltración. Abajo, recorte de un módulo tubular de usado para la clarificación de jugo de 

manzana. Fotos tomadas de Tarifa, 2017. 

4.3 Microorganismos deteriorantes y contaminantes  

El ambiente de las industrias elaboradoras de alimentos propicia la presencia de una microbiota 

heterogénea, lo que permite la existencia de micro consorcios de especies mixtas, que 

interaccionan entre sí, proporcionando microhábitats muy diversos a pequeña escala, 

favoreciendo la biodiversidad (Bagge-Ravn et al., 2003; Carpentier & Chassaing, 2004; 

Deveau et al., 2018; Giaouris et al., 2014). Si bien algunas frutas tienen un pH mayor como por 

ejemplo la banana, el melón, el higo y la papaya, la mayor parte de las frutas son productos de 

alta acidez. El bajo pH y la naturaleza del ácido orgánico per se seleccionan el crecimiento de 

los microorganismos ácido-tolerantes, tales como mohos y levaduras (Alzamora et al., 2004). 

Los principales agentes causantes del deterioro microbiológico de la industria de jugos y/o 

bebidas, pueden ser bacterias, levaduras y mohos (Stratford et al., 2000). 

Algunos de los géneros bacterianos reportados como deteriorantes en jugos son Enterobacter 

spp., Alicyclobacillus spp., Pseudomonas spp. y bacterias del ácido láctico (Brackett, 1994; 

Chang & Kang, 2004; Walker & Phillips, 2008); ciertos mohos, como Penicillium spp., 

Aspergillus spp., Eurotium spp., Alternaria spp., Cladosporium spp., (Beuchat, 1992) y otros 
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autores reportaron la presencia levaduras como Saccharomyces spp., Rhodotorula spp, 

Candida spp., Cryptococcus spp. etc. (Brugnoni et al., 2007; Jay et al., 2005; Tarifa et al., 

2013). Las bacterias ácido-lácticas (BAL) son las responsables del deterioro primario de jugos 

de frutas, sin embargo, su número se reduce considerablemente después de los procesos de 

pasteurización, concentración y refrigeración. En cambio, los mohos y las levaduras toleran 

altas presiones osmóticas, bajo pH y crecen a temperaturas de refrigeración, siendo los 

principales microorganismos responsables del deterioro del producto ya procesado (Querol & 

Fleet, 2006; Tournas et al., 2006).  

Particularmente, en las plantas elaboradoras de jugo de manzana se han aislado diferentes 

especies de levaduras, mohos y bacterias, como se muestra en la Tabla 2.  

 

Tabla 2 Microorganismos típicos presentes en jugos de manzana (Arthey & Ashurst, 1996) 

Levaduras Mohos Bacterias 

Candida spp. Penicillium spp. Lactobacillus spp. 

Kloeckera spp. Aspergillus spp. Leuconostoc spp. 

Saccharomyces spp. Paecilomyces spp. Acetobacter spp. 

Torulopsis spp. Byssochlamys spp. Gluconobacter spp. 

Rhodotorula spp.   

Zygosaccharomyces spp.   

 

Las interacciones entre levaduras y bacterias patógenas en la industria alimentaria plantea un 

problema económico y sanitario difícil de resolver, debido a que son limitados los tratamientos 

que se pueden aplicar sin comprometer las propiedades organolépticas y la vida útil de los 

alimentos (Gálvez et al., 2010).  

5. ESTRATEGIAS DE CONTROL DE LOS BIOFILMS  

Teniendo en cuenta el papel de los biofilms como deteriorantes y como posible reservorio de 

microorganismos potencialmente peligrosos, se han dedicado grandes esfuerzos para 

perfeccionar los métodos y estrategias disponibles para removerlos de los ambientes 

industriales y en desarrollar nuevas herramientas de inhibición y/o reducción más efectivas, 

económicas y sostenibles en el tiempo. Dentro de los objetivos generales en cuanto al control 

microbiano en las industrias alimentarias, se encuentran: (1) minimizar la carga microbiana de 

las fuentes externas al proceso, (2) controlar eficientemente el crecimiento en sitios 
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microbiológicamente vulnerables y (3) limpiar y desinfectar adecuadamente las líneas de 

procesado (Maciej Serda et al., 2000). En la industria alimentaria, los biofilms pueden ser 

eliminados mediante diferentes estrategias que incluyen métodos físicos (campos magnéticos 

o tratamiento con ultrasonido), químicos (detergentes y desinfectantes) y biológicos, siendo 

estos últimos los más investigados en la actualidad.  

Aunque existen muchos biocidas que se comercializan como efectivos contra el biofouling, 

solo unos pocos de ellos son adecuados para aplicaciones a gran escala (Xu et al., 2017). Por 

ejemplo, el hipoclorito de sodio es, de hecho, ampliamente utilizado en la industria alimentaria 

(Sagong et al., 2011; van Haute et al., 2013), sin embargo, un contratiempo es que las células 

inmersas en biofilms son muy resistentes a los tratamientos (Xu et al., 2017). Tradicionalmente, 

el hipoclorito sodio se ha empleado en la industria alimentaria como desinfectante universal 

(Møretrø et al., 2012), debido a su bajo costo, facilidad de aplicación y alta efectividad 

microbicida. Sin embargo, con el uso constante de productos similares surge el problema de la 

resistencia microbiana (Borovec et al., 1998; Cogan et al., 2005; Ramos et al., 2013). Si la 

limpieza es insuficiente, los residuos de la matriz alimentaria pueden permanecer en la 

superficie, afectando así a la eficacia del proceso. En los procesos industriales, el diseño 

geométrico de máquinas, tuberías y tanques suele ser complejo y, por lo tanto, los 

procedimientos, de limpieza y desinfección son complejos. Además, las células que forman 

parte un biofilm son más resistentes a los procesos de desinfección convencionales en 

comparación con las células planctónicos, y por ende, son más difíciles de erradicar (Simões 

et al., 2010).  

Diversos autores han demostrado que una amplia gama de desinfectantes de utilización 

industrial o sus compuestos activos, no son capaces de inactivar por completo a las principales 

bacterias patógenas causantes de ETA, y a otros microorganismos que habitan las superficies 

en biofilms mono o multiespecie (Anand & Singh, 2013; Chylkova et al., 2017; Corcoran et 

al., 2014; Fagerlund et al., 2017; Martin et al., 2016). El desafío de hoy en día se centra en 

desarrollar nuevas estrategias capaces de prevenir la formación de biofilms o reducir los 

biofilms preexistentes de manera eficaz y así evitar la aparición de microorganismos 

resistentes. En consecuencia, en esta tesis nos centraremos en evaluar dos estrategias de bio 

control, la primera empleando BAL para mitigar la formación de biofilms de bacterias 

patógenas alimentarias, y la segunda empleando MQS.   
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biológicamente activos producidos por bacterias que tienen propiedades bactericidas contra 

cepas de la misma especie y otras especies relacionadas (Gómez et al., 2016). Actúan 

generalmente destruyendo la integridad de la membrana citoplasmática mediante la formación 

de poros, lo que ocasiona un desbalance de metabolitos o la disipación de la fuerza motriz de 

protones necesaria para la producción de energía y síntesis de proteínas y ácidos nucleicos 

(Montville & Chen, 1998). Las bacteriocinas producidas por BAL pueden actuar 

sinérgicamente con otros tratamientos antimicrobianos frente a patógenos alimentarios, 

gramnegativos y grampositivos. Esto puede reducir la carga microbiana en productos frescos e 

inactivarlos al causarles a los microorganismos daño celular y desorganización de la membrana 

celular, haciéndolos más susceptibles a la acción de estos compuestos (Gálvez et al., 2010; 

Speranza et al., 2020). El ácido láctico es otro de los principales compuestos liberado, además 

de sustancias de bajo PM (reuterina, reutericiclina, diacetilo, ácidos grasos), peróxido de 

hidrógeno y compuestos antimicóticos (propionato, lactato de fenilo, lactato de hidroxifenilo y 

ácidos grasos 3-hidroxi) (Arena et al., 2016; Figueroa-González et al., 2011; Gálvez et al., 

2010). 

En la actualidad, las BAL productoras de bacteriocinas han sido empleadas sobre superficies 

de uso alimentario (AI, politetrafluoroetileno, poliestireno) para evitar la proliferación de 

bacterias patógenas de alimentos (Guerrieri et al., 2009; Pérez-Ibarreche et al., 2016). Al 

mismo tiempo, se ha señalado que el modo de acción de las BAL frente a los biofilms de 

microorganismos no deseados es diferente al efecto del empleo directamente de sus 

bacteriocinas semi purificadas (Camargo et al., 2018). Además, es posible que no solo las 

bacteriocinas desempeñen un papel en la actividad anti-biofilm cuando se utilizan las cepas 

BAL, ya que también se pueden producir otros compuestos antimicrobianos (como los 

biosurfactantes), o estrategias de exclusión para evitar la adhesión (Gómez et al., 2016; 

Guerrieri et al., 2009). Se ha informado incluso que el EPS de los biofilms de las BAL podría 

impedir la adhesión y la proliferación de bacterias como E. coli O157:H7, Salmonella spp. y 

L. monocytogenes (Kim et al., 2006). 

Puesto que la formación de biofilms por bacterias patógenas alimentarias representa un 

problema para la industria de alimentos, y considerando los posibles usos de BAL para mitigar 

su presencia, en esta tesis se estudiará el efecto de BAL como antagonistas de patógenos 

bacterianos. 
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Figura 6 Estructura molecular de la natamicina. 

 

NAT ha sido ampliamente utilizada para controlar levaduras que se desarrollan en productos 

como yogur, queso, bebidas sin alcohol, jugos de frutas, condimento para ensaladas, entre otros 

(El-Diasty et al., 2009; Gallo & Jagus, 2007). El modo de acción de la NAT es a través de su 

unión al ergosterol, compuesto que está presente en la membrana celular de levaduras y hongos 

(Figura 7). Esto ocasiona la formación del complejo polieno-esterol, lo que altera la 

permeabilidad de la membrana, inhibe transportadores de membranas de aminoácidos y 

glucosa dependiente del mecanismo de los esteroles y conduce a la rápida fuga de iones 

esenciales y péptidos pequeños (Lule et al., 2015; te Welscher et al., 2008).  

 

 
Figura 7 Representación del modo de acción de la natamicina sobre la membrana celular.  

 

La NAT ha sido probada y aprobada como un conservante de alimentos adecuado y seguro por 

autoridades en seguridad alimentaria en todo el mundo, incluyendo la Autoridad Europea de 

Seguridad Alimentaria (EFSA), CODEX/WHO/FAO/JECFA, por la FDA y la Food Standards 



I n t r o d u c c i ó n  g e n e r a l | 44 
 

 

de Australia/Nueva Zelanda (FSANZ). NAT se acepta como GRAS y se emplea en la Unión 

Europea, Estados Unidos, Canadá, Australia, México, Rusia, entre otros (Kallinteri et al., 2013; 

Lule et al., 2015). En Argentina se permite el uso de la NAT para el tratamiento de cáscara de 

quesos de pasta dura o semidura o de sus cubiertas protectoras y de las envolturas de embutidos 

secos que deban sufrir un proceso de maduración. Según la Autoridad Sanitaria Nacional 

(Código Alimentario Argentino, 2010), la concentración residual en la superficie de las 

cáscaras o envolturas no deberá ser mayor de 1 mg/dm² de superficie de queso o embutido, no 

debiendo detectarse la presencia del antimicótico en el interior del producto a una profundidad 

mayor de 2 mm. NAT podrá además ser empleada en los alimentos que específicamente 

permitan su uso como sustancia antimicótica. 

Considerando las características de la NAT y las propiedades del FAR, al cual se lo ha 

estudiado en combinación con otros agentes antifúngicos o antimicrobianos reconocidos (Bozó 

et al., 2016; Cordeiro et al., 2015; Katragkou et al., 2015; Kovács et al., 2016; Shanmughapriya 

et al., 2014), y dado que existen pocos informes sobre la eficacia de los tratamientos 

antifúngicos combinados con MQS en los biofilms asociados a la industria alimentaria, en esta 

tesis se evaluará la acción combinada de NAT y FAR biofilms desarrollados en superficies de 

uso alimentario, a fin de encontrar estrategias alternativas de remoción y/o prevención de 

biofilms. 

 

Este es un marco introductorio de la compleja problemática de los biofilms en las industrias 

alimentarias. Como se muestra en la Figura 8, hemos observado que el proceso de formación, 

la arquitectura y la funcionalidad de los biofilms dependen de diversos factores, los cuales 

tienen un impacto en la diferenciación de los microorganismos y, por ende, en la formación de 

biofilms (Boudarel et al., 2018; Whitehead & Verran, 2015). 

Se considera fundamental comprender el proceso de formación de los biofilms, cómo se 

asocian e interaccionan las diferentes especies en el microambiente generado en las plantas 

elaboradoras de alimentos, para poder diseñar estrategias apropiadas para su control, de forma 

integral, con base en las necesidades propias de las industrias. En consecuencia, en esta tesis 

nos enfocaremos en evaluar las interacciones que se dan entre las levaduras consideradas como 

microbiota residente de una planta procesadora de jugo de manzana y las bacterias patógenas 

productores de ETA, de relevancia en esta industria, sobre superficies de uso alimentario. 

Además, se identificarán los metabolitos generados en estas comunidades microbianas y se 

estudiará, en conjunto con las BAL, la posible aplicación como agentes de (bio) control.  
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Figura 8 Resumen de los factores que intervienen en la formación del biofilms en la industria 

alimentaria. 
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Figura 9 Colonias típicas de Rhodotorula mucilaginosa, Candida tropicalis, Candida krusei y 

Candida kefyr en CHROMagar Candida. 

 

6.2 E.M.B. agar (con eosina y azul de metileno, Britania, Argentina). Peptona 10 g/l, lactosa 

5 g/l, sacarosa 5 g/l, fosfato dipotásico 2 g/l, eosina 0,4 g/l, azul de metileno 0,065 g/l, agar 

13.5 g/l, pH, 7,2 ± 0,2.  

Este medio se empleó para el aislamiento, identificación y recuento de Escherichia coli 

O157:H7. 

6.3 MRS agar (del inglés Man, Rose, Sharpe, Biokar Diagnostics, Francia). Peptona 10 g/l; 

extracto de carne 10 g/l; extracto de levadura 4 g/l; glucosa 20 g/l, Tween 80 1,08 g/l; K2HPO4 

2 g/l, acetato de sodio 5 g/l, citrato de amonio, 2 g/l; Mg SO4.7H2O, 0,2 g/l; MnSO4.4H2O, 0,05 

g/l; agar bacteriológico 16 g, pH 5,7 ± 0,1.  

Este medio se empleó para el aislamiento, identificación y recuento de Lb. rhamnosus y Lb. 

casei. 

6.4 Oxford agar base modificado (OXF, Biokar Diagnostics, Francia). Peptona 23,0 g/l, 

almidón 1,0 g/l, NaCl 5,0 g/l, esculina 1,0 g/l, citrato de amonio férrico 0,5 g/l, cloruro de litio 

15,0 g/l, cicloheximida 400,0 mg/l, sulfato de colistina 20,0 mg/l, cefotetan 2,0 mg/l, 

fosfomicina 10,0 mg/l, acriflavina 5,0 mg/l, agar bacteriológico 13,0 g/l, pH 7,0 ± 0,2.  

Luego de la esterilización del medio, se le adicionó un Suplemento Selectivo para OXF 

(colistina 0,005 g y ceftadizimida 0,01 g por vial). El contenido de 1 vial se agrega a 500 ml 

de medio de cultivo.  

Este medio se empleó para el aislamiento, identificación y recuento de Listeria. 

6.5 Recuento en placa agar (PCA, Britania, Argentina). Extracto de levadura 2,5 g/l, tripteína 

5 g/l, glucosa 1 g/l, agar bacteriológico 15 g/l, pH 7 ± 0,2.  











M a t e r i a l e s  y  m é t o d o s  g e n e r a l e s | 53 
 

 

cuando se trabaje con la combinación de las cuatro especies. Para este último caso, se tomaron 

alícuotas iguales de cada suspensión de las levaduras ajustadas (véase sección 9) y se 

mezclaron en una proporción 1:1:1:1. 

9.2 Bacterias patógenas 

Las bacterias patógenas que se estudiaron pertenecen al cepario del Laboratorio de 

Microbiología Industrial y de los Alimentos de la Universidad Nacional del Sur: Listeria 

monocytogenes ATCC 7644 (serotipo 1/2c), Salmonella enterica, subespecie enterica 

serovariedad Enteritidis (Salmonella enterica a partir de ahora) y Escherichia coli O157:H7 

(EDL 933).  

Para comprender el comportamiento de L. monocytogenes en alimentos y entornos de 

procesamiento de alimentos, en experimentos de laboratorio se recomienda el uso de un 

organismo sustituto. Debido a su estrecha relación genética, L. innocua se ha utilizado a 

menudo como sustituto de L. monocytogenes. Se sabe que L. innocua forma biofilms sobre los 

materiales empleados en la industria alimentaria y ha sido encontrada en los mismos nichos 

ambientales que L. monocytogenes, además de ser aislada de los mismos alimentos; es por lo 

que ha sido empleada como microorganismo sustituto de L. monocytogenes (Lappi et al., 2004; 

Milillo et al., 2012). En el Capítulo I se trabajará con la bacteria no patógena de L. innocua 

(aislada de un queso de pasta blanda).  

Con el fin de recrear un ambiente similar o acercarnos a lo que ocurre cuando las bacterias se 

encuentran en condiciones de estrés, en determinados ensayos se trabajó con las bacterias pre 

adaptadas en jugo de manzana. El uso de células estresadas o previamente adaptadas podría 

revelar información más realista que el uso de cultivos en crecimiento exponencial no 

sometidos a condiciones de estrés. Para esto, las cepas patógenas, previo al ajuste del inóculo, 

se expusieron a jugo de manzana durante 4 h a 25 °C (Tarifa et al., 2015). Luego se 

centrifugaron y se re suspendieron nuevamente en la matriz alimentaria para ajustar el inóculo 

correspondiente. 

9.3 Bacterias del ácido láctico (BAL) 

Para los estudios correspondientes a la búsqueda de estrategias de biocontrol se evaluaron dos 

BAL las cuales pertenecen a la American Type Culture Collection (ATCC): Lactobacillus 

rhamonusus GG ATCC 53103, y Lactobacillus casei ATCC 393. Sobre la base de estudios de 

la secuenciación del genoma de Lb. rhamnosus, se realizó una reclasificación y se le asignó el 

nombre de Lacticaseibacillus rhamnosus (Zheng et al., 2020). Sin embargo, dado que el 
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nombre no había cambiado en el momento en que se realizaron los estudios de esta tesis, aquí 

nos referiremos como Lb. rhamnosus. 

En los ensayos realizados, se utilizó caldo MRS para los cultivos de BAL y después se 

siguieron los pasos explicados en el apartado 9. En todos los ensayos en el cual se emplearon 

las BAL, el inóculo se ajustó a una DO600 hasta obtener una concentración final de 108 UFC/ml. 

10. FORMACIÓN  DE BIOFILMS  

Se plantearon diferentes escenarios posibles para el estudio de la adhesión y el desarrollo de 

los biofilms. Se consideraron cuatro combinaciones entre los microorganismos, ya sean 

bacterias y/o levaduras, y dos formas de colonización de la superficie (Figura 11).  

Se evaluaron las siguientes combinaciones entre los microorganismos: 

10.1.1 Monoespecie: la adhesión es a partir de un monocultivo, se evalúa la adhesión por 

separado de cada bacteria o cada levadura.  

10.1.2 Mezcla de levaduras: adhesión de la mezcla de las cuatro levaduras.  

10.1.3 Duales: adhesión de una levadura + una bacteria patógena o BAL + bacteria patógena. 

10.1.4 Multiespecie: adhesión de la mezcla de levaduras + una bacteria (L. monocytogenes, 

L. innocua, S. enterica o E. coli O157:H7). 

Se refiere a cultivos planctónicos (CP) cuando las especies se encuentra como células libres. 

Por otro lado, según el modo de colonización de la superficie: 

10.1.5 Co-adhesión: cuando la colonización de la superficie se da de manera simultánea por 

parte de las bacterias y las levaduras. 

10.1.6 Preformado: en el cual las bacterias encuentren una superficie ya colonizada por las 

levaduras (puede ser una sola o la mezcla de levaduras) o cuando encuentran una 

superficie colonizada por BAL. 

No se contempla, en cambio, la incorporación de levaduras a biofilms formados por patógenos, 

asumiendo que esta es la casuística menos probable en base a las frecuencias poblacionales 

microbianas presentes en la industria procesadora de jugos de fruta. 
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Figura 11 Representación esquemática de las combinaciones de microorganismos evaluadas 

según la cantidad de especies y el modo de adhesión. En el caso de los estudios con BAL (no 

representados en la figura) se evaluaron las adhesiones monoespecie y formando duales con 

las bacterias patógenas y los dos modos de adhesión.  

 

Todas las muestras se incubaron en condiciones de no circulación de fluidos a 25 °C. En los 

procesos industriales el diseño y la geometría de los equipos es variado y complejo, por lo que 

los biofilms se desarrollan bajo una amplia distribución de fuerzas hidrodinámicas (Blel et al., 

2007; Lelièvre et al., 2002). Los biofilms constituidos bajo condiciones estáticas se consideran 

representativos de aquellos formados en tanques donde se realizan los procesos de clarificación 

enzimática y de almacenamiento y accesorios de cañerías que pueden presentar puntos donde 

se modifica la circulación de fluidos, como codos, curvas, tramos en T, etc. (Tarifa, 2017). 

Los tiempos de incubación evaluados serán aclarados según corresponda en cada sección. 

11. ESTUDIO DE LOS BIOFILMS MEDIANTE LA TÉCNICA DE RECUENTO  

Para extraer microorganismos de una superficie, se debe seleccionar una técnica de 

recuperación que garantice la recuperación máxima de células cultivables (bacterias y 

levaduras) para evitar lecturas falsas y, de esta manera, minimizar la variabilidad en los 

ensayos. A lo largo de esta tesis, se ha propuesto una técnica que combina sonicación de las 

muestras, el cual ha sido empleado previamente por otros autores (Tang et al., 2009; Zips et 
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al., 1990), seguido de la agitación con vórtex (Lindsay & von Holy, 1997) en presencia de 

perlas (Montañez-Izquierdo et al., 2012).  

Las superficies de AI y MUF, que contenía los biofilms, se lavaron con agua destilada estéril 

dos veces y se las agitó suavemente con el fin de eliminar las células no adheridas. Las muestras 

se retiraron de la microplaca con una pinza estéril y se colocaron en un tubo de ensayo que 

contenía agua destilada más 5 perlas de vidrio de 5 mm diámetro. Seguidamente, las muestras 

se sonicaron 2 min a 20 °C (Digital Ultrasonic Cleaner, PS-10A), seguido de 1 min de agitación 

a máxima velocidad con vórtex. Luego se realizaron las diluciones seriadas correspondientes 

con agua destilada estéril y los recuentos con la técnica de agar volcado para aquellos que 

provenían de un monocultivo, o mediante diseminación en superficie en los medios selectivos 

y diferenciales correspondientes para aquellos que provenían de cultivos de más de una especie 

(biofilms duales o multiespecie). Todos los resultados se expresaron como UFC (Unidades 

Formadoras de Colonias) /cm². 

12. ESTUDIO DE LOS BIOFILMS MEDIANTE TÉCNICAS MICROSCÓPICAS  

En la actualidad se encuentran disponibles numerosas técnicas y herramientas de imágenes 

para el análisis de la arquitectura de los biofilms que pueden representar características 

estructurales de la comunidad sésil (Cattelan et al., 2018). Dentro de las herramientas más 

utilizadas podemos encontrar microscopías ópticas como de transmisión y de fluorescencia y 

las llamadas de alta resolución como ser la microscopía electrónica de barrido (del inglés 

Scannig Electron Microscopes, SEM), microscopía de fuerza atómica y microscopía de láser 

confocal (Pousti et al., 2019). En nuestro estudio se observaron las muestras mediante 

microscopía de fluorescencia y SEM. 

12.1 Microscopía Electrónica de Barrido (SEM) 

La adquisición de imágenes tridimensionales permite un análisis del desarrollo del biofilms y 

brinda mayor conocimiento de las características estructurales de la comunidad sésil (Cattelan 

et al., 2018). Entre las técnicas utilizadas para detectar la formación de biopelículas, la 

microscopía electrónica está mejor indicada para evaluar la interacción microbiana en la matriz 

de biofilms (Lewis et al., 1987; Tortorello & Gendel, 1997) y es una herramienta 

extremadamente útil para análisis comparativo en la investigación de biofilms, especialmente 

al evaluar los efectos anti-biofilm de un compuesto/tratamiento (Azeredo y col., 2016). 
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INTRODUCCIÓN  

A pesar de los grandes esfuerzos realizados para reducir las contaminaciones alimentarias 

provocadas por L. monocytogenes en la última década, los brotes recientes en mantequillas, 

carne cocida, paté, manzanas caramelizadas, entre otros, indican que tal problema no ha sido 

resuelto (Glass et al., 2015; Goulet et al., 2006; Okutani et al., 2004; Olsen et al., 2005; Rocourt 

et al., 2000). En particular, la tasa de incidencia de brotes de ETA causada por el consumo de 

jugos ha mostrado una tendencia creciente en los últimos años, lo que demuestra que los 

microorganismos han desarrollado mecanismos para resistir diversos factores de estrés. Se han 

reportado numerosos brotes a nivel mundial de jugos de frutas entre los años 2005 y 2020, 

especialmente en jugo de manzana (16 brotes) y en jugo de naranja (2 brotes) (Alonzo, 2013; 

Cheng et al., 2003; Krug et al., 2020). L. monocytogenes, S. enterica y E. coli O157:H7 han 

sido declarados como patógenos de interés para la inocuidad de jugos de manzana y otras frutas 

(FDA, 2004). Si bien no existen reportes que asocien a los jugos de frutas con brotes de 

listeriosis, L. monocytogenes se ha aislado de jugo de manzana no pasteurizado (pH 3,78) y de 

una mezcla de jugo de manzana y frambuesa (pH 3,75) (Sado et al., 1998). Uno de los brotes 

de listeriosis menos esperados se relacionó con el consumo de manzanas recubiertas de 

caramelo en Estados Unidos en 2014, un vehículo no reportado previamente para L. 

monocytogenes. Se ha confirmado que, en vista del brote, varias superficies que entran en 

contacto con la fruta, como cepillos para pulir o para secar, cintas transportadoras y la 

superficie interior de los contenedores de madera, resultan positivas para L. monocytogenes 

(Angelo et al., 2017). Hasta ese momento, no se habían reportado informes que sugirieran que 

L. monocytogenes era un patógeno asociado rutinariamente con las manzanas (Glass et al., 

2015). 

La FDA (2004) define el jugo como un líquido acuoso que se extrae de una o más frutas y/o 

vegetales, o bien como cualquier concentrado de dicho líquido. Por otro lado, el jugo 

concentrado es aquel que, una vez extraído de la fruta y/o vegetal, sufre un proceso de 

reducción de peso y volumen mediante la remoción de la porción acuosa. Para obtener el jugo 

clarificado, el jugo se somete a un proceso de ultrafiltración por membranas, generalmente de 

fluoruro de polivinilideno (PVDF) (Mohammad et al., 2012). La UF permite la obtención de 

jugos exentos de sedimentos y turbidez, lo que supone un ahorro en costes operacionales y 

materiales, así como una reducción de los productos residuales, lo que a su vez contribuye a 

mejorar la calidad del producto (organoléptica y microbiológicamente) (Scott, 1998). No 

obstante, a medida que transcurren los ciclos de producción, se van depositando sobre las 



C a p í t u l o  I | 62 
 

 

superficies de las membranas diversos materiales de origen inorgánico, orgánico y/o biológico, 

lo cual provoca el proceso de ensuciamiento o fouling (Flemming, 1997). El biofouling es uno 

de los problemas operativos más graves de los sistemas de UF basados en membranas y es más 

riesgoso que otras formas de ensuciamiento debido a la capacidad de los microorganismos para 

crecer, multiplicarse y propagarse sobre la superficie de la membrana (Tang et al., 2009), 

facilitando el establecimiento de poblaciones de patógenos de riesgo para la salud humana en 

las MUF (Kochkodan & Hilal, 2015).  

En estudios anteriores del grupo de investigación, se determinó que los principales agentes del 

biofouling eran levaduras, y las especies de levaduras identificadas mostraron resiliencia frente 

a los sucesivos factores de control y estrés aplicados en las diferentes etapas de producción 

(Brugnoni et al., 2007, 2011, 2012; Tarifa et al., 2013). Entre las especies identificadas, once 

aislamientos de levaduras pertenecieron a seis especies: un aislamiento de R. mucilaginosa, 

tres aislamientos de C. krusei, dos aislamientos de C. tropicalis, tres aislamientos de C. kefyr, 

un aislamiento de C. sorboxilosa y un aislamiento de Pichia kluyvery; y respecto a las bacterias, 

solo se identificó una especie de BAL (Tarifa et al., 2013). Dado que esta comunidad de 

microorganismos habita y persiste en las plantas productoras de jugos de frutas, se considera 

tanto a Candida spp. como Rhodotorula spp. como microbiota residente. Esta comunidad está 

ineludiblemente en contacto e intercambio con otras especies microbianas presentes en el 

ambiente de procesado (Tarifa et al., 2015, 2017). Se debe tener en cuenta que las bacterias 

que se encuentran en la superficie externa de la fruta pueden ser transferidas a las piezas recién 

cortadas durante la preparación y el almacenamiento, convirtiéndose la fruta procesada en un 

vehículo potencial para la transmisión de L. monocytogenes, Salmonella spp. o E. coli O157:H7 

(Ukuku et al., 2016). Se ha propuesto que, las bacterias patógenas alimentarias encontrarían 

sitios de anclajes en las levaduras que forman parte de la comunidad residente, y esto 

contribuiría a la supervivencia, la colonización y la formación de biofilms de los 

microorganismos patógenos, que suelen considerarse como pobres formadores de biofilms 

(Giaouris et al., 2014; Moons et al., 2009). 

Tanto L. monocytogenes, S. enterica como E. coli son capaces de adherirse a diferentes 

superficies en contacto con los alimentos, como poliestireno, polímeros, plástico, vidrio, teflón, 

caucho y acero inoxidable (AI), (Blackman & Frank, 1996; Cotter et al., 2000; Møretrø & 

Langsrud, 2004; Norwood et al., 2000; Renier et al., 2011). A fin de adherirse, los 

microorganismos exhiben una variedad de fenotipos que les permiten anclarse y formar 

biofilms. La adhesión bacteriana a las superficies está influenciada por las propiedades 

fisicoquímicas del medio (temperatura, pH), de la superficie (hidrofobicidad, rugosidad) y del 





C a p í t u l o  I | 64 
 

 

la cual es muy específica y suele realizarse mediante la unión de una proteína adhesina de un 

microorganismo, con un sacárido receptor de otro microorganismo (Rickard et al., 2003).  

Atendiendo a la problemática que suponen los biofilms en la industria alimentaria, en este 

capítulo se evaluaron las principales características fisicoquímicas de superficie celular 

(hidrofobicidad, agregación, producción de EPS y curli a diferentes temperaturas) que están 

involucradas en la adhesión de L. innocua y L. monocytogenes. Además, se evaluó la 

supervivencia, la capacidad adherirse y formar biofilms sobre AI empleando jugo de manzana 

como matriz alimentaria. En una segunda instancia, debido a los escasos reportes sobre la 

adhesión entre posibles bacterias patógenas de alimentos y levaduras en jugo de manzana, se 

caracterizó la adhesión y formación de biofilms de L. monocytogenes y R. mucilaginosa, C. 

tropicalis, C. krusei y C. kefyr sobre AI y MUF, incorporando como objetos de estudio S. 

enterica y E. coli O157:H7.  
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MATERIALES Y MÉTODOS  

Como no es posible reproducir perfectamente las condiciones reales en estudios 

experimentales, se establecieron cuatro factores para imitar lo más cercanamente posible la 

situación de la planta productora de jugo de manzana y pera: (1) Especies de levaduras aisladas 

de una planta de procesamiento de jugo de manzana: R. mucilaginosa, C. tropicalis, C. krusei 

y C. kefyr; (2) Jugo de manzana obtenido industrialmente como matriz alimentaria para la 

formación de biofilms; (3) Incubación a 25 ºC, la cual es habitual en las plantas de 

procesamiento; y (4) Acero inoxidable (AI) AISI 304 y membranas de ultrafiltración de PVDF 

(MUF) utilizados como material en contacto con alimentos.  

Las bacterias seleccionadas en este capítulo fueron en una primera instancia L. innocua, L. 

monocytogenes y la superficie de adhesión fue AI. En segunda instancia y teniendo en cuentas 

los resultados obtenidos para ambas Listeria, se decidió continuar trabajando con L. 

monocytogenes, y se incorporaron S. enterica y E. coli O157:H7.  

La preparación de las suspensiones de los microorganismos se detalla en la sección de 

Materiales y Métodos generales (sección 9). 

I.1. Caracterización fisicoquímica de Listeria 

I.1.1 Ensayo de hidrofobicidad  

La prueba de adhesión microbiana a hidrocarburos es un ensayo bifásico agua-hexadecano en 

el cual las células hidrofóbicas quedan retenidas en hexadecano, lo cual produce una reducción 

de la DO en el cultivo inicial. Esta prueba se realizó siguiendo el procedimiento de Mattos-

Guaraldi et al. (1999), y se basa en la comparación de la afinidad a solventes no polares; en 

este caso, hexadecano (Mallinckrodt Baker, Phillipsburg, NJ). Debido a las propiedades de 

tensión superficial de este compuesto, se pueden revelar las propiedades hidrofóbicas e 

hidrofílicas de los microorganismos en estudio.  

Se mezclaron 4 ml de la suspensión de Listeria ajustada en solución salina 0,023 M pH 4,3, 

para simular las condiciones de pH y osmolaridad del jugo de manzana, y luego se añadió 1 ml 

de N-hexadecano. La mezcla se sometió durante 2 minutos a agitación vigorosa con un agitador 

vórtex (Genie 2TM, Scientific Industries, Inc., N.Y., EE. UU.) y se dejó reposar hasta la 

separación completa de las fases (aprox. 10 min) incubándose a 12°, 25° y 37 °C. 

Posteriormente, se tomó 1 ml de la fase acuosa (cuidadosamente de manera de no perturbar las 

fases) y se midió la DO600. El principio de este método se basa en la medición de la caída en la 
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HCl 0,1 M. Posteriormente, se realizaron los recuentos mediante diluciones seriadas y se utilizó 

agar PCA y OXF; luego, los resultados se expresaron como log UFC/ml±DE. 

I.2 Biofilms sobre acero inoxidable  

En esta experiencia, se estudiaron las adhesiones de cultivos monoespecie, duales y 

multiespecie de la/s levadura/s y/o Listeria. En la Figura 13 se esquematizan las 

combinaciones evaluadas para el estudio de adhesión.  

 

 
Figura 13 Esquema de las combinaciones evaluadas entre Listeria innocua y Listeria 

monocytogenes y las levaduras sobre acero inoxidable. 

 

En el caso de los biofilms duales y multiespecie, las levaduras se pusieron en contacto por 4 h 

con la superficie de AI, a 25 °C, a fin de obtener un biofilm preformado de levaduras. Pasado 

este tiempo, se retiró la suspensión, se hizo un lavado para eliminar las células no adheridas y 

se le adicionó la suspensión de L. innocua o L. monocytogenes incubándose por 20 h 

(completando así las 24 h).  

Las muestras fueron analizadas mediante recuento celular (sección 11) y se prepararon para la 

observación por SEM y microscopía de fluorescencia (sección 12).  
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I.3 Biofilms sobre membranas de ultrafiltración (MUF) 

Luego de caracterizar lo que ocurre entre las especies de Listeria y las levaduras sobre AI, se 

procedió a evaluar la adhesión y formación de biofilms en otra superficie de relevancia de uso 

alimentario, la MUF, utilizando jugo de manzana como matriz alimentaria.  

I.3.1 Adhesión y formación de los biofilms monoespecie de R. mucilaginosa, C. tropicalis, C. 

krusei y C. kefyr y de la mezcla de levaduras.  

Se caracterizó la adhesión monoespecie y la mezcla de las levaduras sobre MUF, con el fin de 

profundizar los conocimientos respecto a su comportamiento y distribución. Para la formación 

de biofilms se añadieron 2 ml de la suspensión ajustada de levaduras sobre MUF. Tras 2 h de 

incubación a 25° C se tomó la primera muestra para analizar. Luego de 4 h se enjuagaron las 

superficies con agua destilada estéril para remover las células no adheridas y se les añadió jugo 

de manzana estéril, durante 6, 24, 48, 72 h y 168 h. 

I.3.2 Formación de biofilms multiespecie: mezcla de levaduras en presencia de L. 

monocytogenes, S. enterica y E. coli 0157:H7. 

Para la formación de los biofilms multiespecie, la mezcla de levaduras se puso en contacto 

durante 4 h con la MUF, luego se realizaron los respectivos lavados y se renovó el medio con 

jugo de manzana hasta completar 24 h (preformado de levaduras). Pasado este tiempo se 

enjuagó la superficie con agua estéril y se le añadió la suspensión bacteriana correspondiente 

por 24 y 48 h más (correspondiente a 48 y 72 h de adhesión de las levaduras) a 25 °C. 

Un caso interesante es estudiar el potencial escenario de la contaminación de instalaciones 

industriales con especies pre adaptadas a la condición de acidez impuesta por el jugo de 

manzana, como podría suceder, por ejemplo, durante el procesamiento. En consecuencia, para 

evaluar la formación de biofilms multiespecie, las suspensiones celulares de L. monocytogenes, 

S. enterica y E. coli 0157:H7 se pre adaptaron durante 4 h en jugo de manzana (sección 9.2). 

Luego se ajustó la suspensión (108 UFC/ml) en jugo de manzana y se añadió al biofilm 

preformado de levaduras por 24 y 48 h más. A su vez, como control, se evaluó la adhesión 

monoespecie de cada bacteria patógena en MUF. 

Las combinaciones de los microorganismos ensayados fueron las siguientes: a) mezcla de 

levaduras+ L. monocytogenes, b) mezcla de levaduras+ S. enterica, c) mezcla de levaduras+ E. 

coli O157:H7 (Figura 14).  
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Figura 14 Representación esquemática de la formación de biofilms multiespecie en 

membranas de ultrafiltración. 
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RESULTADOS 

I.4 Caracterización fisicoquímica de Listeria 

I.4.1 Ensayo de hidrofobicidad 

En la Figura 15 se presentan los porcentajes de hidrofobicidad (H%) de Listeria obtenidos a 

partir del ensayo de afinidad al hexadecano. No se hallaron diferencias significativas (p>0,05) 

entre 25 ºC y 37 ºC, tanto para L. innocua como para L. monocytogenes, pero si cuando se 

compararon estas temperaturas con 12 ºC (p<0,001) en ambas especies. Al comparar el %H 

entre ambas especies a la misma temperatura, L. monocytogenes presentó un mayor porcentaje 

de hidrofobicidad a los 37 °C (p<0,05). Siguiendo los criterios de Di Bonaventura et al. (2008), 

ambas Listeria resultaron altamente hidrofóbicas a los 25 °C y 37 °C (%H > 50), e hidrofílicas 

a los 12 °C (%H <20). 

 

 
Figura 15 Porcentaje de hidrofobicidad de Listeria innocua y Listeria monocytogenes 

empleando hexadecano a 12, 25 y 37 °C.  
Los valores mostrados corresponden al promedio de tres ensayos independientes ± DE a diferentes temperaturas. 

I.4.2 Expresión de celulosa y fimbria curli  

La observación macroscópica de las colonias de L. innocua y L. monocytogenes (Figura 16) 

revela que ambas especies produjeron colonias rojas/rosas, secas, rugosas a los 37 °C. Esto 

correspondería al fenotipo denominado RDAR, lo cual se confirma la producción de curli y 





C a p í t u l o  I | 74 
 

 

I.4.4 Autoagregación y coagregación 

Para evaluar si los coeficientes de agregación se debían principalmente a la autoagregación y 

sedimentación de las células de levadura, se calculó primero el porcentaje de autoagregación 

de cada especie involucrada y se comparó con los valores de agregación. Como se muestra en 

la Tabla 4 los valores de autoagregación de L. monocytogenes y L. innocua no superan el 5 %; 

mientras que, las levaduras presentaron porcentajes de agregación mayores que las bacterias: 

59 % para C. tropicalis y C. krusei, 40 % para C. kefyr, y 20 % para R. mucilaginosa a los 120 

min.  

En los ensayos de agregación entre levaduras y Listeria se exhibieron valores superiores al 50 

% en los primeros 5 min (Tabla 5), siendo el porcentaje de coagregación significativamente 

mayor que el de autoagregación (Tabla 4) para todos los casos estudiados. Al comparar la 

agregación L. innocua-levadura y L. monocytogenes-levadura no se hallaron diferencias 

significativas (p>0,05), es decir, ambas especies de Listeria presentan similares valores de 

agregación con las levaduras.  

 

Tabla 4 Porcentaje de autoagregación de Listeria monocytogenes, Listeria innocua, Candida 

krusei, Candida kefyr, Candida tropicalis, Rhodotorula mucilaginosa. 

 Autoagregación 
T 

(min) 
L. 
innocua 

L. 
monocytogenes 

R. 
mucilaginosa 

C. 
tropicalis 

C. krusei C. kefyr 

5 1,61±0,40 
ns 

0,00±0,00 5,30 ± 0,15 27,20 ± 1,15 28,30±0,50 15,5±0,22 

10 1,61±0,21 
ns 

0,00±0,00 
ns 

5,30 ± 0,20 
ns 

29,20 ± 2,00 
ns 

28,30±0,22 
ns 

15,9±0,22 
ns 

15 1,61±0,02 
ns 

0,00±0,00 
ns 

9,20 ± 0,80 
***  

31,07 ± 2,00 
ns 

34,40±0,18 
***  

17,8±0,18 
***  

30 1,61±0,50 
ns 

0,00±0,00 
ns 

11,20 ±0,62 
***  

46,20 ± 1,80 
***  

35,20±0,62 
***  

18,2±0,21 
***  

60 2,69±0,11 
* 

1,12±0,10 
*  

14,70 ± 0,68 
***  

80 ± 1,62 
***  

43,30±0,28 
***  

28,7±0,28 
***  

90 4,84±0,42 
***  

1,12±0,40 
* 

17,80 ± 0,30 
***  

76,7 ± 3,30 
***  

53,40±0,33 
***  

36,7±0,17 
***  

120 4,84±0,60 
***  

1,12±0,31 
*  

25,65 ± 0,04 
***  

79,2 ± 3.30 
***  

59,50±0,26 
***  

40,7±0,15 
***  

(T) Tiempo. Las diferencias significativas se expresan en referencia al tiempo 5 min de cada fila. 
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Tabla 5 Porcentajes de coagregación de las levaduras en presencia de Listeria monocytogenes.  

Tiempo (min) 

Coagregación con L. monocytogenes 

R. 

mucilaginosa 
C. tropicalis C. krusei C. kefyr 

5 55,0 ± 2,90***  56,2 ± 1,15***  61,0±1,05***  55,0±2,90***  

10 58,3 ± 4,5***  57,8 ± 1,02***  61,2±1,00***  56,1±3,50***  

15 58,3 ± 3,7***  58,5 ± 1,02***  61,9±1,02***  56,6±4,15***  

30 58,3 ± 4,5***  60,3 ± 1,02***  63,7±1,01***  57,7±3,20***  

60 58,9 ± 5,1***  64,6 ± 1,13***  66,9±1,13***  60,4±5,01***  

90 59,5 ± 4,7***  65,9 ± 1,47***  70,3±1,27***  62,1±4,00***  

120 60,5 ± 3,3***  68,7 ± 1,90***  71,7±1,30***  64,1±3,31***  

Las diferencias significativas se expresan en referencia a los valores de autoagregación de las levaduras 
expresados en la Tabla 4.  
 

Tabla 6 Porcentaje de coagregación de las levaduras en presencia de Listeria innocua.  

Las diferencias significativas se expresan en referencia a los valores de autoagregación de las levaduras 
expresados en Tabla 4.  

I.4.5 Supervivencia de Listeria en jugo de manzana  

Como se muestra en la Figura 18, la población de células viables de L. monocytogenes sufrió 

una reducción respecto al inóculo inicial (T0) de 1,22 y 3,52 log UFC/ml a las 24 y 48 h, 

respectivamente. L. innocua no mostró diferencias significativas (p>0,05) entre los tiempos 

evaluados, a diferencia de L. monocytogenes, quien comienza a reducir su población a las 8 h 

 Coagregación con L. innocua 

Tiempo (min) 
R. 

mucilaginosa 
C. tropicalis C. krusei 

C. kefyr 

5 53,0 ± 0,2***  57,5 ± 0,97***  60,5±0,96***  55,2±0,33***  

10 53,3 ± 0,4***  58,8 ± 0,86***  60,7±0,86***  55,6±0,21***  

15 53,9 ± 0,2***  58,5 ± 0,86***  61,4±1,15***  56,1±0,02***  

30 55,6 ± 0,0***  62,6 ± 1,05***  63,2±0,84***  57,2±0,50***  

60 55,6 ± 0,1***  65,7 ± 0,64***  66,5±0,83***  60,0±0,11***  

90 56,8 ± 0,4***  67,0 ± 0,83***  70,0±0,70***  61,7±0,42***  

120 59,2 ± 0,6***  69,3 ± 0,60***  71,4±1,00***  63,7±0,60***  
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alcanzando su máxima adhesión, luego disminuye significativamente (p<0,01) a las 48 h. Al 

comparar las adhesiones entre las especies, se observó que L. innocua se adhiere más al AI que 

L. monocytogenes, encontrándose diferencias significativas a las 3 h (p<0,01), 24 h (p<0,05) y 

48 h (p<0,01). 

Las imágenes de microscopía (Figura 19 y Figura 20) revelan la disposición de L. 

monocytogenes y L. innocua después de 24 h de contacto sobre AI. Las células de Listeria 

presentan una distribución uniforme por toda la superficie alimentaria, consistiendo en capas 

de células cohesivas consolidadas en una red tridimensional con huecos intersticiales incluidos, 

formando pequeños grupos o micro colonias. En determinadas áreas se observan grandes 

acúmulos celulares, lo que pareciera un biofilm más desarrollado, mientras que en otras zonas 

de la superficie la estructura aún se está desarrollando (solamente una monocapa de células 

adheridas). Respecto a la distribución de las células, podría señalarse la disposición en la 

superficie en acúmulos semejantes a panales de abeja, con células apiladas alrededor del 

perímetro de los espacios vacíos, siendo esta distribución más evidente en L. innocua que en 

L. monocytogenes. Ambas Listeria producen ciertos residuos en forma hilada y conglomerada, 

los cuales formarían parte de la matriz de EPS; esto pareciera que facilitaría el enganche y 

anclaje a otras estructuras celulares (Figura 19, columnas 2 y 3, círculos amarillos). Con 

relación a la viabilidad, en la Figura 20 se revela la presencia de células no dañadas (verdes) 

y dañadas (rojas). La mayor presencia de células dañadas se observa para L. monocytogenes, 

esto coincide con los recuentos en los cuales se obtuvo una disminución tras 24 h. 

 

Tabla 7 Recuento de las células viables cultivables adheridas sobre acero inoxidable de 

Listeria innocua y Listeria monocytogenes durante 3, 8, 24 y 48 h en jugo de manzana. Los 

resultados se expresan como log UFC/cm² ± DE.  

Tiempo (h) L. innocua L. monocytogenes 

3 6,75 ± 0,09 5,79 ± 0,13 

8 6,74 ± 0,23 ns 6,70 ± 0,28**  

24 6,64 ± 0,01 ns 5,80 ± 0,21ns 

48 6,15 ± 0,14 ns 4,83 ± 0,52**  

Las diferencias significativas se expresan en referencia al tiempo 3 h.  
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Figura 19 Imágenes obtenidas por SEM de biofilms de Listeria innocua y Listeria 

monocytogenes después de 24 h de adhesión sobre acero inoxidable. Se señaliza con flechas 

amarillas los huecos intersticiales y con círculos amarillos restos de EPS. Magnificaciones: 

2.00 KX (1), 8.00 KX (2) y 24.00 KX (3). 

 

L. innocua 

 

L. monocytogenes

 
Figura 20 Imágenes de microscopía de fluorescencia de biofilms de Listeria innocua y Listeria 

monocytogenes después de 24 h de adhesión sobre acero inoxidable. Aumento 10 X. 

I.5.2 Biofilms de R. mucilaginosa, C. tropicalis, C. krusei y C. kefyr 

Una vez analizado el comportamiento de Listeria, se procedió con el análisis de las cuatro 

levaduras utilizadas. Los valores de adhesión encontrados después de 24 h de contacto con AI 

fueron los siguientes: 6,47±0,19, 8,35±0,08, 7,92±0,03, 8,49±0,09 log UFC/cm² para R. 
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mucilaginosa, C. tropicalis, C. krusei y C. kefyr, respectivamente. Las imágenes de SEM 

(Figura 21) muestran que todas las especies analizadas se adhieren a la superficie en estudio, 

difiriendo de acuerdo con la identidad de la especie. Las células de R. mucilaginosa (Figura 

21, A) presentan una estructura ovoide circular alargada, característica del género, las cuales 

se distribuyen en grupos celulares no muy densos, cubriendo parcialmente la superficie. C. 

tropicalis coloniza toda el área, formando estructuras tridimensionales compuestas por 

blastoporas (forma de levadura) y pseudohifas que muestran un crecimiento profuso y continuo 

(Figura 21, B). C. krusei se distribuye sobre la superficie como células concatenadas y las 

células de C. kefyr se disponen formando micro colonias y agrupados celulares (Figura 21, C 

y D). 

A 

 

B 

 
C 

 

D 

 
Figura 21 Formación de biofilms monoespecie de Rhodotorula mucilaginosa (A), Candida 

tropicalis (B), Candida krusei (C), Candida kefyr (D) después de 24 h sobre acero inoxidable 

en jugo de manzana a 25 °C. Magnificación 2.00 K. 

 

Las adhesiones monoespecie nos brinda información sobre el comportamiento de cada levadura 

en el microambiente generado en la industria procesadora de jugo de manzana; sin embargo, 

no alcanza para representar el escenario real. Por ello, para asemejarnos a las condiciones reales 

se caracterizó la adhesión y el comportamiento de la mezcla de las cuatro especies de levaduras. 
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Como se muestra en la Figura 22 el recuento de las levaduras comienza a incrementarse 

significativamente (p<0,05) a partir de las 8 h y alcanza su valor máximo a las 48 h. No se 

encontraron diferencias significativas (p>0,05) entre el recuento total de levaduras a las 8, 24 

y 48 h. El recuento diferencial no mostró diferencias significativas entre las adhesiones de C. 

tropicalis, C. krusei y C. kefyr, pero si para R. mucilaginosa (p<0,05) al evaluar especie por 

especie dentro del biofilm formado por la mezcla de las cuatro levaduras.  

El biofilm formado sobre AI se observó por SEM (Figura 23) y por microscopía de 

fluorescencia (Figura 24). Tras 4 h de incubación se observa la presencia de blastoporas 

aisladas y pseudohifas adheridas a la superficie. Tras 24 h, se observa una estructura más 

compleja, formada por acúmulos de blastoporas y pseudohifas de gran tamaño. Esta estructura 

compleja alcanza una mayor madurez estructural a las 48 h. Al mismo tiempo, los biofilms se 

analizaron por microscopía de fluorescencia para analizar el estado metabólico de las 

levaduras. La presencia de conglomerados verdes fluorescentes nos indica que las membranas 

celulares están intactas, dando indicios que las células se encuentran metabólicamente activas, 

principalmente a las 4, 8 y 24 h. Tras 48 h las células que forman la capa más externa del 

biofilms, cambiaron su tonalidad a naranja-rojo fluorescente. Este cambio, podría indicarnos 

alguna modificación en la membrana. Como se puede observar en las Figura 23 y Figura 24, 

la mezcla de levadura es capaz de desarrollar biofilms maduros con una estructura 

tridimensional compacta y densa que cubre la totalidad de la superficie después de 24 h sobre 

AI.  
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Figura 22 Adhesión de la mezcla de R. mucilaginosa, C. tropicalis, C. krusei y C. kefyr después 

de 2, 4, 6, 8, 24 y 48 h de contacto en acero inoxidable. 
Los resultados se expresan como log UFC/cm2±DE. Las diferencias significativas están en relación con el tiempo 

2 h.  

 
Figura 23 Imágenes de SEM del biofilms de la mezcla de Rhodotorula mucilaginosa, Candida 

tropicalis, Candida krusei y Candida kefyr sobre acero inoxidable a diferentes tiempos. 

Magnificación 2.00 KX. 
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Figura 24 Imágenes de microscopía de fluorescencia de los biofilms de la mezcla de R. 

mucilaginosa, C. tropicalis, C. krusei y C. kefyr sobre acero inoxidable a diferentes tiempos. 

Magnificación 10X.  

I.5.3 Biofilms duales y multiespecie  

Una vez establecida la supervivencia y adhesión de las bacterias y levaduras en el jugo de 

manzana, se procedió a analizar lo que sucedería cuando las bacterias ingresan a un sistema ya 

colonizado. Los recuentos de las levaduras formando biofilms duales y multiespecie en 

presencia de Listeria se describen en la Tabla 8 y las adhesiones de L. innocua y L. 

monocytogenes en presencia de las levaduras en la Tabla 9. 

En el par L. innocua-R. mucilaginosa, se redujo 0,53 log UFC/cm² L. innocua (p>0,01) y 0,85 

log UFC/cm² R. mucilaginosa (p>0,001) al compararse con sus respectivos controles; similares 

reducciones fueron obtenidas para el par L. innocua-C. kefyr. En cambio, en el biofilm dual de 

L. innocua-C. krusei tanto la bacteria como la levadura incrementan su adhesión (p>0,01) 

respecto al control. En el par L. innocua-C. tropicalis, únicamente la bacteria incrementó el 

número de células adheridas (0,96 unidades logarítmicas) en presencia de la levadura. Cuando 

L. innocua se puso en contacto con la mezcla de levaduras (biofilms multiespecie), se observó 
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que la presencia de la bacteria no afectó la adhesión de las levaduras, mientras que L. innocua 

disminuyó 1,23 unidades logarítmicas (p<0,001).  

En los biofilms duales formados en presencia de L. monocytogenes, se vio afectada 

significativamente la adhesión de C. krusei (p<0,01) y de C. kefyr (p<0,001) y no se modificó 

la adhesión de la bacteria (p>0,05). En los biofilms multiespecie, tanto la mezcla de levaduras 

como L. monocytogenes mantuvieron sus valores de adhesión similares a las de sus controles 

(p>0,05).  

 

Tabla 8 Recuento de levaduras en biofilms duales y multiespecie en presencia de Listeria 

después de 24 h de contacto en acero inoxidable. Los resultados se expresan como log UFC/cm² 

± DE. 

 Duales Multiespecie 
 R. mucilaginosa C. tropicalis C. krusei C. kefyr Mezcla de 

levaduras 
Control 
levaduras 

6,47±0,19 8,35±0,00 7,92±0,03 8,49±0,08 8,35±0,43 

L. innocua 5,62±0,01**  8,39±0,08ns 8,27±0,01**  7,68±0,03***   8,67±0,07ns 
L. 
monocytogenes 

6,40±0,21ns 8,26±0,07ns  7,41±0,16**  7,38±0,20***   8,90±0,11ns 

Las diferencias significativas se refieren al recuento de levadura control y en presencia de Listeria. 
 
Tabla 9 Recuento celular de Listeria innocua y Listeria monocytogenes en biofilms duales y 

multiespecie junto con levaduras después de 24 h de contacto en acero inoxidable. Los 

resultados se expresan como log UFC/cm² ± DE. 

Las diferencias significativas se refieren al recuento de Listeria control y con las levaduras. 
 

Las imágenes de SEM (Figura 25, Figura 26) muestran una estrecha asociación entre las 

células de Listeria y de levaduras. En los ensayos de biofilms duales Listeria-C. tropicalis se 

destaca un entramado de fibrillas conectoras y restos de EPS, los cuales actúan como 

conectores entre bacteria-bacteria y bacteria-levadura. Las células bacterianas se adhieren 

preferentemente a la superficie de las levaduras, en todos sus estadios morfológicos: 

blastosporas y pseudohifas. Cabe destacar que la morfología celular de Listeria se altera, 

pasando de una forma de bastón a forma de cocoide (forma redonda). 

 Control  Duales Multiespecie 
  R. 

mucilaginosa 
C. 
tropicalis 

C. krusei C. kefyr Mezcla de 
levaduras 

L. innocua 6,40±0,08 5,87±0,04 
***  

7,36±0,03 
***  

6,84±0,01 
**  

5,83±0,04 
***  

5,17±0,53 
***  

L. 
monocytogenes 

5,31± 0,08  5,65±0,07 
ns 

6,59±0,39 
*  

4,92±0,38 
ns 

5,04±0,09  
ns 

5,08±0,12  
ns 
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Debido a que L. innocua puede no reflejar con precisión el comportamiento de L. 

monocytogenes en las condiciones y/o alimentos probados, la idoneidad de L. innocua como 

sustituto de L. monocytogenes debe ser evaluado caso por caso. Por los resultados obtenidos 

en la caracterización de la especie, a lo largo de esta tesis, los ensayos se continuaron con L. 

monocytogenes. 

 

 
Figura 25 Imágenes de SEM de biofilms duales formados por Listeria innocua con cada 

especie de levadura en acero inoxidable después de 24 h en jugo de manzana. (A) Listeria 

innocua + R. mucilaginosa; (B) Listeria innocua + Candida tropicalis; (C) Listeria innocua + 

Candida krusei; (D) Listeria innocua + Candida kefyr, (E) Listeria innocua + mezcla de 
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levaduras. Con los círculos se señaliza las diferentes formas de Listeria y con las flechas los 

restos de EPS. Magnificaciones 16.00KX (A, B, D) y 10.00 KX (C, E). 

 
Figura 26 Imágenes de SEM de biofilms duales formados por Listeria monocytogenes con 

cada especie de levadura en acero inoxidable después de 24 h en jugo de manzana. (A) Listeria 

monocytogenes + Candida tropicalis, (B) Listeria monocytogenes + Candida krusei, (C) 

Listeria monocytogenes + Candida kefyr, (D) Listeria monocytogenes + mezcla de levaduras. 

Con los círculos se señaliza las diferentes formas de Listeria y con las flechas restos de EPS. 

Magnificaciones 8.00 KX (A), 16.00 KX (B, C) y 20.00 KX (D). 

I.6 Biofilms sobre membranas de ultrafiltración  

I.6.1 Formación de biofilms de las levaduras (monoespecie y mezcla de levaduras)  

La Figura 27 muestra los valores de adhesión y la formación de biofilms de las levaduras en 

MUF en seis tiempos diferentes (2, 6, 24, 48, 72, 168 h). Después de 168 h de incubación, C. 

tropicalis y C. krusei fueron quienes presentaron mayores valores de adhesión incrementando 

2 unidades logarítmicas (9,02 ± 0,30 y 9,30 ± 0,29 log UFC/cm², respectivamente) respecto al 

tiempo inicial (2 h). C. kefyr sufrió una reducción significativa después de 6 h, pero incrementó 

su adhesión 1,44 unidades logarítmicas entre las 2 h y 168 h alcanzando 8,63 ± 0,32 log 
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UFC/cm². En comparación con las demás especies evaluadas, R. mucilaginosa fue quien menos 

se adhirió (7,68 ± 0,35 log UFC/cm² a las 168 h), comportamiento que se mantuvo a lo largo 

del experimento. 

Una vez caracterizada la adhesión monoespecie de las levaduras se evaluó la adhesión de la 

mezcla (Figura 28). En la etapa de colonización de la superficie (2 y 6 h) no se encontraron 

diferencias estadísticamente significativas (p>0,05), pero sí tras 24 y 48 h (p<0,001). 

Comparando las adhesiones tras 24, 48, 72, y 168 h, estas no presentaron diferencias 

estadísticamente significativas (p>0,05), pero sí cuando se compararon con respecto al tiempo 

inicial (2 h). Estos resultados dan indicios que la población celular de levaduras alcanza un 

equilibrio a partir de las 24 h. En cuanto al recuento diferencial en CHROMagar Candida 

(Figura I.16, B) se detectó que las cuatro especies incrementan significativamente sus valores 

de adhesión después de 24 h y solamente se observaron diferencias estadísticamente 

significativas entre R. mucilaginosa y las demás especies (C. tropicalis p<0,05; C. krusei 

p<0,01 y C. kefyr p<0,05) después de 48 h de incubación.  

Mediante SEM se evidenció la formación de biofilms de la mezcla de levaduras tras 72 h de 

incubación con la MUF (Figura 29). Las levaduras colonizaron toda la superficie, 

observándose células adheridas tanto a la parte activa de la membrana como a las fibras que 

actúan como soporte. También es posible detectar sobre las fibras restos de EPS (Figura 29, 

A, rectángulo amarillo), estructuras levaduriformes que atraviesan la superficie y se adhieren 

a las mismas (ya sea en la parte expuesta como en el interior). Desde la vista superior, es claro 

cómo se formó un gran entramado celular, principalmente colonizado por las estructuras 

pseudohifales correspondiente a C. tropicalis. Dichas estructuras pueden atravesar la sección 

transversal del biofilms y conectar las distintas capas de la superficie. 
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Figura 27 Biofilms monoespecie de Rhodotorula mucilaginosa, Candida tropicalis, Candida 

krusei y Candida kefyr sobre membranas de ultrafiltración después de 2, 6, 24, 48, 72 y 168 h.  
Los datos se expresan como log UFC/cm2 ± DE. Las diferencias significativas se expresan en referencia al tiempo 
2 h.  
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Figura 28 Recuento total y diferencial de la adhesión de la mezcla de Rhodotorula 

mucilaginosa, Candida tropicalis, Candida krusei y Candida kefyr sobre MUF tras 2, 6, 24, 

48, 72 y 168 h de incubación.  
Los datos se expresan como log UFC/cm2 ± DE. Las diferencias significativas se expresan en referencia al tiempo 
2 h.  

 

 
Figura 29 Imágenes obtenidas por SEM de los biofilms de la mezcla de levaduras 

(Rhodotorula mucilaginosa, Candida krusei, Candida tropicalis y Candida kefyr) formados 

sobre membranas de ultrafiltración luego de 72 h de incubación. A) vista de la MUF desde un 

costado; B) vista de la MUF desde arriba. Los rectángulos indican restos de EPS, los círculos 

señalan las levaduras adheridas a las fibras y las flechas las fibras sin colonizar por las 

levaduras. Magnificaciones 260 X (A, columna izquierda), 1.60 KX (A, columna derecha), 550 

X (B, columna izquierda), 1.60 KX (B, columna derecha). 

I.6.2 Formación de biofilms multiespecie. 

Luego de caracterizar la adhesión y formación de biofilms de levaduras en MUF, se procedió 

a caracterizar los biofilms en presencia de L. monocytogenes, S. enterica y E. coli O157:H7. 

En la Tabla 10 se presentan las adhesiones monoespecie de las bacterias patógenas pre 

adaptadas en jugo de manzana y su interacción con la mezcla de levaduras después de 24 y 48 
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h de contacto en la MUF. En biofilms monoespecie, si bien los recuentos de S. enterica y E: 

coli fueron superiores a los de L. monocytogenes, todas presentaron valores de adhesión que 

superaron las 5 unidades logarítmicas UFC/cm² después de 24 h. 

En el caso de los biofilms multiespecie, L. monocytogenes incrementó su adhesión 0,79 

unidades logarítmicas después de 48 h; el recuento de S. enterica disminuyó cerca de 2 

unidades logarítmicas (p<0,001) a las 24 h, pero a las 48 h no se observaron diferencias 

significativas respecto al control (monoespecie), mientras que E. coli incrementó su recuento 

en aprox. 1,5 unidades logarítmicas (p<0,05) después de 24 y 48 h. En el caso de la mezcla de 

las levaduras, no se observaron diferencias significativas entre los valores obtenidos en 

presencia (Tabla 10) y ausencia de las bacterias patógenas. 

 

Tabla 10 Recuento celular de la adhesión mono y multiespecie de Listeria monocytogenes, 

Salmonella enterica y Escherichia coli O157:H7 y de la mezcla de levaduras después de 24 y 

48 h de contacto en la membrana de ultrafiltración. Los resultados se expresan como log 

UFC/cm² ± DE. 

 Monoespecie Multiespecie 

 Control  Bacteria  Mezcla de levaduras 

Tiempo (h) 24 48 24 48 48 72 

Bacteria:       

L. 

monocytogenes 

5,27±0.87 5,30±0.79 5.04±0.20ns 6.09±0.40ns 8.36±0.39 8.30±0.23 

S. enterica 7,60±0,25  7,53±0,15  5.07±0.19***  7.14±0.43ns 8.17±0.31 8.53±0.52 

E. coli O157:H7 6,39±0,76  6,23±0,62  7.96±0.30* 7.78±0.43* 8.56±0.11 8.41±0.02 

Las diferencias significativas se expresan en referencia a sus respectivos controles.  
 

Las imágenes de SEM (Figura 30) ilustran la asociación bacterias y levaduras en MUF después 

de 48 h. L. monocytogenes, S. enterica y E. coli se adhirieron y distribuyeron principalmente 

sobre la superficie de las levaduras. Las bacterias se organizaron formando acúmulos celulares 

(microcolonias) con la presencia de apéndices filamentosos, estructuras similares a las fibrillas, 

los cuales les permiten reforzar la interacción célula-célula y por ende refuerza su adhesión a 

las levaduras. Estos resultados evidencian nuevamente cómo las estructuras levaduriformes 

(pseudohifas, blastoporas) funcionan como soportes para el anclaje y adhesión de las bacterias 

patógenas, siendo un nicho elegible para las mismas.  
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Figura 30 Imágenes de SEM de biofilms multiespecie luego de 48 h en membrana de 

ultrafiltración. Biofilms formado por un preformado de la mezcla de levaduras en presencia de: 

(A) Listeria monocytogenes, (B) Salmonella enterica y (C) Escherichia coli O157:H7. Las 

flechas indican las estructuras tipo fibrillas de las bacterias y los círculos restos de EPS. La 

primera columna corresponde al corte transversal de la membrana. Magnificaciones 1,5 KX 

(primera fila), 10 KX (segunda fila), 25 KX (A, C tercera fila) y 26 KX (B tercera fila). 

 

A   

B   

C    
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I.9 Formación de biofilms sobre AI y MUF 

En las líneas de producción de jugos de manzana se ha descrito que R. mucilaginosa, C. 

tropicalis, C. krusei y C. kefyr forman parte de la comunidad microbiana residente y es 

inevitable que se encuentren e interactúen con otras especies que pueden ingresar y colonizar 

el sistema a lo largo de los ciclos de producción (Tarifa et al., 2015, 2017), por lo que es crucial 

profundizar en el comportamiento que adquieren estas especies en las superficies de uso 

industrial en contactos con alimentos y como se asocian con posibles patógenos bacterianos 

que puedan ingresar al sistema. Nuestros resultados confirman que las cuatro especies de 

levaduras presentan gran afinidad por el AI, y cada especie, un patrón diferente de adhesión 

(Figura 22, Figura 23). C. tropicalis coloniza rápidamente la totalidad de la superficie, 

mientras que el resto de las levaduras se distribuyen mayoritariamente en agrupamientos 

celulares, concatenados unos con otros, recubriendo parcialmente la superficie, distribución 

que fue detectada por otros autores previamente (Brugnoni et al., 2007; Tarifa et al., 2013, 

2015, 2017). En general, las células que pueden formar una red de pseudohifas muestran una 

mayor adherencia a las superficies inertes, como AI, y pueden ser de gran importancia para la 

integridad estructural de los biofilms maduros (Zara et al., 2020). Este hecho se puede deber a 

que las pseudohifas están compuestas por quitina, lo que las convierte en estructuras al menos 

tres veces más resistente que las blastosporas (Braun & Calderone, 1978; Chaffin et al., 1998; 

Paramonova et al., 2009). La quitina como material hidrofóbico ha demostrado el aumento de 

la resistencia mecánica y la flexión en sustitutos óseos (Chen et al., 2005), con lo que se podría 

concluir que una mayor presencia de pseudohifas en los biofilms, y consecuentemente mayor 

cantidad de quitina, podría ser el responsable de aumentos en las resistencias de estos a fuerzas 

externas (Tarifa et al., 2013). R. mucilaginosa, C. krusei y C. kefyr no presentan pseudomicelio 

en su estructura, lo que tiene una notable influencia en la cito-arquitectura y en la composición 

de los biofilms. En el caso de R. mucilaginosa, su arquitectura es similar a la de otras levaduras 

patógenas no filamentosas, como C. glabrata y Cryptococcus spp. (Jarros et al., 2019; 

Fernández Rivero, 2017). En cuanto a los biofilms de la mezcla de levaduras, se observó una 

notable conformación y consolidación sobre AI a medida que transcurría el tiempo de 

incubación, siendo evidentes tras 24 h de incubación. Asimismo, se detectó que los valores de 

adhesión alcanzan un equilibrio (Figura 22), este sería entre células viables con sus membranas 

intactas y células con pérdida de la integridad de la membrana en los biofilms maduros (Figura 

24). Esto podría significar que el crecimiento de los biofilms alcanza un estado estacionario 

debido a la concentración de nutrientes u otras condiciones que le resultan como factores 
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relación positiva entre E. coli con Burkholderia caryophylli y Ralstonia insidiosa, especies 

aisladas de una planta de procesamiento de productos frescos (Liu et al., 2014).  

Por otro lado, en los biofilms multiespecie formados por la mezcla de levaduras + Listeria 

sobre AI, únicamente el recuento celular de L. innocua disminuyó en comparación con su 

control monoespecie (Tabla 9). En este caso, se evidenció cómo la adhesión de Listeria se 

modifica dependiendo si forma parte de biofilms duales o multiespecie.  

Hasta la fecha, los mecanismos exactos subyacentes a las interacciones levadura-bacteria no 

han sido dilucidados (de Sordi & Mühlschlegel, 2009; McAlester et al., 2008). Se ha 

mencionado que la interacción física intra o interespecie se logra a través de los receptores y/o 

proteínas de la superficie celular. En contraste, las interacciones químicas ocurren debido a la 

participación de varias moléculas secretoras o intermediarios metabólicos liberados por células 

fúngicas o bacterianas en el entorno. Este tipo de interacciones son esenciales para la regulación 

directa o indirecta del crecimiento celular, formación de biofilms y producción de factores de 

virulencia tanto de las células fúngicas como las bacterianas (Zago et al., 2015). Una posible 

explicación a la modificación del recuento de Listeria podría ser que la mezcla de levaduras 

crea un sistema complejo mediante la secreción de metabolitos, que junto con las características 

de la matriz alimentaria podría afectar al comportamiento de la bacteria. En cuanto a esto, se 

detectó un cambio a nivel morfológico de Listeria, la cual alteró su morfología de bastón a 

forma cocoide (Figura 19, Figura 20). Esto concuerda con Gao & Liu, (2014) quienes 

observaron el mismo cambio morfológico en células de L. monocytogenes pos-exposición a 

compuestos desinfectantes. Los autores concluyeron que esta modificación morfológica podría 

ser considerada como una respuesta al estrés del ambiente, y esto podría estar relacionado con 

que las bacterias fueron inducidas a un estado VBNC. En nuestro estudio podría suponerse que 

el estrés generado por el pH ácido y por los metabolitos generado por las levaduras en la matriz 

alimentaria podría afectar la morfología de Listeria en las condiciones evaluadas. Cuando las 

células de L. monocytogenes estuvieron en contacto previamente con el jugo de manzana 

durante 4 h, este cambio de morfología no fue tan evidente (Figura 30). Estos resultados en 

conjunto demuestran el potencial de L. monocytogenes para alterar su fisiología celular durante 

la exposición a condiciones de estrés (contacto repetido con jugo de manzana), lo que puede 

contrarrestar la eficacia de la conservación de alimentos, y por ende, comprometer la seguridad 

alimentaria (Koutsoumanis et al., 2003). 

Las imágenes de SEM correspondiente a los biofilm duales (Figura 25 y Figura 26) 

demuestran cómo Listeria encuentran un nicho específico en las superficies de las levaduras, 

las cuales están en mayor proporción colonizando la superficie, y cómo se forman conexiones 
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