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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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INTRODUCCIÓN GENERAL 

1. BIOFILMS 

1.1 Generalidades 

Durante muchos años se creyó que los microorganismos que habitan el planeta lo hacían 

principalmente en forma planctónica, como células de vida libre, considerándolos como 

organismos independientes, sin necesidad de organización ni de comunicación (Giaouris et al., 

2014). En el siglo XVI, Antonie Van Leeuwenhoek (1684) observó que los microorganismos 

se encontraban adheridos a superficies dentales y formaban comunidades sésiles utilizando un 

microscopio de luz simple. Sin embargo, este concepto de microorganismos adheridos se 

retoma recién a principios del siglo XX, cuando Zobell, (1943) y Costerton et al. (1978, 1987) 

observaron que además de adherirse a una superficie sólida, estos se encontraban embebidos 

en una matriz autoproducida, constituida por un conglomerado de distintos tipos de 

biopolímeros compuestos por sustancias poliméricas extracelulares (EPS), proteínas y ADN 

extracelular (ADNe). En la actualidad se acepta ampliamente que los microorganismos residen 

en pequeñas comunidades, adheridas a superficies y conectadas unas a otras, a estas se lo 

denomina biopelículas o biofilms (Donlan, 2002). Con el tiempo el concepto de biofilms se ha 

modificado y hoy en día podemos definirlos como sistemas complejos, formados por una 

comunidad microbiana sésil, compuesta por microorganismos de diferentes especies, los cuales 

se adhieren irreversiblemente a un sustrato o interfase, o unos con otros, embebidos en una 

matriz de EPS, los cuales expresan un fenotipo propio (Donlan & Costerton, 2002; Stewart & 

Costerton, 2001). Los biofilms son considerados como uno de los modos de vida más exitosos 

y distribuidos en la tierra (Stoodley et al., 2002) postulándose que en la naturaleza y en las 

industrias el 99 % de los microorganismos se encuentran formando biofilms y el 1 % vive en 

estado individual o planctónico (Kragh et al., 2016). A diferencia de la forma de vida libre o 

planctónica, las células que conforman los biofilms pueden adquirir nuevas características que 

favorecen la supervivencia y permanencia de aquellos microorganismos que forman parte de 

esta comunidad (Davey & O’toole, 2000). Estas estructuras constituyen principalmente una 

estrategia adaptativa para los microorganismos, ya que es un modo protegido de crecimiento, 

el cual le confiere resistencia y tolerancia a los antimicrobianos y a las condiciones ambientales 

hostiles (Borucki et al., 2003; Flemming et al., 2016). Vale aclarar que en esta tesis nos 

referiremos al término “resistencia” para denotar una característica genética hereditaria que se 
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adquiere por mutación o por intercambio de genes y eso permanece incluso cuando las células 

se desprenden de los biofilms. Por el contrario, usaremos el término “tolerancia” para denotar 

una característica que es específica de los biofilms (Brauner et al., 2016; Olsen, 2015) y que se 

pierde cuando se adopta la forma de vida libre después de la dispersión (Thuptimdang et al., 

2015). 

En los biofilms se pueden diferenciar tres componentes principales: I) una masa de células 

microbianas que constituye la parte sólida del biofilm; II) espacios intercelulares o canales, los 

cuales permiten que los biofilms presenten estructuras tridimensionales y transporten diferentes 

sustancias en el interior; III) la matriz de EPS, que constituye del 80 al 90 % de los biofilms, 

siendo su mayor componente el agua. El EPS forma el esqueleto para la generación de la 

estructura tridimensional y juega un papel fundamental en la adhesión a las superficies y la 

cohesión (Flemming & Wingender, 2010). 

1.2 Proceso de formación de los biofilms 

El ciclo de vida de los biofilms es un mecanismo complejo e implica diferentes etapas. Entre 

ellas podemos mencionar:  

1) Fijación reversible de las células en la superficie;  

2) Unión irreversible a la superficie;  

3) Adhesión célula-célula y formación de micro colonias;  

4) Expansión y maduración del biofilms; 

5) Desprendimiento de las células, mediante el cual parte de los microorganismos 

regresan al estado planctónico (Figura 1). 

La etapa de adhesión es un proceso clave, multifactorial, donde inicialmente las células deben 

fijarse y adherirse a una “superficie acondicionada” por moléculas orgánicas adsorbidas en la 

superficie del ambiente circundante, lo cual modifica las propiedades químicas y físicas de la 

interfase superficie/fluido y la hace accesible a la adhesión. Luego hay un primer estadio 

reversible que está condicionado por fuerzas de largo alcance (fuerzas electrostáticas, de Van 

der Waals e interacciones hidrofóbicas), en el cual las células aún son capaces de abandonar la 

superficie y volver a su forma planctónica (Figura 1). La adhesión depende en gran medida de 

las propiedades de la superficie: rugosidad, humectabilidad, energía superficial e 

hidrofobicidad del sustrato (Bohinc et al., 2014; Das et al., 2011). Si se supera la fuerza de 

repulsión existente entre el sustrato y las células, comienza el segundo estadio irreversible, en 

el cual las interacciones son de corto alcance y refuerzan su adhesión en el sustrato 
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(interacciones dipolo-dipolo, uniones hidrógeno, covalentes y no covalentes e interacciones 

hidrofóbicas) (Flemming & Wingender, 2010).  

 

 

Figura 1 Esquema del proceso de formación de biofilms. 

 

Una vez que los microorganismos se adhieren a una superficie biótica o abiótica, comienzan a 

secretar los componentes de la matriz extracelular, siendo los de mayor relevancia los 

polisacáridos, las proteínas, los lipopéptidos y el ADNe. Los biopolímeros que forman parte 

de esta estructura son los responsables de la apariencia macroscópica de los biofilms, conocido 

como slime. La composición de la matriz varía según las cepas microbianas, las condiciones 

de crecimiento y la disponibilidad de nutrientes (Flemming & Wingender, 2010). A 

continuación, se detallan algunas de las funcionalidades más importantes de la misma (Fux et 

al., 2005): 

—Adhesión: permite la colonización de las células planctónicas en las superficies 

bióticas y abióticas y la adhesión a largo plazo del biofilm a la superficie. 

—Agregación de las células bacterianas: permite la conexión entre las células, las 

inmoviliza temporalmente, favorece el desarrollo de altas densidades celulares y el 

reconocimiento célula-célula. 

—Cohesión: forma una red polimérica hidratada que media la estabilidad mecánica 

junto con cationes multivalentes. 

—Retención de agua: mantiene un microambiente hidratado evitando la desecación. 

—Barrera de protección: confiere resistencia durante una infección y frente a los 

agentes antimicrobianos y/o desinfectantes. 

—Acumulación de compuestos orgánicos e inorgánicos del ambiente: contribuyendo a 

la “desintoxicación ambiental” reservando nutrientes del medio y promoviendo la 
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formación de un gel de polisacáridos, el intercambio iónico y de minerales, y la 

acumulación de iones de metales tóxicos. 

—Actividad enzimática: permite la digestión de macromoléculas exógenas para 

incorporarlas como nutrientes, degrada el EPS permitiendo la liberación de las células 

desde el biofilm. 

—Intercambio de información genética: facilita la transferencia horizontal de genes, lo 

que contribuye a la resistencia a los antimicrobianos. 

—Aceptor y donador de electrones: la actividad redox en la matriz ofrece ventajas en 

la transferencia indirecta de moléculas pequeñas como el hidrógeno y las enzimas redox 

actúan en la corrosión influenciada por los microorganismos. 

Luego comienza la etapa de maduración, la cual está conformada por el balance entre la 

multiplicación de los microorganismos y el desprendimiento para la propagación y 

colonización de nuevos sitios. La morfología resultante del biofilm maduro puede ser suave y 

plana, rugosa, esponjosa o filamentosa, y también varían en su grado de porosidad, teniendo 

forma de hongo o macro colonias. Los biofilms constituyen un ambiente heterogéneo, incluso 

en biofilms monoespecie, y el comportamiento de la población varía pronunciadamente en el 

tiempo y en el espacio (Monds & O’Toole, 2009; Stewart, 2003). En su interior se observan 

poros y canales por el cual se mueven los fluidos cargados de nutrientes, y la actividad 

fisiológica heterogénea de los biofilms produce gradientes nutricionales, de aceptores y 

donantes de electrones, de pH y redox (Chang et al., 2015) (Figura 2). Las diferencias más 

evidentes entre estos microhábitats se generan en dos zonas: entre las capas celulares 

localizadas en la base de las micro colonias, es decir, cerca de la superficie de adhesión, y en 

aquellas expuestas a la fase líquida o a la interfase líquida/gaseosa (Flemming et al., 2016). En 

la primera capa, cercana a la superficie de adhesión, las células encuentran las mayores 

limitaciones nutricionales y las propiedades fisicoquímicas más desfavorables, adquiriendo un 

metabolismo lento y fundamentalmente anaerobio, lo que lleva a que se multipliquen a muy 

baja velocidad. La segunda capa, en contacto con el medio circundante, corresponde a las zonas 

bien aireadas y nutridas, pero están más expuestas a condiciones o agentes adversos.  
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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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Figura 3 Estructura molecular de las principales moléculas quorum sensing en levaduras. 

 

El FAR (3,7,11-trimetil-2,6,10-dodecatrieno-1-ol) es un sesquiterpeno acíclico que se libera 

como un producto secundario de la vía de biosíntesis de ergosterol, formada por des 

fosforilación de farnesil pirofosfato, las enzimas para esta vía están codificadas por genes ERG 

(ergosterol) (Bandara et al., 2012; Dižová & Bujdáková, 2017). Se caracteriza por ser una 

molécula termoestable, se produce principalmente en condiciones aeróbicas, no es afectado por 

el pH extremo y no depende del tipo de fuente de carbono o nitrógeno del medio (Hornby et 

al., 2001; Rodrigues & Černáková, 2020). El efecto de este compuesto es dependiente de la 

concentración y se necesita un alto acumulo para que actúe sobre levaduras. Se ha detectado 

en diferentes microorganismos (C. albicans, C. kefyr, C. tropicalis, C. dubliniesis, S. cerivisae) 

(Wongsuk et al., 2016) y también es encontrado en muchos aceites esenciales (Weber et al., 

2008). FAR, además de actuar en la morfogénesis de las levaduras, regula la apoptosis, la 

respuesta fagocítica, la hidrofobicidad superficial, el metabolismo del hierro y numerosas 

etapas del desarrollo del biofilm (Gupta & Foley, 2019; Uppuluri et al., 2007). 

El TIR (2- (4-hidroxifenil) -etanol), una molécula derivada de la tirosina que se sintetiza a 

través de la tiramina o 4-hidroxifenilacetaldehído, es un compuesto antioxidante poderoso 

(Padder et al., 2018). En el caso de C. albicans, se libera en el medio continuamente durante la 

fase exponencial de crecimiento, acorta la duración de la fase lag, lo que le ofrece una ventaja 

adaptativa a la levadura. Al mismo tiempo produce la aceleración de la formación del tubo 

germinal y acelera la conversión morfológica de la forma celular de las levaduras a la 

filamentosa. Además, la exposición al TIR influye en la regulación del ciclo celular, la 

replicación del ADN y la segregación cromosómica. En lo que respecta a la formación del 

biofilm, TIR estimula la producción de hifas en las etapas iniciales (1-6 horas) de adhesión 
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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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Las ETA constituyen un serio problema para la salud pública. Todos los días se reportan casos 

que incluso pueden llegar a causar la muerte, debido al consumo de agua o alimentos 

contaminados por microorganismos y/o por las sustancias tóxicas que aquellos producen. Estas 

representan una grave amenaza para la salud, afectando principalmente a menores de 5 años, 

mujeres embarazadas, personas inmunosuprimidas y de la tercera edad. Se estima que cada año 

enferman en el mundo unos 600 millones de personas —casi 1 de cada 10 habitantes— por 

ingerir alimentos contaminados y que 420000 mueren por esta misma causa, con la 

consiguiente pérdida de 33 millones de años de vida ajustados en función de la discapacidad. 

Las ETA, además de presentar consecuencias en la salud pública, tiene un importante impacto 

económico, ya que originan pérdidas millonarias para el sector privado y público (destrucción 

de stocks, cierre de empresas, pérdidas de horas de trabajo, hospitalización, medicamentos, 

investigación epidemiológica, indemnizaciones) (OMS, 2020).  

En muchos países en desarrollo, la inocuidad de los alimentos suele recibir una mínima 

atención política de inversión y solo tiende a captar la atención nacional durante los brotes de 

ETA. Como resultado, muchos países tienen sistemas de inocuidad alimentaria débiles en 

términos de infraestructura, recursos humanos capacitados, cultura de inocuidad alimentaria y 

regulaciones aplicables. Aparte de los costos de salud pública y la pérdida de productividad 

asociada con las ETA, las interrupciones en los mercados de alimentos y los impedimentos a 

las exportaciones de productos agroalimentarios debido a problemas de inocuidad también 

presentan un costo. Se calcula que la pérdida de productividad total asociada con las ETA en 

los países de ingresos bajos y medianos cuesta $95 200 millones por año, y el costo anual del 

tratamiento se estima en $15 000 millones (OMS, 2020). 

2.1 Agentes asociados a ETA 

Según la Organización Mundial de la Salud (OMS, 2020) los principales agentes que se 

identifican en los alimentos son las bacterias, virus (hepatitis A), parásitos (Ascaris, 

Cryptosporidium, Entamoeba histolytica o Giardi), priones y sustancias químicas (toxinas 

naturales, contaminantes orgánicos persistentes, metales pesados). Dentro las bacterias, las más 

importantes son: 

● Salmonella, Campylobacter y Escherichia coli entero hemorrágica, las cuales figuran 

entre los patógenos de transmisión alimentaria más comunes, a veces con 

consecuencias graves o mortales.  

Los alimentos asociados con los brotes de salmonelosis son, por ejemplo, los huevos, la carne 

de ave y otros productos de origen animal. Los casos de infección por Campylobacter de 
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transmisión alimentaria son causados principalmente por la ingestión de leche cruda, carne de 

ave cruda o poco cocinada y agua potable. E. coli enterohemorrágica está asociada al consumo 

de leche no pasteurizada, carne poco cocinada y fruta y hortalizas frescas. 

● Listeria monocytogenes  

Si bien este microorganismo causa una enfermedad relativamente poco frecuente, la gravedad 

de sus consecuencias para los lactantes, menores, adultos y embarazadas, sitúa a la listeriosis 

entre las infecciones de transmisión alimentaria más graves. Listeria se puede encontrar en los 

productos lácteos no pasteurizados y en diversos alimentos preparados, y puede proliferar a 

temperaturas de refrigeración. 

● La infección por Vibrio cholerae se produce al ingerir agua o alimentos contaminados.  

Los síntomas incluyen, dolores abdominales, vómitos y diarrea acuosa profusa, que pueden 

causar deshidratación grave y ser fatal. Los alimentos que están asociados con los brotes de 

cólera son el arroz, las hortalizas, las gachas de mijo y varios tipos de mariscos. 

También dentro de los principales agentes bacterianos encontramos a Staphylococcus aureus, 

Clostridium perfringens y Shigella sp.  

 2.2 ETA en Argentina 

Las ETA forman parte del listado de Eventos de Notificación Obligatoria, en la categoría 

Transmisibles > grupo Gastroentéricas > evento Toxo-infecciones alimentarias, de acuerdo con 

el Manual de normas y procedimientos de Vigilancia y Control de Enfermedades de 

Notificación Obligatoria del Ministerio de Salud y Desarrollo Social (Ministerio de Salud, 

2007). En Argentina, de acuerdo con las fuentes epidemiológicas oficiales, los patógenos de 

mayor relevancia causantes de ETA son E. coli, S. aureus, B. cereus, S. enterica, C. perfringens 

y L. monocytogenes (Fuente: Dpto. de Epidemiología Alimentaria de la DGHYSA, Agencia 

Gubernamental de Control de la Ciudad de Buenos Aires). Los alimentos de origen cárneo, 

lácteo, pescados y mariscos constituyen los principales vehículos de transferencia.  

En Argentina, debido al alto consumo de los productos cárnicos (listos para consumir y frescos) 

estos representan los principales vehículos de E. coli enterohemorrágica causante del síndrome 

urémico hemolítico (SUH) (Padola et al., 2004; Rivas et al., 2014; Rivero et al., 2004) y L. 

monocytogenes causante de listeriosis (Pellicer et al., 2002; Rossi et al., 2008).  

Según el Boletín Integrado de Vigilancia (N.º 569, SE 39/2021) del Ministerio de Salud de 

Argentina, los serotipos identificados causantes del SUH en el Laboratorio Nacional de 

Referencia en el periodo de 2019 y 2020 fueron similares, con prevalencia de O157:H7 (58 % 
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en 2019 y 48 % en 2020), seguido por O145:NM/H28 (aprox. 25 % en ambos años). Respecto 

a Salmonella, las serovariedades más frecuentes notificadas correspondieron a S. 

Typhimurium, S. Enteritidis (con algunas fluctuaciones en el % de la serovariedad) y S. 

Paratyphi B, asociada a fiebre paratifoidea con un alto número de casos en ambos años, siendo 

del 44 % al 59 %. Se identificaron otras serovariedades menos frecuentes, como S. Newport, S. 

Infantis y S. Typhi en ambos años. 

3. LISTERIA  

3.1 Generalidades 

Listeria spp. son pequeños bacilos grampositivos (0,5 a 4 μm de diámetro y 0,5 a 2 μm de 

longitud), anaerobios facultativos, no esporuladas, pueden estar solas o formando cadenas 

cortas y no producen cápsula (Meloni, 2014). Están ampliamente distribuidas en el ambiente 

agrícola, pueden aislarse del suelo, la vegetación, materia fecal, aguas residuales, alimento para 

animales y en los ambientes industriales (Farber & Peterkin, 1991). 

Taxonómicamente, el género Listeria se divide en 15 especies, de las cuales solamente L. 

monocytogenes y L. ivanovii son patógenas, la primera infecta a los animales y a humanos, 

mientras que L. ivanovii afecta principalmente a los animales y raramente a humanos (Liu, 

2006; Meloni, 2014). Considerando los antígenos somáticos (O) presentes en la pared celular 

y flagelar (H), L. monocytogenes puede dividirse en 13 serotipos (1/2a, 1/2b, 1/2c, 3a, 3b, 3c, 

4a, 4ab, 4b, 4c, 4d, 4e y 7) dentro de los cuales, 1/2a, 1/2b, 1/2c y 4b son los responsables de 

más del 98 % de los casos de listeriosis en humanos (Jamshidi & Zeinali, 2019). Los alimentos 

o el entorno de producción de alimentos suelen estar contaminados con los serotipos 1/2a, 1/2b, 

1/2c y 4b. La temperatura óptima de crecimiento de L. monocytogenes es de 30 a 37 °C, pero 

puede sobrevivir entre -0,4 y 45 °C. Además, L. monocytogenes tiene la capacidad de crecer 

en un amplio rango de pH (4,3-9,4), de sobrevivir a altas concentraciones de NaCl (10 % w/v), 

baja actividad acuosa (0,92), y bajas concentraciones de oxígeno (Jamshidi & Zeinali, 2019; 

Meloni, 2014). 

3.2 Listeriosis 

L. monocytogenes es la principal causa de listeriosis transmitida por alimentos en humanos. Se 

estima que 1600 personas contraen listeriosis cada año y que aproximadamente 260 mueren 

por la enfermedad (CDC, 2017). Existen dos tipos de listeriosis, según sus manifestaciones 

clínicas: invasiva y no invasiva. L. monocytogenes causa listeriosis invasiva cuando el 
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microorganismo penetra en el revestimiento del tracto TGI y luego establece infecciones en 

sitios normalmente estériles dentro del cuerpo. La listeriosis no invasiva se produce en personas 

que no pertenecen a los grupos vulnerables mencionados. Transcurre con síntomas similares a 

una gastroenteritis (diarrea, fiebre, cefalea y mialgias) o cuadros gripales. La probabilidad que 

L. monocytogenes pueda establecer una infección sistémica depende de factores tales como el 

número de microorganismos consumidos, la susceptibilidad del huésped y la virulencia de la 

cepa ingerida. Este tipo de listeriosis afecta a grupos vulnerables, como pacientes 

inmunosuprimidos, incluyendo aquellos que presentan enfermedades crónicas (cáncer, SIDA, 

malnutrición), fetos o neonatos (asumiendo que fueron infectados en el útero), pacientes de 

edad avanzada y con tratamientos con inmunosupresores (ej. pacientes trasplantados) (Codex 

Alimentarius, 2007; Muñoz et al., 2011). En las personas adultas presenta una mortalidad 

elevada de hasta el 30 %, manifestándose como bacteriemia o meningoencefalitis secundaria a 

una bacteriemia. En mujeres embarazadas, puede ocurrir la transmisión transplacentaria del 

microorganismo provocando una infección intrauterina fetal o provocar un aborto espontáneo 

según el mes de gestación (Doyle et al., 1987).  

3.3 Brotes asociados a Listeria monocytogenes 

Aunque L. monocytogenes se describió como un patógeno humano en la década de 1920 

(erróneamente se pensó que era la causa de la mononucleosis infecciosa), el primer brote 

documentado de listeriosis transmitida por alimentos fue en 1979 en Boston (Schlech et al., 

1983). Sin embargo, el primer vínculo definitivo de los casos de listeriosis con los alimentos 

se produjo en 1981 en Canadá y se debió al consumo de repollo contaminado en ensalada de 

col. A principio de la década de los 80 ocurrieron diferentes brotes, los cuales se asociaron a 

productos vegetales y productos lácteos. Fue en los años 90 hasta principios de la década de 

2000, que se detectaron y confirmaron casos a causa de productos cárnicos y avícolas listos 

para el consumo (Gahan & Hill, 2005; Schlech et al., 1983).  

Hoy en día, L. monocytogenes se ha aislado de diversos alimentos como vegetales crudos, leche 

líquida sin pasteurizar y pasteurizada, quesos (particularmente variedades de maduración 

suave), helados, mantequilla, aves crudas y cocidas, carnes crudas y procesadas y pescado 

crudo, en conserva y ahumado. En los últimos años, también han sido reconocidos como fuente 

relevante de L. monocytogenes productos frescos o listos para consumir (del inglés ready to 

eat).  

La Administración de Alimentos y Medicamentos de los Estados Unidos (FDA) define como 

alimentos listos para al consumo a “todo alimento que normalmente se come en estado crudo, 
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o todo alimento manipulado, elaborado, mezclado, cocido o preparado de otro modo, de forma 

que normalmente se consume sin someterlo a tratamientos ulteriores” (FDA, 2021). Dentro de 

estos alimentos se encuentran las verduras, las frutas y los jugos de frutas, cuyo consumo se ha 

incrementado sustancialmente debido a los cambios de hábitos de los consumidores (Raybaudi-

Massilia et al., 2009). A los alimentos listos para consumir se los divide en dos categorías 

principales: los que favorecen el crecimiento de L. monocytogenes y los que no lo hacen. En 

un producto listo para consumir que no es compatible con el crecimiento de patógenos, el límite 

regulatorio para L. monocytogenes es de 100 UFC/g, mientras que la tolerancia es cero para los 

productos que favorecen el crecimiento de este patógeno (Codex Alimentarius, 2007). L. 

monocytogenes puede multiplicarse durante el almacenamiento, aunque esté presente 

inicialmente en un nivel bajo en un alimento contaminado, incluso a temperaturas de 

refrigeración. Muchos de los productos listos para consumir que están asociados a la listeriosis 

incluyen un paso en su producción que se denomina tratamiento listericida (todo tratamiento 

apropiado que es letal para la Listeria). Así, la frecuencia y el nivel de contaminación de estos 

productos con L. monocytogenes se asocia típicamente con la re-contaminación del producto 

antes del envasado final o por la manipulación posterior a este tratamiento listericida durante 

la comercialización o el uso doméstico (Codex Alimentarius, 2007). Sin embargo, no todos 

estos alimentos pasan por este tratamiento; por lo que la seguridad del producto en estos casos 

depende de las medidas adoptadas durante la producción primaria, el procesamiento y la 

posterior distribución y uso para minimizar o reducir la contaminación o re-contaminación. 

Algunos de los brotes reportados por L. monocytogenes a nivel mundial ocurrieron en el 2010, 

se produjeron brotes en Texas por el consumo de apio picado (Gaul et al., 2013); en 2011 por 

el consumo de melones contaminados en Colorado, (CDC, 2012); en 2014 a causa de manzanas 

caramelizadas que afectó a 12 estados de los Estados Unidos, a causa de prácticas inadecuadas 

en el proceso de envasado de las manzanas (Angelo et al., 2017; CDC, 2015); a causa de salmón 

ahumado en frío y marinado en 2017 en Dinamarca y Francia y en 2018 en Alemania (European 

Food Safety Autorithy, EFSA). Entre 2015 y 2018 se reportaron casos en cinco países de 

Europa (Austria, Dinamarca, Finlandia, Suecia y el Reino Unido) a causa del consumo de 

vegetales congelados (Sarno et al., 2021).  

3.4 Adhesión y formación de biofilms 

La capacidad de L. monocytogenes para adherirse a diferentes materiales empleados en la 

industria alimentaria, como superficies de contacto con alimentos ha sido estudiada (Mafu et 

al., 1990; Sinde & Carballo, 2000). L. monocytogenes es capaz de adherirse, colonizar y formar 
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biofilms en diferentes superficies tales como aluminio, fibras de vidrio (Zhao et al., 2006), 

polipropileno, vidrio, caucho (Mafu et al., 1990) y acero inoxidable (AI) (Poimenidou et al., 

2016), entre otros.  

La adhesión de L. monocytogenes, así como de cualquier otro microorganismo, facilita la 

posterior re-contaminación, transfiriéndose fácilmente desde una superficie de contacto 

alimentario a distintos productos, causando contaminación cruzada entre las superficies y los 

productos alimenticios (Colagiorgi et al., 2016). Entre los estudios realizados, se ha puesto de 

manifiesto que la transferencia de L. monocytogenes se ve potenciada cuando hay una cierta 

cantidad de células adheridas y una cierta hidratación del sistema (Vorst et al., 2006). Es por 

estos motivos que la presencia de L. monocytogenes en las plantas de procesado de alimentos 

es altamente indeseable, ya que además es dificultosa su erradicación de las plantas de 

producción mediante las técnicas de limpieza y desinfección comúnmente empleadas 

(Carpentier & Cerf, 2011; Gandhi & Chikindas, 2007).  

Debido a la gran problemática que plantea su persistencia para la industria alimentaria, en esta 

tesis se evaluará la formación de biofilms de L. monocytogenes, en presencia o ausencia de 

otros microorganismos. En las secciones posteriores se desarrollarán los temas relacionados 

con el ambiente en el cual se estudiarán los biofilms (matriz alimentaria, superficies, presencia 

de otros microorganismos) y las estrategias de remoción y/o prevención. 

4. JUGOS DE FRUTAS 

4.1 Producción de jugos de frutas en Argentina 

Argentina es el quinto productor mundial de jugo concentrado de manzana, ubicándose como 

principal productor del hemisferio sur (Ablin, 2011). La región productora más importante en 

el país de frutas pomáceas, como las manzanas y peras, se localiza en el Alto Valle de Río 

Negro y Neuquén, concentran en la actualidad el 90% de la producción de peras y manzanas. 

Le siguen Mendoza (Valle de Uco), muy lejos con el 10% (Sanchez, 2020). Otras zonas de 

menor relevancia son 25 de mayo (La Pampa) y el Valle del Tulum (San Juan) (Sanchez & 

Villareal, 2012). El complejo productivo del sector está conformado por la producción 

primaria; la clasificación, el acondicionamiento y empaque de la fruta fresca; la conservación 

frigorífica; el transporte y la comercialización.  

En Argentina la fruta que no cumple las exigencias del mercado en fresco es considerada como 

fruta de menor calidad, y es dedicada a la producción industrial de jugos concentrados (88 %), 
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para caldo de sidras y sidras (10 %) y el resto (2 %) se reparte entre deshidratados, conservas y 

otros (Zubeldia, 2007). El jugo constituye un producto básico de bajo valor agregado que se 

vende mayormente a granel para ser utilizado como insumo por otras industrias alimentarias, 

ya sea diluyéndolo, mezclándolo o utilizándolo como endulzantes en la fabricación de bebidas 

gaseosas (Bevilacqua & Storti, 2011; Idigoras, 2014).  

En nuestro país, la estabilidad biológica de las modernas plantas productoras de jugos de fruta 

es muy buena durante el primer año de producción, pero es común observar que comienzan a 

aparecer problemas de contaminación del producto durante el segundo año a partir de su 

instalación. Esta situación es causada por la presencia de microorganismos en la materia prima 

con capacidad de adherirse y proliferar en los accesorios de AI, vidrio y otros materiales que 

forman parte de los equipos de procesado de alimentos.  

4.2 Superficies utilizadas en la producción de jugos frutas  

Las superficies de la industria alimentaria son un punto importante de acumulación de restos 

de materia orgánica, lo que desencadena y favorece la adhesión microbiana (Whitehead & 

Verran, 2015). Existen superficies que presentan dificultades para la limpieza, ya sea por la 

presencia de uniones, hendiduras, por la rugosidad, hidrofobicidad, tensión superficial, entre 

otras características, que los convierte en materiales propensos al anclaje de los 

microorganismos. A su vez, la adsorción de iones cargados o moléculas orgánicas en la 

superficie (pre-acondicionamiento) que ocurre cuando la misma entra en contacto con un 

medio acuoso, por ejemplo, también favorece la adhesión. Particularmente, el jugo de fruta 

contiene componentes de bajo peso molecular (PM) como azúcares, ácidos, sales, compuestos 

que dan sabor y aroma. Además, macromoléculas (100–1000 ppm), como polisacáridos 

(pectinas, celulosa, hemicelulosa y almidón), sólidos en suspensión, partículas coloidales, 

proteínas y polifenoles, entre otros. Por lo que, la matriz alimentaria es rica en diferentes 

componentes que pueden modificar las propiedades de las superficies, presentando un efecto 

favorable para la adhesión microbiana (Bhattacharjee et al., 2017). 

Los biofilms pueden formarse sobre todo tipo de superficies (hidrófobas o hidrófilas, bióticas 

o abióticas) (Kumar & Anand, 1998), incluyendo plástico, vidrio, madera, metal, y sobre los 

mismos alimentos (Chmielewski & Frank, 2003). Las diversas propiedades de las superficies 

empleadas en la industria alimentaria tienen una influencia directa en la adhesión microbiana 

y la posterior formación de biofilms (Garrett et al., 2008).  

Dentro del proceso productivo del jugo de frutas, se encuentra el AI de calidad alimentaria 304 

y 316 como una de las superficies más empleadas. En particular, el AI se utiliza ampliamente 
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como superficie de contacto con alimentos debido a su resistencia mecánica, resistencia a la 

corrosión y longevidad (Marques et al., 2007).  

Como hemos mencionado, los jugos están compuestos por diversas macromoléculas y para que 

los jugos comerciales puedan ser almacenados durante períodos prolongados, deben pasar por 

un proceso de clarificación para retenerlas. Hoy en día, los métodos de separación por 

membrana son ampliamente usados en la industria alimentaria debido a su menor 

requerimiento de mano de obra, mayor eficiencia y menor tiempo de procesamiento que la 

filtración convencional (Nunes & Peinemann, 2001). La tecnología de membranas surgió como 

alternativa a las técnicas térmicas tradicionales empleadas para la clarificación y concentración 

de los jugos frutas (Bhattacharjee et al., 2017). Las membranas impulsadas por presión se 

pueden clasificar como microfiltración (MF), ultrafiltración (UF), nanofiltración (NF), ósmosis 

inversa (OI) y ósmosis directa (OD) según el tamaño de los poros de la membrana y los 

mecanismos operativos. Con la MF es posible eliminar sólidos en suspensión, procariotas, 

levaduras y mohos, mientras que la UF se emplea a menudo para eliminar virus, coloides y 

macromoléculas. La NF se dirige principalmente a los metales pesados y las materias orgánicas 

disueltas, y la OI se utiliza para la desalinización, la reutilización del agua y la producción de 

agua ultrapura (Martin et al., 2016; Pendergast & Hoek, 2011; Ulbricht, 2006).  

En la clarificación de jugos de fruta, la UF y la NF son los procesos más comunes, empleándose 

sistemas de filtración tangencial donde la fuerza impulsora proviene de la diferencia de presión, 

ocasionando así la separación y/o concentración de las partículas disueltas o suspendidas 

(Hernandez et al., 1990). A diferencia de los sistemas convencionales, a la UF se la considera 

dentro de las tecnologías “amigables” con el medioambiente y su uso conlleva ciertos 

beneficios para el producto alimenticio: la separación se puede realizar sin cambiar la 

temperatura, por lo que minimiza el riesgo de daño de los alimentos termolábiles así como la 

pérdida de aromas, no se modifica el pH de la solución, sin agregado de aditivos químicos, 

menores requerimientos energéticos (en comparación con procesos convencionales como la 

evaporación y la concentración), reduce los costos de producción y resuelve en parte el 

problema del tratamiento de los residuos mejorando así la calidad del producto (Urošević et 

al., 2017). Sin embargo, las membranas presentan algunos inconvenientes críticos, siendo la 

desventaja principal su susceptibilidad al ensuciamiento debido en parte a su hidrofobicidad 

(Lee et al., 2016).  
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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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5.1 Empleo de bacterias ácido-lácticas  

Un punto de investigación actual importante es la colonización deliberada y controlada de los 

ambientes de procesamiento de alimentos con microorganismos benéficos como las BAL. 

Estos microorganismos podrían conferir atributos positivos a los productos finales y excluir 

competitivamente microorganismos patógenos, mejorando así la ecología de las instalaciones 

de procesamiento de alimentos y, también, inocuidad de los alimentos procesados (Alvarez-

Ordóñez et al., 2019). Los métodos antimicrobianos empleados actualmente basados en fuentes 

microbianas incluyen bacteriófagos, BAL y sus metabolitos (Seal et al., 2018). 

Las BAL constituyen un grupo de microorganismos bacilos grampositivos, no móviles, 

catalasa negativos, ubicuos, productores de ácido láctico, capaces de crecer bajo diferentes 

condiciones ambientales (Castellano et al., 2004; McLeod et al., 2008; Ringø & Gatesoupe, 

1998). Este grupo presenta un gran potencial biotecnológico en salud humana y seguridad 

alimentaria, ya que pueden aplicarse como biopreservantes y como biocontroladores 

(Castellano et al., 2017; Gálvez et al., 2014). Debido a una larga historia de aplicación en la 

industria alimentaria, las BAL han recibido el estatus de “Generalmente Reconocido como 

Seguro” (del inglés Generally Recognized as Safe, GRAS) por la FDA (EE. UU.) y como 

“Presunción Cualificada de Seguridad” (del inglés Qualified presumption of safety, QPS) por 

la Autoridad Europea de Seguridad Alimentaria (EFSA) (Leuschner et al., 2010).  

En la actualidad, el uso de BAL se considera como una alternativa adecuada en los sectores 

industriales para enfrentar a los microorganismos contaminantes/deteriorantes (Gálvez et al., 

2014). Se han propuesto diferentes especies de BAL para limitar el crecimiento de bacterias 

patógenas, entre las principales podemos mencionar a Bifidobacterium adolescentis, B. 

animalis, B. bifidum, B. breve, B. longum, Lactobacillus acidophilus, Lb. reuteri, Lb. casei, Lb. 

fermentum, Lb. gasseri (Alegre et al., 2011; Merino, 2019). En la industria alimentaria, se ha 

estudiado el empleo de BAL para colonizar superficies y de esa manera contrarrestar la 

proliferación de otras especies bacterianas (Gutiérrez et al., 2016).  

Las BAL podrían inhibir patógenos alimentarios, como L. monocytogenes, a través de la 

competencia (energía y nutrición), la secreción de metabolitos (bacteriocinas, ácidos orgánicos 

y EPS) y la interferencia con el mecanismo QS (Chen et al., 2018; Deng et al., 2020; Wu et al., 

2022). Un enfoque muy prometedor para el control de la formación de biofilms es el uso de 

BAL para colonizar superficies y así contrarrestar la proliferación de otras especies bacterianas 

(Falagas & Makris, 2009; Hibbing et al., 2009). Dentro de los metabolitos liberados por las 

BAL conocidos por sus efectos, encontramos las bacteriocinas, las cuales son péptidos 
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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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5.2 Natamicina  

Actualmente, se han avanzado sobre estudios respecto al empleo de distintos compuestos de 

origen natural, incluidos varios aceites esenciales, extractos obtenidos de plantas, incluso MQS, 

alimentos u otros productos derivados, para la inhibición de la formación de biofilms o la 

remoción de biofilms preexistentes. Algunos de estos nuevos compuestos y extractos ejercen 

un efecto bactericida directo sobre los microorganismos, mientras que otros muestran 

actividades indirectas de inhibición de biofilms, relacionadas principalmente con la inhibición 

de sistemas de QS (Coughlan et al., 2016).   

Especialmente en la industria de los jugos se utilizan diversos agentes conservantes sintéticos 

para la conservación de los alimentos. El benzoato de sodio es bastante popular y se usa 

comúnmente para conservar alimentos como jugos de frutas, bebidas y alimentos de bajo pH 

(Berk, 2013). Sin embargo, ha habido una creciente demanda por el uso de conservantes 

naturales o la producción de alimentos completamente libres de aditivos. En los últimos años, 

más investigaciones se han focalizado en los aceites esenciales como conservantes y agentes 

antimicrobianos (Almeida et al., 2019; Karaman et al., 2016).  

Un conservante natural que ha despertado un reciente interés debido a su estructura y a su 

potente poder antifúngico es la natamicina (NAT) (Figura 6). La NAT, o primaricina, es un 

macrólido poliénico, antimicótico, que se obtiene por la fermentación de actinomicetos como 

Streptomyces natalensis, Streptomyces chattanogenesis y otras especies estrechamente 

relacionadas (Tsiraki & Savvaidis, 2014). Dentro de las características de NAT, se puede 

destacar que es eficaz a bajas concentraciones, no tiene efecto en la calidad de los alimentos, y 

que tiene una actividad antimicrobiana prolongada en las superficies de los alimentos (Dalhoff, 

2017). En soluciones acuosas, su solubilidad es de aproximadamente 40 ppm. Una suspensión 

que contiene 0,5 % de NAT a pH 6,5 apenas pierde actividad a temperatura ambiente en la 

oscuridad, lo que demuestra que las suspensiones acuosas neutras de NAT también son muy 

estables. Presenta una baja solubilidad en agua (40 mg /ml), lo cual es una ventaja para los 

tratamientos superficiales de los alimentos, ya que asegura que el conservante permanezca en 

la superficie de los alimentos donde sea necesario, en lugar de migrar hacia el interior de estos 

y es, por lo tanto, muy eficaz para prevenir la proliferación de levaduras y mohos en dichas 

superficies (Lule et al., 2015). A valores extremos de pH (alto o bajo), la natamicina es 

completamente soluble, lo que puede usarse para optimizar/controlar la disponibilidad de NAT 

activa. 
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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 
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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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MATERIALES Y MÉTODOS GENERALES 

6. Medios de cultivos  

Los medios de cultivos empleados fueron esterilizados a 121°, 1 atm de presión, durante 15 

minutos, salvo excepciones detalladas posteriormente. A continuación, se detallará la 

composición de estos. 

6.1 Agar bismuto-sulfito según Wilson Blair (BS, Merck, Alemania). Peptona 10,0 g/l, 

extracto de carne 5 g/l, D-glucosa 5 g/l, Na₂HPO₄ 4 g/l, Citrato de bismuto y amonio 1,85 g/l, 

FeSO4 0,3 g/l, Na2SO3 6,15 g/l, verde brillante 0,025 g/l, agar bacteriológico 15,0 g/l, pH 7,6± 

0,2.  

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

6.2 CHROMagar Candida (CHROMagar Microbiology, Francia). Peptona 10,2 g/l, 

cloranfenicol 0,5 g/l, mezcla cromogénica 22,0 g/l, agar 15,0 g/l, pH 6,1 ± 0,2. 

CHROMagar Candida está diseñado para el aislamiento selectivo y la identificación de ciertas 

especies de Candida a partir de material clínico, sin embargo, se ha demostrado que es 

adecuado para el recuento diferencial de levaduras no clínicas y para la estimación de la 

prevalencia de las especies (Tornai-Lehoczki et al., 2003). Este medio se empleó para el 

aislamiento, identificación y recuento diferencial de las levaduras (Figura 9). Con la inclusión 

de sustratos cromógenos en el medio, las colonias de C. tropicalis y C. krusei producen colores 

diferentes, lo que permite la detección directa de estas especies de levaduras en la placa de 

aislamiento. Las colonias de C. tropicalis, presentan color de azul verdoso a azul metálico y 

las colonias de C. krusei, rosado claro con borde blancuzco. Es posible que otras especies de 

levaduras produzcan su color natural. Como observaron previamente Brugnoni et al. (2014), 

las colonias de C. kefyr y R. mucilaginosa que crecen en CHROMagar son de color blanco y 

rosa a salmón, respectivamente. 
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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.  
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Este medio se empleó para el aislamiento y recuento de Listeria spp., Salmonella sp. y 

Escherichia coli O157:H7 en los ensayos monocultivo. 

6.6 Caldo Triptona de soja (TSB, del inglés Tryptic Soy Broth). Tripteína 17 g/l, peptona de 

soja 3 g/l, NaCl 5 g/l, K2HPO4 2,5 g/l, glucosa, 2,5 g/l.  

Este medio se empleó para el crecimiento de Listeria spp., Salmonella sp. y E. coli O157:H7 

en medio líquido. 

6.7 Yeast Glucose Chloramphenicol (YGC, Biokar Diagnostics, Francia). Extracto de 

levadura 5 g/l, glucosa 20 g/l, cloranfenicol 0,1 g/l y agar bacteriológico 15 g, pH 6,6 ± 0,2.  

Este medio se empleó para el aislamiento y recuento de levaduras. Para preparar el caldo YGC 

se utilizaron los mismos componentes con ausencia de agar y este se utilizó para el crecimiento 

de las levaduras en medio líquido. 

7. Soluciones y Buffers 

7.1 2-Feniletanol: (Sigma Aldrich, EE. UU.) PM: 122,16, densidad: 1,020 g/ml a 20 °C, 

presión de vapor 1 mm Hg (58 °C).  

Para los ensayos realizados con 2-FE se prepararon soluciones madre 1/100 en agua bidestilada 

estéril. A partir de esta solución, se tomó la alícuota correspondiente para alcanzar la 

concentración requerida.  

7.2 Buffer fosfato salino (PBS): K2HPO4 0,87 g/l, KH2PO4 0,68 g/l, NaCl 8,77 g/l, pH 7,5.  

7.3 Natamicina: 50%: proporcionado por la Ing. Jesica Ostapchuk (Biotec S.A., Buenos Aires, 

Argentina). PM: 665,733 g/mol.  

Para los ensayos realizados con NAT se prepararon soluciones de 2 mg/ml en agua destilada 

estéril. A partir de esta solución, se tomó la alícuota correspondiente para alcanzar la 

concentración requerida.  

7.4 Tirosol: (Sigma Aldrich, EE. UU.) C8H10O2; PM: 138,17 g/mol.  

Para los ensayos realizados con TIR se prepararon soluciones madre de 10 mg/l en agua 

destilada estéril. A partir de esta solución, se tomó la alícuota correspondiente para alcanzar la 

concentración requerida.  

7.5 Trans-trans Farnesol: (Sigma Aldrich EE. UU.) 96 %, densidad: 0,87 g/ml a 25 °C; PM: 

222,37 g/mol. Para los ensayos realizados con FAR se preparó una solución madre 2/10 en 

dimetilsulfóxido (DMSO). A partir de esta solución, se tomó la alícuota correspondiente para 

alcanzar la concentración requerida. La toxicidad del DMSO se evaluó sobre las levaduras.   
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8. SISTEMA DE ESTUDIO  

Las condiciones que se adoptarán para la formación de los biofilms en los objetivos planteados 

reproducirán lo más cercanamente posible el contexto industrial de elaboración de jugos de 

fruta. 

8.1 Matriz alimentaria: jugo de manzana 

Los estudios se realizaron utilizando como matriz alimentaria jugo de manzana de 12 °Brix 

obtenido a partir de jugo concentrado clarificado de 72 °Brix proveniente de una industria 

productora de la región (JUGOS S.A.). Las diluciones se realizaron en agua destilada estéril de 

acuerdo con la siguiente fórmula (Tarifa, 2017): 

Vol. 72 °Brix x 72 °Brix x ⲣ (72 °Brix) = Vol. 12 °Brix x 12 °Brix x ⲣ (12 °Brix). 

Siendo: 

Vol. 72 ºBrix: volumen de jugo de manzana concentrado de 72 ºBrix que debe utilizarse 

Vol. 12 ºBrix: volumen de jugo de manzana de 12 ºBrix que desea obtenerse 

ⲣ: densidad del jugo de manzana (ⲣ: jugo de manzana 12 ºBrix= 1,04 g/ml, ⲣ: jugo de 

manzana 72 ºBrix= 1,36 g/ml, aproximadamente). 

 

En cada ensayo el jugo de manzana preparado fue esterilizado por microfiltración con 

membranas de un tamaño de poro de 0,45 μm (Metricel®Grid, GelmanSciences, MI, EE. UU.). 

La variedad de la fruta, el origen, las condiciones de cultivo, el procesamiento y el 

almacenamiento determina la composición del jugo de fruta (Lee & Mattick, 1989). La 

composición media del jugo de manzana de 12 ºBrix se detalla a continuación, expresado como 

g/l (Lozano, 2006). 

Fructosa 70 

Glucosa 35 

Sacarosa 16 

Ácido málico 0,4 – 3,4 

Ácido cítrico < 1 

Ácido ascórbico < 0,04 

Potasio 1 

Calcio 0,05 – 0,4 

Fósforo 0,07 – 0,1 

Sodio 0,02 
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Aminoácidos libres 1 – 5 

pH: 3,5 ± 0,2 

Fuerza iónica: 0,023 mol/l 

8.2 Superficies de uso alimentario 

Las superficies son un punto importante de acumulación de restos de materia orgánica, los 

cuales desencadenan y favorecen la adhesión, proporcionándoles una fuente de nutrientes para 

el crecimiento de microorganismos, incluidos patógenos y alterantes (Whitehead et al 2010).  

A lo largo de esta tesis se utilizaron dos superficies como soportes para los ensayos de adhesión 

y formación de biofilms: 

• acero inoxidable (AI) de calidad alimentaria AISI 304-316 (rugosidad media: 0,064 

μm);  

• membranas de ultrafiltración (MUF) de polifluoruro de vinilideno (PVDF) de 100 KDa 

de cut-off (Synder Filtration, Vacaville, CA, EE. UU).  

Los segmentos de AI (1x1 cm²) se lavaron durante 15 min con una solución de detergente 

neutro al 2 % (Extran MA 02 neutral, Merck) y se enjuagaron con agua destilada a 50 °C. 

Luego, se esterilizaron en autoclave durante 15 min a 121 °C.  

En caso de las MUF, se utilizaron hojas planas, las cuales se cortaron con tijeras y pinzas 

estériles, obteniendo secciones de 1x1 cm² mediante el empleo de una regla. Siguiendo las 

recomendaciones de fábrica, las secciones de MUF se lavaron con agua destilada solamente 

previo a su uso para remover preservantes y otros tipos de materiales indeseados que podrían 

estar adheridos en ella. Para ello, colocamos las membranas ya recortadas en tubos de ensayos 

con agua destilada estéril y se vortexearon aprox. 30 seg.  

Para la formación de los biofilms, ambas superficies se colocaron en microplacas de 24 pocillos 

estériles, y luego se les adicionó el cultivo correspondiente (se detallará en la sección 

siguiente).  

Las condiciones del sistema (superficies a evaluar, matriz alimentaria, temperaturas y tiempos 

de incubación) se seleccionaron con el objetivo de simular lo más cercanamente posible los 

microambientes que se generan en la industria productora de jugo de manzana.  

9. MICROORGANISMOS EMPLEADOS 

En la Figura 10 se esquematiza la preparación de las suspensiones empleadas en este estudio. 

Los microorganismos utilizados en esta tesis fueron conservados en tubos Eppendorf con 
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glicerol al 20 % (v/v) a -80 °C. A partir de este stock, los cultivos se re suspendieron en los 

medios líquidos correspondientes (sección 6) y se incubaron en estufa por 48 h a 25 °C las 

levaduras y por 24 h a 37 °C las bacterias. Posteriormente, las células se separaron por 

centrifugación (Labofuge 200, Kendro, Alemania) a 5000 x g durante 5 minutos y se lavaron 

dos veces con PBS. El pellet resultante fue re suspendido en jugo de manzana estéril de 12 

°Brix y las suspensiones fueron ajustadas con un espectrofotómetro de luz visible a una DO550 

nm 0,125 que representa aprox. 106 células/ml para las levaduras. En caso de las bacterias, el 

ajuste se realizó a una DO600 nm de 0,250 (aprox. 108 células/ml). Para algunos ensayos, el ajuste 

del inóculo se efectuó en medios de cultivos líquidos específicos; las condiciones de obtención 

de estos se detallarán en cada caso particular. 

 

 

Figura 10 Esquema general de preparación y ajuste de los inóculos. 

9.1 Levaduras 

Se utilizaron cuatro levaduras aisladas de los accesorios de producción (superficies internas de 

equipos y sistema de UF) de industrias elaboradoras de jugo de manzana y pera: Rhodotorula 

mucilaginosa, Candida tropicalis, Candida krusei y Candida kefyr consideradas como 

representantes de la microbiota residente (Brugnoni et al., 2007; Tarifa et al., 2013). 

Dos tipos de cultivos se prepararon según las necesidades de las experiencias: cultivos 

monoespecie de levaduras y mezcla de levaduras. En esta tesis, nos referiremos a cultivo 

monoespecie cuando se trabaje con una especie en particular, y como mezcla de levaduras 
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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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Para analizar las muestras, estas se enjuagaron y luego se fijaron con glutaraldehído al 2,5 % 

en buffer fosfato 0,1 M (pH 7,2), se lavaron tres veces con el mismo buffer y luego se les 

realizó punto crítico (E3000, Polaron). Las muestras se cubrieron con oro (300 Å) y se 

observaron con un microscopio electrónico de barrido (LEO EVO 40, Cambridge, Inglaterra) 

en el Centro Científico Tecnológico perteneciente al Servicio de Nacional de Microscopía, 

Bahía Blanca (Buenos Aires, Argentina). 

12.2 Microscopía de Fluorescencia  

La microscopía de fluorescencia es una de las más empleadas por su alto grado de sensibilidad 

y especificidad. Este análisis proporciona información sobre la construcción y morfología del 

biofilms sin alterar la estructura física de la película. Esta microscopía también puede usarse 

para determinar o estimar la cobertura de superficie total y el volumen, incluida la matriz de 

EPS (Wilson et al., 2017). Las bacterias y células se pueden marcar con fluorescencia mediante 

el uso de fluorescente o ser marcado con algún reportero genético fluorescente (Darsonval et 

al., 2021). Dentro de las tinciones más empleadas podemos nombrar aquellas útiles para 

sondear viabilidad celular como el kit vivas muertas, que se basa en la integridad de la 

membrana celular y la actividad metabólica. En nuestro caso, después de la incubación de la 

muestra, las superficies se enjuagaron dos veces con agua estéril para eliminar las células no 

adheridas y se tiñeron con el kit de viabilidad bacteriana LIVE/DEAD BacLight (Molecular 

Probes, Eugene, OR). El kit consiste en una mezcla de dos colorantes que se unen a los ácidos 

nucleicos: SYTO 9 e ioduro de propidio (IP). Ambos difieren tanto en sus características 

espectrales como en su capacidad de penetración a las células viables. SYTO 9 tiñe las células 

de verde, mientras que el IP penetra en las células cuya membrana celular ha sido dañado, 

tiñéndolas de rojo. Ambos componentes se mezclaron en cantidades iguales (1,5 µl + 1,5 µl), 

se diluyeron en agua destilada (1000 µl) y vortexearon, todo en condiciones de oscuridad. Para 

cubrir la superficie de AI se utilizaron 10 µl de la mezcla y se incubó en la oscuridad a 

temperatura ambiente 20 min. Posteriormente, se realizaron dos lavados con agua destilada 

para eliminar los residuos de los colorantes. Los biofilms fueron observados mediante un 

microscopio de fluorescencia (Carl Zeiss, Primo Star, Oberkochen, Alemania) equipado con 

una cámara Carl Zeiss (AxioCam ERc5s). Posteriormente, las fotografías se analizaron con un 

software para imágenes de microscopía (ZEN Core 3.4 blue edition, Carl Zeiss). 
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13. ANÁLISIS ESTADÍSTICO 

Todos los ensayos se hicieron por triplicado, en los casos posibles las mismas se efectuaron a 

la par para reducir la variabilidad debido a factores extrínsecos. Los resultados se expresaron 

como media±desvío estándar (DE). Los datos se analizaron empleando el modelo de ANOVA 

(análisis de la varianza) seguido de la prueba de Tukey cuando fue apropiado para la 

comparación de medias. Se empleó el software GraphPad Instat (Version 3.06, Software Inc 

2003) y GraphPad Prism (Version 5.00, 2007) para la realización de gráficos. Se consideraron 

como resultados estadísticamente significativos aquellos con un nivel de confianza igual o 

mayor al 95 % (p ≤ 0,05). Las diferencias significativas se expresaron del siguiente modo 

diferencias no significativas (ns) p>0,05; * p<0,05; ** p<0,01; *** p<0,001. 
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CAPITULO I. BACTERIAS PATÓGENAS ASOCIADAS A BROTES EN FRUTAS Y 

DERIVADOS: IMPACTO DE LA MICROBIOTA RESIDENTE EN LA 

FORMACIÒN DE BIOFILMS SOBRE ACERO INOXIDABLE Y MEMBRANAS 

DE ULTRAFILTRACIÓN 

HIPÓTESIS 

• Las interacciones entre patógenos alimentarios, asociados a brotes en frutas y 

derivados, y las levaduras que forman parte de la microbiota residente de las superficies 

de equipos de producción, favorecen la persistencia del patógeno mediante la 

asociación en biofilms. 

OBJETIVOS ESPECÍFICOS 

• Caracterizar y comparar la hidrofobicidad, movilidad, producción de EPS, 

autoagregación, supervivencia y adhesión sobre acero inoxidable (AI) de Listeria 

innocua y Listeria monocytogenes utilizando jugo de manzana como matriz 

alimentaria. 

• Estudiar la adhesión de Rhodotorula mucilaginosa, Candida tropicalis, C. krusei y C. 

kefyr en membranas de ultrafiltración (MUF). 

• Evaluar la capacidad de formación de biofilms de L. monocytogenes, Salmonella 

enterica y Escherichia coli O157:H7 con las levaduras asociadas a las industrias 

productoras de jugos de frutas sobre AI y MUF. 

• Estudiar las variaciones en la composición celular y la arquitectura de las comunidades 

resultantes. 
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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 
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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 
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propio microorganismo (hidrofobicidad, flagelos o fimbrias y motilidad) (Chavant et al., 2002; 

Herald & Zottola, 1988; Kochkodan & Hilal, 2015; Moltz & Martin, 2005). Según lo que 

respecta a las características intrínsecas del microorganismo, se ha señalado que la 

hidrofobicidad de la superficie celular bacteriana está influida por la presencia de fimbrias, 

flagelos y polisacáridos (EPS, lipopolisacáridos y celulosa) (Bremer et al., 2015; Sutherland, 

2001). Con relación a los apéndices, se pueden nombrar las fimbrias las cuales poseen residuos 

de aminoácidos hidrofóbicos (Rosenberg & Kjelleberg, 1986) y están involucradas en la 

adhesión, la motilidad, la transferencia de ADN, la formación de biofilms, y también participan 

facilitando las interacciones célula-célula a través de la agregación o la formación de micro 

colonias (Sangermani et al., 2019). En la expresión de adhesinas superficiales, podrían estar 

involucrados los factores de motilidad, los cuales favorecen que las células planctónicas 

individuales se adhieran al sustrato (O’Toole & Kolter, 1998b). En determinadas condiciones, 

las bacterias se vuelven altamente móviles y emigran a través del sustrato utilizando diversos 

mecanismos. Diferentes procesos de motilidad han sido reportados (Figura 12): swarming 

(movimiento superficial multicelular impulsado por flagelos helicoidales giratorios); 

swimming (movimiento individual en medio líquido alimentado por flagelos giratorios); 

twitching (movimiento sobre la superficie impulsado por la extensión y retracción de los pilis), 

gliding y sliding (desplazamiento sin presencia de apéndices) (Kearns, 2010; Mattick, 2002; 

Tchoufag et al., 2019). 

 

 

Figura 12 Movimientos celulares de los microorganismos. 

 

El fenómeno de la agregación también se conoce como una de las propiedades de la superficie 

de los microorganismos que participa en la adhesión (Bibiloni et al., 2001; Canzi et al., 2005). 

Los microorganismos que forman parte de los biofilms se asocian mediante la coagregación, 
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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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absorbancia de la fase acuosa con respecto a su valor inicial, representando así el número de 

células adheridas al hexadecano. La disminución en la DO de la fase acuosa se tomó como una 

medida de hidrofobicidad de la superficie celular (H%), y el porcentaje de células unidas a la 

fase orgánica se calculó con la siguiente fórmula:  

H% = (1 − A/A0) × 100 

en la cual A0 es la de DO a 600 nm de la suspensión de la célula previo al mezclado y A es la 

DO a 600 nm posterior al mezclado con hexadecano. Según este método, los microorganismos 

se clasifican en: altamente hidrofóbicas, para valores >50 %; moderadamente hidrofóbicas, 

para valores que oscilan entre el 20 % y el 50 %, e hidrofílicas, para valores <20 % (di 

Bonaventura et al., 2008)  

I.1.2 Producción de curli y celulosa  

El rojo Congo es una sal de sodio de 3,3'-([1,1'-bifenil]-4,4'-diyl) bis (4-aminonaftalen-1-ácido 

sulfónico), y su PM es 696.66 g/mol. Dicho colorante es soluble en agua, conformando una 

suspensión coloidal de color rojo. Su solubilidad es mayor en solventes orgánicos como el 

etanol. Por su gran afinidad por las fibras de celulosa y fimbrias agregativas, se adiciona al 

medio de cultivo para luego detectar dichas estructuras en las macro colonias, las cuales se 

asocian a la producción de biofilm (Römling & Rohde, 1999).  

Se tomaron 20 µl de cada especie de Listeria a partir del cultivo celular en TSB y se realizaron 

estrías en cajas de Petri con agar Luria Bertani (LB) (1 g Triptona, 0,5 g, Extracto de levadura, 

1,5 g Agar, 100 ml agua destilada, pH: 7), sin NaCl suplementado con 40 mg/l de Rojo Congo 

(Sigma, Saint Louis, MO). Las placas se incubaron 72 h a 12°, 25° y 37 °C. Se realizó un 

registro fotográfico de la morfología de las colonias de Listeria y se clasificaron según Römling 

et al., (2000): 

BDAR: fenotipo marrón, seco y rugoso. Expresa solo curli 

RDAR: fenotipo rojo, seco y rugoso. Expresa curli y celulosa. 

PDAR: fenotipo rosa y lisa. Expresa celulosa. 

SAW: fenotipo blanco y suave. No expresa curli ni celulosa. 

La determinación del morfotipo RDAR debe complementarse con el estudio de unión de la 

celulosa a calcoflúor. El calcoflúor es un fluoruro que se une a las fibras de celulosa y, en 

consecuencia, puede usarse para determinar la presencia de este polisacárido en la matriz de 

los biofilms. Para esto, al agar LB, sin NaCl, se le añadió Calcoflúor (20 mg Calcoflúor/ 100 

ml), siguiendo la técnica descrita por Zogaj et al. (2001). Luego las placas se incubaron 72 h a 
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12°, 25° y 37 °C y se observaron bajo luz UV a una longitud de onda de 365 nm. Al finalizar, 

se realizó un registro fotográfico de la morfología de Listeria.  

I.1.3 Ensayos de motilidad 

Los ensayos de swimming, swarming y twitching se realizaron según lo descrito por Rashid & 

Kornberg (2000), con algunas modificaciones. Se tomaron colonias individuales de Listeria 

crecidas overnight en agar PCA y se transfirieron, utilizando una aguja estéril, a la superficie 

del agar de swimming (10 g/1 de triptona, 5 g/l de ClNa y 0,3 % de agar) y agar swarming (8 

g/l caldo nutritivo, 5 g/l glucosa y 0,5 % agar), luego se incubaron 48 h a 12°, 25° y 37 °C. Las 

placas de swarming se dejaron secar a temperatura ambiente antes de ser utilizadas para obtener 

una mejor visualización. Los resultados se expresaron como diámetro (mm) del halo de 

crecimiento formado alrededor del punto de inoculación. El agar twitching (10 g/l triptona, 5 

g/l de extracto de levadura,10 g/l ClNa y 1 % de agar) se inoculó mediante el uso de una aguja 

estéril, en el fondo de la placa de Petri. Después de 48 h se midió el diámetro (mm) de migración 

y crecimiento.  

Para corroborar la movilidad de Listeria, se inoculó un cultivo puro en un tubo con medio 

semisólido (triptosa 10 g/l, ClNa 5 g/l, Agar 5 g/l y agua destilada 1000 ml) haciendo una 

punción con ansa recta. Se dejó incubar una noche a 25 °C (Mac Faddin, 1990).  

I.1.4 Ensayos de agregación 

La agregación (auto y coagregación) se evaluó con el fin de tener una perspectiva de la posible 

incidencia del proceso de sedimentación de las bacterias y de las levaduras, como se describe 

en Collado et al. (2008). Las suspensiones ajustadas de levaduras y bacterias fueron colocadas 

en cubetas de 3,500 µl utilizadas para espectrofotometría y se incubaron a temperatura 

ambiente (21 °C) sin agitación. Para los ensayos de agregación entre levaduras + Listeria se 

mezclaron volúmenes iguales (1,5 ml) de cada suspensión ajustada, en una proporción 1:1. En 

la siguiente Tabla 3 se detallan las combinaciones empleadas. 
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Tabla 3 Combinaciones de agregación evaluadas.  

Autoagregación 

L. monocytogenes   

L. innocua L. monocytogenes L. innocua 

C. tropicalis •  •  

C. krusei •  •  

C. kefyr •  •  

R. mucilaginosa •  •  

 

La absorbancia se midió durante 5, 10, 15, 30, 60, 90 y 120 min en un espectrofotómetro de 

luz visible (DO600 nm); se tomaron 200 µl de muestra de la superficie, con la precaución de no 

perturbar la suspensión.  

El % de autoagregación se calculó a través de la fórmula: 

A% = (A0 - At) /A0 ×100 

donde A0 representa la DO600 en el min 0 y At representa la DO600 a 0, 5, 10, 15, 30, 60, 90 y 

120 min. 

El % de agregación se calculó de acuerdo con la fórmula de Malik et al. (2003) con 

modificaciones: 

(Abacteria + Alevadura)- (Amezcla)/ (Abacteria + Alevadura) × 100 

donde Abacteria+Alev representan las absorbancias de la mezcla bacteria/levadura en el tiempo 0 

min, y Amezcla refleja la absorbancia de las suspensiones en cada uno de los tiempos analizados.  

I.1.5 Supervivencia de Listeria en jugo de manzana 

Factores tales como el pH, la temperatura y la composición de nutrientes, tienen un papel 

significativo en la transformación fenotípica de las células planctónicas a la forma sésil. Para 

adherirse a las superficies industriales y posteriormente formar biofilms, es necesario asegurar 

que las especies sobrevivan en la matriz alimentaria en estudio, en este caso, jugo de manzana. 

Las levaduras fueron aisladas de estos sistemas de producción, lo cual se considera un indicador 

de su supervivencia, por lo tanto, nos centraremos en Listeria. Las suspensiones ajustadas de 

Listeria se incubaron a 25 °C durante 2, 4, 8, 24 y 48 h. A su vez, se realizaron cultivos en 

caldo TSB a un pH equivalente al jugo de manzana como control, ajustado con la adición de 
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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 
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celulosa en el agar LB con Rojo Congo. Este fenotipo fue confirmado por la presencia de 

fluorescencia en el medio LB con calcoflúor. A los 12 y 25 °C la tonalidad de las colonias es 

rosada y de tipo rugosa, y si bien la fluorescencia fue más tenue que a los 37 ºC esta se consideró 

positiva.  

 

Figura 16 Expresión de curli y celulosa de L. monocytogenes y L. innocua a 12°, 25° y 37 °C. 

A): LB suplementado con Rojo Congo; B): LB suplementado con calcoflúor. 

I.4.3 Motilidad 

Con respecto a la motilidad, los hallazgos mostraron que ni L. innocua ni L. monocytogenes 

presentan swarming, pero sí twitching a 25 y 37 °C. En cuanto al swimming, ambas bacterias 

migraron una distancia media de 7,0±1,0 mm a 12, 25 y 37 °C. Posteriormente, se confirmó la 

motilidad a 25 °C en un medio semisólido (SIM), observándose crecimiento en la parte 

superior, con forma similar a un paraguas (característico de Listeria). En la Figura 17 se 

muestran algunas imágenes. 

 

Figura 17 Evaluación de la movilidad de Listeria innocua y Listeria monocytogenes mediante 

SIM a 25 °C y twitching a 37 °C. 
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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*** 



C a p í t u l o  I  | 76 

 

 

(p<0,001). Si bien disminuye su número, L. monocytogenes logró sobrevivir y mantenerse en 

un número mayor o igual a 4 log UFC/ml en las condiciones impuestas. 

Para observar si existían diferencias en la recuperación de las células cultivables, los recuentos 

de L. monocytogenes y L. innocua se realizaron en dos medios de cultivos diferentes (agar PCA 

y OXF). Como resultado se encontró que el empleo de un medio u otro no afectaba la 

recuperación (p>0,05). 

 

 

Figura 18 Supervivencia de Listeria innocua y Listeria monocytogenes en jugo de manzana 

después de 2, 4, 8, 24 y 48 h a 25 °C.  

Los datos se expresan como log UFC/ml ± DE. Las diferencias significativas se expresan en referencia al tiempo 

0.  

I.5 Adhesión y formación de biofilms sobre acero inoxidable 

I.5.1 Listeria innocua y Listeria monocytogenes 

Una vez efectuada la caracterización fisicoquímica de las cepas de Listeria, se evaluó la 

adhesión a diferentes tiempos sobre AI. Los resultados de las adhesiones monoespecie se 

presentan en la Tabla 7 . L. innocua se mantuvo en un rango de 6,15–6,75 log UFC/cm² y no 

se encontraron diferencias significativas entre los tiempos evaluados (p>0.05), mientras que L. 

monocytogenes incrementa su recuento celular significativamente (p<0,01) a las 8 h 
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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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DISCUSION 

I.7 Hidrofobicidad, producción de curli y celulosa y motilidad de Listeria 

Los recientes brotes de listeriosis relacionados con melones (McCollum et al., 2013), frutas 

con carozo (Chen et al., 2016) y manzanas caramelizadas (Angelo et al., 2017) han alertado a 

los organismos implicados en la seguridad alimentaria y reafirmado la necesidad de 

profundizar en las investigaciones sobre L. monocytogenes en ambientes de producción de 

alimentos a base de frutas. La adhesión de los microorganismos a las superficies y el posterior 

desarrollo de los biofilms es un proceso multifactorial. Este proceso varía en función de la 

especie microbiana, las condiciones del ambiente en el que crecen las células (temperatura, pH, 

presencia de carbohidratos, proteínas y otros nutrientes en la matriz alimentaria o sustancias 

bactericidas) y la naturaleza del material en estudio (poliestireno, vidrio, AI) (Briandet et al., 

1999; Folsom & Frank, 2006; Giovannacci et al., 2000; Moltz & Martin, 2005; Stepanović et 

al., 2004; Takahashi et al., 2010). Los resultados de este estudio indicaron que ambas especies 

de Listeria son altamente hidrofóbicas a 25 y 37 °C y presentan carácter hidrofílico a 12 °C, 

revelando que la temperatura influencia sobre el carácter hidrofóbico. Meylheuc et al. (2002) 

estudiaron las características superficiales de L. monocytogenes y L. innocua, concluyendo que 

la cepa no patógena exhibía un carácter electronegativo más marcado y una naturaleza 

ligeramente más hidrofílica que L. monocytogenes lo cual fue similar a lo observado a 37 ºC. 

La adhesión inicial de L. monocytogenes implica una relación entre las propiedades 

fisicoquímicas de la superficie celular de la bacteria y las propiedades fisicoquímicas de las 

superficies sólidas a las que se adhiere. Previamente, se ha informado que la afinidad de las 

superficies bacterianas al acetato de etilo (ácido de Lewis, aceptor de electrones) se 

correlacionaba con la tasa de adhesión al AI (Briandet et al., 1999). Otros autores han 

demostrado que existe correlación entre temperatura-hidrofobicidad en especies de Listeria (di 

Bonaventura et al., 2008; Ukuku & Fett, 2002), y encontraron evidencias que relacionaba el 

carácter hidrofóbico de Listeria con la adhesión a superficies (vidrio o superficies de frutas) a 

temperaturas de 4 o 12ºC, pero esta correlación no se evidenciaba 37 °C. Por otro lado, 

Takahashi et al. (2010) demostraron que existe correlación entre la hidrofobicidad y la adhesión 

de L. monocytogenes en superficies plásticas de PVC a 20 °C.  

Similar a lo que ocurre con la hidrofobicidad, la expresión de apéndices celulares y la motilidad 

de Listeria estuvo relacionada con la temperatura de incubación. A 25 °C, temperatura 
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relevante para la industria productora de jugo de manzana, tanto L. innocua como L. 

monocytogenes presentan movilidad mediante twitchting y swimming, y producen curli y 

celulosa. Como se ha mencionado en L. monocytogenes, la biosíntesis de flagelos depende de 

la temperatura (Schirm et al., 2004). Ciertos autores (di Bonaventura et al., 2008; Djordjevic 

et al., 2002) no encontraron una correlación positiva entre la capacidad de formar biofilms y la 

motilidad, independientemente de la superficie utilizada (AI, poliestireno, vidrio). Sin 

embargo, estos se diferencian de otros investigadores (Gorski et al., 2003; Lemon et al., 2007; 

Vatanyoopaisarn et al., 2000) quienes postularon que la motilidad mediada por flagelo es 

considerada crítica para el desarrollo de biofilms de L. monocytogenes y, en ausencia de 

motilidad, los flagelos podrían funcionar como adhesinas en la fijación superficial al AI. Este 

comportamiento se ha detectado en bacterias como P. aeruginosa y E. coli, para las cuales se 

reportó que la motilidad por pili, flagelos o fimbrias es importante para la adhesión y 

agregación en las superficies, y para el caso de las bacterias grampositivas como 

Staphyloccocus spp. son relevantes las adhesinas y proteínas (Girón et al., 2002; O’Toole & 

Kolter, 1998a). Una de las explicaciones para esto, podría ser que la presencia de fimbrias, 

flagelos y de polisacáridos (EPS, lipopolisacáridos y celulosa) otorga un carácter hidrofóbico 

a la superficie celular bacteriana, lo que favorecería la adhesión y formación posterior a las 

superficies (Bremer et al., 2015; Sutherland, 2001). 

Teniendo en cuenta los reportes encontrados en la literatura y sobre la base de los resultados 

obtenidos, en esta primera parte del capítulo, se puede concluir que, cuando se simularon las 

condiciones relacionadas con el entorno de procesamiento de jugo de fruta (temperatura, 

disponibilidad de nutrientes, pH de la matriz alimentaria, etc.), L. monocytogenes y L. innocua 

presentan un carácter altamente hidrofóbico, son móviles y producen curli y celulosa. Estas 

características favorecerían el proceso de adhesión y formación de biofilms. 

I.8 Supervivencia y adhesión monoespecie de L. innocua y L. monocytogenes 

Como se ha expuesto, para que un microorganismo se adhiera a las superficies en contacto con 

alimentos, primero debe ser capaz de sobrevivir y crecer en la matriz alimentaria. Con respecto 

a la supervivencia en jugo de manzana de L. innocua y L. monocytogenes, se encontró que 

presentan valores de viabilidad diferente (Tabla 7). Por un lado, el recuento celular de L. 

innocua se mantiene estable entre las 2-48 h de incubación, mientras que L. monocytogenes 

reduce su viabilidad después de 48 h. Estos hallazgos fueron consistentes con los informados 

en frutas y jugos de frutas de diversa acidez (Erkmen, 2000; Glass et al., 2015; Sado et al., 

1998). L. monocytogenes muestra una significativa adaptabilidad y tolerancia al ambiente 
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ácido; y esta tolerancia genera una mejora en la supervivencia y la proliferación en alimentos 

y bebidas (Cotter et al., 2000; Koutsoumanis et al., 2003). La disminución del recuento 

observada a las 48 h podría deberse a que los mecanismos de adaptación al estrés provocado 

por las condiciones del ambiente pueden generar cambios en la célula bacteriana que dificultan 

su detección por la presencia de daños subletales en L. monocytogenes. Las células que entran 

en este estado de latencia en donde no crecen en los medios generalmente empleados para su 

detección se denominan “viables no cultivables" (VBNC) (Oliver, 2010). Es importante notar 

que, a pesar de la reducción de la viabilidad tras 24 h de incubación, el recuento de L. 

monocytogenes supera la dosis infecciosa reportada (aprox. 105–107 UFC) (Glass et al., 2015).  

Al evaluar la adhesión monoespecie, L. innocua alcanzó recuentos significativamente mayores 

sobre AI que L. monocytogenes (Tabla 7); estas diferencias aumentaron después de 48 h de 

adhesión, tiempo en el que L. innocua se adhirió 1,30 unidades logarítmicas UFC/cm2 más que 

L. monocytogenes. Es considerable destacar, que ambas especies se adhirieron a la superficie 

de AI en un breve lapso, en un entorno ácido y con alto contenido de azucares proporcionado 

por el jugo de manzana, a 25 °C. Esto es relevante para las industrias de jugos de frutas, sobre 

todo si se tiene en cuenta los periodos en los que la planta productora no está en 

funcionamiento. Aunque se ha indicado que las cepas de Listeria se adhieren a superficies de 

AI a niveles más bajos en comparación con otras bacterias grampositivas y gramnegativas 

(Hood & Zottola, 1997; Jeong & Frank, 1994), se han reportado valores de adhesión variables. 

Por ejemplo, para L. monocytogenes, Gram et al. (2007) reportaron recuentos de 104 y 105–106 

UFC/cm² sobre AI en un sistema de caldo de pescado, emulsiones de pescado y carne, 

respectivamente. Por otro lado, Poimenidou et al. (2009) hallaron recuentos de 3,5 a 5,5 log 

UFC/cm² sobre AI utilizando productos lácteos como matriz alimentaria. En los entornos de 

producción de alimentos (plantas procesadoras de vegetales y de pescado ahumado) se ha 

indicado que L. innocua tiene mayor incidencia y prevalencia que L. monocytogenes (Aguado 

et al., 2004; Thimothe & Nightingale, 2004). A diferencia, Zhou et al. (2011) empleando el 

método de cristal violeta determinaron que L. innocua es un formador de biofilms más débil 

en comparación con L. monocytogenes. En tanto que Koo et al. (2014) observaron que después 

de 24 h la adhesión de L. monocytogenes fue significativamente mayor que la de L. innocua, 

usando el método de recuento celular en superficies de aluminio y AI, pero no se observaron 

diferencias significativas entre los biofilms de ambas especies después de 72 h. Algunos 

investigadores han sugerido que aquellas especies de L. monocytogenes pertenecientes al 

serotipo 1/2c, como es el caso de la cepa de L. monocytogenes utilizada en este estudio, exhiben 

los niveles más altos de adhesión (Lunden et al., 2000; Norwood et al., 2000). En 
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contraposición, Doijad et al. (2015) analizaron 98 aislados clínicos y alimentarios de L. 

monocytogenes pertenecientes a serotipos 1/2a, 1/2b y 4b, y no establecieron correlación entre 

la capacidad de formar biofilms y el serotipo. Di Bonaventura et al. (2008) expresaron que no 

encontraron diferencias significativas en la formación de biofilms con respecto al linaje 

genético, la fuente (ambiente vs. alimentos) o el tipo de alimento (pescado vs. carne), 

independientemente de la temperatura y las superficies analizadas. Las diferencias encontradas 

en la adherencia de las cepas de Listeria analizadas, se las han atribuido a la composición total 

de ácidos grasos y/o la hidrofobicidad, propiedades específicas de cada cepa que se 

correlacionan con la capacidad de formar biofilms (Doijad et al., 2015). 

Las adhesiones de Listeria fueron confirmadas mediante las imágenes obtenidas por 

microscopía (Figura 19 y Figura 20) las cuales revelan una morfología tipo “panal”. Estas 

estructuras tipo panal con la formación de espacios intersticiales, los cuales representan canales 

de agua que promueven la constante circulación de nutrientes y eliminación de residuos 

(Donlan & Costerton, 2002), se han descrito anteriormente en L. monocytogenes por otros 

autores (Guilbaud et al., 2015; Ripolles-Avila et al., 2018). Se ha demostrado que la formación 

de biofilms estaba directamente influenciada por el tipo de superficie y material que se 

empleaba (Mosquera-Fernández et al., 2014; Ripolles-Avila et al., 2018). En dichos estudios, 

las células de L. monocytogenes que presentaban estructuras similares a panales de abejas se 

formaban en las hendiduras de las superficies de AISI 304 que se crean debido al tratamiento 

de decapado al que se lo somete, concluyendo que el material y el acabado de la superficie 

promovían el atrapamiento de células en las primeras etapas de la formación de biofilms. 

Recientemente (Melián, 2021), se caracterizó la adhesión de L. monocytogenes y se observaron 

diferencias en la estructura y disposición de las células en las biopelículas formadas de acuerdo 

con las superficies utilizadas. Este autor reportó que sobre AI, el biofilm se desarrolló en las 

ranuras características del material mientras que, en teflón, las células se agruparon en una red 

inmersa en la matriz extracelular, lo cual se correlacionaba con observaciones previas de otros 

autores (Pérez-Ibarreche et al., 2016). 

Como síntesis, en esta sección se confirmó que ambas Listeria sobreviven en el jugo de 

manzana y se adhieren sobre la AI. Estos hallazgos, en conjunto con la sección anterior (I.7) 

sostienen el concepto propuesto por otros autores (Harvey et al., 2007; Nyenje et al., 2012; 

Poimenidou et al., 2016) que la adhesión y formación de biofilms es un proceso multifactorial, 

independientemente del origen de aislamiento y del serotipo, y que el impacto del 

medioambiente resulta condicionante. 
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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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limitantes (Characklis et al., 1990); también podría verse influenciado por el equilibrio que se 

alcanza entre maduración y desprendimiento en los biofilms ya consolidados. 

Tras revisar la evidencia científica disponible hasta la fecha, no se han encontrado datos sobre 

la formación, las características y el comportamiento de la comunidad microbiana residente en 

biofilms formados sobre MUF; la bibliografía existente corresponde principalmente a informes 

previos del grupo (Tarifa et al., 2018a). Por lo que una vez descrita la adhesión sobre AI, se 

realizaron los ensayos de las levaduras sobre las MUF. En este trabajo, los recuentos 

demostraron que C. tropicalis y C. kefyr son quienes presentan mayores valores de adhesión a 

lo largo de los tiempos evaluados (Figura 27), lo cual estaría aportando evidencias sobre las 

ventajas adaptativas de estas especies frente al resto. Por su parte, C. krusei, un organismo 

polimórfico capaz de crecer tanto en forma de pseudohifas o blastosporas, es una de las especies 

frecuentemente encontradas en estos sistemas, tal como se estableció en Brugnoni et al. (2007) 

y Tarifa et al. (2017). Al comparar el rango de adhesión de la mezcla de levaduras sobre AI 

(Figura 22) y MUF (Figura 28) se observaron recuentos similares (p>0,05). Al igual que lo 

sucedido con AI, tras 24 h en MUF se alcanzó un equilibrio en cuanto a las células adheridas 

de las levaduras. Anteriormente, Tang et al. (2009) informaron una adhesión de 7-8 log 

UFC/cm² e Ivnitsky et al. (2007) de hasta 7 log UFC/cm² en membranas de nanofiltración, 

sugiriendo que estos son los valores máximos que podrían detectarse en estas superficies. 

Park et al. (2005) mencionan a la topografía de las MUF como un factor importante para la 

formación de biofilms. Las imágenes de SEM obtenidas después de 72 h (Figura 29) de 

incubación demostró que las especies se adhieren a la parte activa de la membrana y se 

intercalan con las fibras, destacándose la presencia de pseudohifas correspondiente a C. 

tropicalis (al igual que en AI) y de EPS. Wong et al. (2009) caracterizaron membranas de tipo 

PVDF-FP100 en donde describió elevaciones de aproximadamente 0,2 μm de extensión lateral 

y depresiones circulares de 1,5 - 2,5 μm, topografía que mencionan como factible de favorecer 

el asentamiento de células de levaduras en sus distintas etapas de crecimiento; a esto se suma 

el hecho del posible pasaje de células a través de los poros.  

Un punto importante de este capítulo fue caracterizar los biofilms multiespecie formados sobre 

AI y MUF, en el cual, la microbiota residente de la industria productora de jugo de manzana 

(levaduras) se encuentra con bacterias patógenas, consideradas como posibles contaminantes 

de los jugos de frutas. Se ha postulado que en los biofilms multiespecie, la adhesión ocurre de 

manera que el microorganismo que primero llega a la superficie y contacta con ella es quien 

tiende a dominar la situación, iniciando la cooperación o el antagonismo con otras especies, 

pudiéndose desarrollar distintos modos de interacción según el socio que en cada ocasión 
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consiga tomar la iniciativa o en función de parámetros predominantes en los entornos de 

producción (Monds & O’Toole, 2009). En los últimos años se han incrementado los estudios 

in vitro sobre las interacciones de las principales bacterias patógenas transmitidas por los 

alimentos (L. monocytogenes, Salmonella spp., E. coli O157:H7) con otras bacterias 

relacionadas con los alimentos, o con miembros de la comunidad microbiana residente que 

colonizan las superficies de las industrias alimentarias, tanto utilizando modelos de biofilms 

duales como multiespecie (Alvarez-Ordóñez et al., 2019). Sin embargo, los autores no han 

encontrado bibliografía que relacione a Listeria, Salmonella spp. y E. coli O157:H7 con 

levaduras directamente aisladas de superficies utilizadas en la producción de alimentos y 

tampoco sobre biofilms multiespecie en MUF.  

En este capítulo, al estudiar la formación de biofilms duales y multiespecie, se manifestaron 

relaciones positivas (ambas especies incrementan su número de células adheridas), negativas 

(ambas especies disminuyen su número de células adheridas), o incluso neutras (se mantiene 

el número de células adheridas) en las combinaciones bacteria-levadura. L. monocytogenes ha 

sido considerada como pobre formador de biofilms a largo plazo, pero se sugirió que pueden 

utilizar un microorganismo colonizador primario para formar biofilms en una superficie 

determinada (Sasahara & Zottola, 1993). Muchas de las interacciones previamente establecidas 

entre levaduras y bacterias han resultado en la muerte de uno de los dos microorganismos o de 

ambos (Brand et al., 2008; Hogan et al., 2004; Kim & Mylonakis, 2011). En la presente 

investigación, los recuentos de las levaduras han superado los de las bacterias cuando formaban 

biofilms multiespecie o duales (Tabla 8, Tabla 10). Sin embargo, se observó que en algunas 

situaciones la presencia de Listeria afectó la adhesión de las levaduras (Tabla 8). En los 

biofilms de ambas Listeria con C. tropicalis, la levadura no modificó sus recuentos, pero ambas 

Listeria incrementaron sus valores de adhesión, siendo una relación positiva para estas. En los 

biofilms duales de R. mucilaginosa con L. innocua, C. kefyr con L. innocua o L. monocytogenes 

y C. krusei con L. monocytogenes, los recuentos de levaduras disminuyeron sobre AI respecto 

al control (relación negativa para la levadura), mientras que en se observó un incremento de la 

levadura en el par C. krusei-L. innocua (relación positiva para la levadura). Respecto al 

comportamiento de reducir la adhesión de las levaduras se ha informado por otros autores; por 

ejemplo, Bandara et al. (2009) observaron que E. coli ATCC 25922 suprime la adhesión de 

ciertas especies del género Candida: C. krusei, C. dubliniesis, C. tropicalis y C. parapsilosis. 

Otros autores, reportaron que E. coli y P. aeruginosa afectan significativamente la formación 

de biofilms por parte de C. albicans (Thein et al., 2006); mientras que se han detectado una 
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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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intraespecie (Listeria - Listeria) e interespecie (Listeria - levaduras). La preferencia de las 

bacterias por la superficie de las células levaduriformes concuerda con lo reportado por 

diferentes autores, los cuales informaron que, dentro de un variado número de especies 

bacterianas, algunas presentaban preferencia por hifas de la especie C. albicans, entre ellas C. 

pyrogenes y Acinetobacter baumannii y que C. albicans interactúa con Streptoccocus spp. y 

Pseudomonas spp.(Bamford et al., 2009; Peleg et al., 2008), ya sea física o químicamente, en 

diferentes hábitats (Fourie et al., 2016; Koo et al., 2018). Un factor que podría afectar las 

interacciones célula-célula es la agregación entre las especies. En nuestros resultados se 

observó que tanto las bacterias como las levaduras incrementan sus valores de agregación 

cuando están en presencia de la otra especie (Tabla 5). Tarifa et. al. (2014, 2017) plantearon 

conclusiones similares, reportando un comportamiento semejante en E. coli O157:H7 y 

Salmonella sp. en presencia de C. tropicalis y C. kefyr, respectivamente. En estos estudios, las 

imágenes obtenidas por microscopia óptica revelaron interacción directa entre células de E. 

coli O157:H7 y Salmonella sp. con ambas especies de levaduras en el proceso de agregación; 

estas interacciones también fueron observadas a partir de las imágenes de SEM y están 

relacionadas con el desarrollo de biofilms a partir de las interacciones inter e intraespecie 

(Giaouris et al., 2015). 

En conclusión, los hallazgos de este trabajo confirman la hipótesis propuesta: las levaduras, 

principales colonizadoras de las superficies de uso alimentario, les ofrecen a las bacterias 

grandes áreas de superficie de adhesión que le permiten anclarse y persistir en estos 

microambientes. Los resultados sobre los biofilms duales y multiespecie sobre AI y MUF 

sustentan la idea de que L. monocytogenes, S. enterica y E. coli O157:H7 toman ventajas de 

las interacciones con aquellos microorganismos fuertes formadores de biofilms para 

permanecer en ambientes que pueden ser hostiles. L. monocytogenes, S. enterica y E. coli 

O157:H7 encuentra un “nicho elegible” en la superficie de levaduras, en las condiciones 

evaluadas, lo que sugiere diversas interacciones entre las especies que hacen posible la 

convivencia en esta comunidad compleja.  

 

Parte de los resultados obtenidos en este capítulo conforman el manuscrito:  

“Multispecies biofilms between Listeria monocytogenes and Listeria innocua with resident 

microbiota isolated from apple juice processing equipment”. Agustín, M. D. R., & Brugnoni, 

L. (2018). Journal of Food Safety, 38(5). https://doi.org/10.1111/jfs.12499  

https://doi.org/10.1111/jfs.12499
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CAPITULO II. ESTRATEGIAS DE BIOCONTROL EMPLEANDO BACTERIAS 

ÁCIDO-LÁCTICAS 

HIPOTESIS 

• La presencia de bacterias ácido-lácticas (BAL) adheridas sobre superficies de uso 

alimentario mitiga la formación de biofilms de bacterias patógenas transmitidas 

por alimentos. 

OBJETIVOS 

• Evaluar y caracterizar la supervivencia en jugo de manzana y la adhesión sobre 

acero inoxidable de Lactobacillus rhamnosus ATCC 53103 y Lactobacillus casei 

ATCC 393. 

• Evaluar estrategias de biocontrol (competencia y exclusión) mediante biofilms 

formados por Lb. rhamnosus y Lb. casei sobre acero inoxidable para disminuir la 

supervivencia y la adhesión de L. monocytogenes, S. enterica y E. coli O157:H7. 
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INTRODUCCIÓN  

Las BAL se han reportado como buenas candidatas para formar biofilms protectores en 

superficies de la industria alimentaria, y así controlar la colonización de bacterias patógenas 

como L. monocytogenes (Castellano et al., 2017; Speranza et al., 2009; Zhao et al., 2013). La 

selección de moléculas microbianas y/o cepas bacterianas no patógenas, que producen 

compuestos antimicrobianos, puede ayudar a controlar, prevenir o erradicar patógenos no 

deseados en la industria alimentaria (da Silva Sabo et al., 2014; Silveira et al., 2019).  

La modificación de las propiedades fisicoquímicas de las superficies sólidas, la competencia 

por los nutrientes y / o la producción de compuestos antimicrobianos se encuentran entre los 

enfoques actuales evaluados para la inhibición de patógenos. La adhesión de BAL 

bacteriocinogénicas sobre superficies presentó ventajas con respecto al acondicionamiento de 

la superficie con bacteriocinas, por limitar el suministro de nutrientes e inhibición competitiva 

(Castellano et al., 2017). Las estrategias propuestas para las BAL con el objetivo de mitigar la 

proliferación de bacterias no deseadas sobre superficies son desplazamiento, exclusión y 

competencia (Figura 31). En el desplazamiento, las BAL y sus metabolitos son capaces de 

desencadenar una dispersión celular a partir de biofilms ya formados (Gutiérrez et al., 2016). 

En la estrategia de exclusión competitiva, una especie microbiana compite exitosamente con 

otra/s especie/s por nutrientes y/o espacio en un hábitat, reduciendo el número de células o 

excluyéndolas (Hibbing et al., 2009; Khaneghah & Fakhri, 2018). Este concepto ha sido 

designado como biocontrol cuando la aplicación es antagónica hacia un determinado patógeno 

(Gatesoupe, 1999). La exclusión puede ser el resultado de la producción de antimicrobianos 

como bacteriocinas, péptidos, ácidos orgánicos y/o biosurfactantes, que actúan directamente 

sobre las especies con las que compiten, limitando la supervivencia o proliferación de estas.  

Hascoët et al. (2021) y Toushik et al. (2021) propusieron dos posibles hipótesis sobre el efecto 

que un biofilm preformado de BAL podría tener sobre los patógenos: (i) hipótesis de 

interacciones inespecíficas (competencia, desplazamiento y exclusión), en la que los biofilms 

preestablecidos de otros microorganismos afectan a la implantación del patógeno en la 

superficie ocupando el espacio disponible; y (ii) hipótesis de competencia específica en la que 

los microorganismos preexistentes afectan al desarrollo del biofilm de los patógenos 

compitiendo por nutrientes o produciendo sustancias antimicrobianas como bacteriocinas, 

compuestos anti quorum sensing, enzimas, entre otros. 

Previamente, se ha reportado que las estrategias de exclusión y competencia por Lb. sakei 

CRL1862 evitan mejor la adhesión de L. monocytogenes que la estrategia de desplazamiento 
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(Pérez-Ibarreche et al., 2016). Esta observación fue consistente con investigaciones anteriores, 

quienes hallaron que el efecto mediado por BAL fue menos efectivo en pos que en 

pretratamientos (Tahmourespour & Kermanshahi, 2011; Woo & Ahn, 2013). Asimismo, se ha 

reportado que la agregación de las especies de BAL, juega un rol importante, ya que la 

capacidad de coagregación de distintas especies de Lactobacillus interfiere con la habilidad de 

colonizar de los patógenos alimentarios y con la reducción del número de células viables de 

los mismos (Collado et al., 2007; del Re et al., 2000; García-Cayuela et al., 2014; Savard et al., 

2011; Vlková et al., 2008). 

 

 

Figura 31 Esquema de estrategias de especies de Lactobacilos en presencia de bacterias 

patógenas. (Adaptado de Pérez-Ibarreche 2017). 

 

Al considerar el uso de BAL como estrategia de biocontrol en alimentos o en superficies que 

entran en contacto con ellos, uno de los principales obstáculos a tener en cuenta es asegurar su 

crecimiento y supervivencia en el entorno alimentario donde deberán ejercer su efecto. La 

mayoría de los estudios existentes sobre jugos de frutas se centran en la incorporación de 

probióticos para obtener alimentos funcionales (Patel, 2017), pero existen pocos informes sobre 

el empleo de BAL como estrategia de biocontrol contra patógenos de alimentos en esta matriz. 

Se considera relevante entonces estudiar cómo interactúan las BAL y las bacterias patógenas 

en un ambiente in situ, en el cual las condiciones (como pH, temperatura, tipo de matriz 

alimentaria, superficies de adhesión, cepa a estudiar) pueden influir en el rendimiento de las 

bacterias antagonistas y su efectividad.  
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El grupo Lb. casei, compuesto principalmente por las especies estrechamente relacionadas Lb. 

casei, Lb. paracasei y Lb. rhamnosus, se encuentra entre algunas de las especies BAL más 

investigados debido a su aplicabilidad en las industrias alimentaria, biofarmacéutica y médica 

(Hill et al., 2018). En consecuencia, en este capítulo se efectuaron estudios para evaluar 

posibles estrategias de prevención o inhibición de bacterias patógenas alimentarias usando dos 

especies reconocidas de Lactobacillus: Lb. rhamnosus ATCC 53103 y Lb. casei ATCC 393 en 

un sistema que imita las condiciones de producción de jugos de frutas. El primer objetivo del 

capítulo se centró en caracterizar las especies de Lb. rhamnosus ATCC 53103 y Lb. casei 

ATCC 393 mediante su actividad antibacteriana, agregación, supervivencia y adhesión en jugo 

de manzana. Como segundo objetivo se planteó evaluar el efecto antagónico mediante las 

estrategias de exclusión y competencia de las BAL frente a L. monocytogenes, S. enterica y E. 

coli O157: H7 durante la colonización sobre AI en jugo de manzana como matriz alimentaria. 
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MATERIALES Y MÉTODOS 

En este capítulo se emplearon suspensiones de 108 UFC/ml de Lb. rhamnosus ATCC 53103, y 

Lb. casei ATCC 393 (preparadas según lo descrito en la sección 9.3) y suspensiones de 104 

UFC/ml de L. monocytogenes, S. enterica y E. coli O157: H7 (sección 9.2). El inóculo 

seleccionado de las bacterias patógenas se seleccionó ya que podría acercarse a valores más 

representativos. La superficie de adhesión empleada en este capítulo fue AI. Seguidamente, se 

brindarán detalles de las metodologías empleadas para caracterizar y evaluar el efecto 

antagónico de las BAL.  

II.1 Caracterización de las BAL 

II.1.1 Actividad antimicrobiana 

Se seleccionó la técnica de difusión en agar para evaluar la actividad antimicrobiana de Lb. 

rhamnosus, y Lb. casei frente a L. monocytogenes, S. enterica y E. coli 0157:H7. La técnica de 

difusión es adecuada para diferenciar a las especies evaluadas en tres categorías: susceptible, 

intermedia y resistente, según el tamaño del halo de inhibición que presentan (Mishra & Prasad, 

2005).  

Los cultivos de las BAL se prepararon en 10 ml de caldo MRS durante 48 horas a 37 °C. Los 

sobrenadantes se extrajeron por centrifugación a 2.000 x g (Labofuge 200, Kendra, Alemania) 

durante 15 min y se filtraron utilizando membranas de acetato de celulosa de tamaño de poro 

de 0,45 µm (Millipore, EE. UU.). Tomando como referencia la metodología informada por 

Tomás et al. (2003, 2004), el sobrenadante libre de células se dividió en tres partes iguales para 

su tratamiento: 2,5 ml se neutralizaron con NaOH 5 N hasta alcanzar un pH de 7; 2,5 ml se 

trataron con calor a baño maría durante 1 hora a 25 °C y la porción restante se usó sin tratar 

(extracto crudo). Al sobrenadante crudo se le midió el pH empleando tiras indicadoras de 0-

6,0 (MColorpHast, Alemania). El caldo MRS sin inocular tratado de igual manera que los 

sobrenadantes de BAL fue el control negativo, para descartar la posible actividad inhibitoria 

del medio. 

Para preparar las suspensiones de las bacterias patógenas, se inocularon tubos con 20 ml de 

PCA, fundido y enfriado a 48 °C, con 200 µl de los cultivos ajustados (~ 108 UFC/ml) de L. 

monocytogenes, S. enterica o E. coli. Luego, el medio inoculado se colocó en cajas de Petri 

estériles y una vez solidificado, se realizaron pocillos de 5 mm de diámetro con sacabocados 

estériles. Los pocillos se llenaron con 35 µL de cada sobrenadante de BAL libre de células: a) 



C a p í t u l o  I I  | 106 

 

 

extracto crudo, b) neutralizado y c) tratado con calor. Las placas se incubaron a 4 °C durante 

12 h para permitir la difusión de los sobrenadantes en el agar y posteriormente a 35 °C durante 

48 h. El diámetro de la zona de inhibición (zona clara alrededor de cada pocillo) se registró en 

mm y se expresó como mm±DE.  

II.1.2 Agregación  

Como se indicia en el Capítulo I (sección I.1.4), se evaluó la autoagregación de las especies 

Lb. rhamnosus, Lb. casei, L. monocytogenes, S. enterica y E. coli O157:H7, y la coagregación 

entre cada BAL y cada bacteria patógena en PBS. Se midió la DO600nm a tiempo inicial (0 h) y 

el tiempo final (24 h) incubándose a 25 °C. Tras 24 h de incubación, se tomó una muestra del 

fondo de la cubeta para ser analizada por microscopía óptica, previa tinción de GRAM. Los 

resultados se expresaron cómo % A y % CA.  

II.2 Supervivencia, adhesión y efectos antagónicos de BAL  

Inicialmente, se evaluó la capacidad de supervivencia en jugo de manzana de Lb. casei y Lb. 

rhamnosus. Cada suspensión ajustada de BAL se puso en contacto con jugo de manzana por 

24-48 a 25 °C, después de este tiempo, las muestras se analizaron por recuento en placa. En 

este caso, los datos se expresaron como log UFC/ml±DE. 

El efecto de las BAL frente a L. monocytogenes, S. enterica y E. coli O157:H7 se evaluó en 

diferentes condiciones: en cultivos planctónicos (CP) y en biofilms. En este último caso, 

mediante ensayos de co-adhesión y biofilms preformados de BAL sobre AI, a fin de estudiar 

estrategias de competencia y exclusión, respectivamente. Para los ensayos de CP, las 

suspensiones de Lb. rhamnosus o Lb. casei se combinaron en una proporción 1:1 en tubos de 

ensayo estériles con cada bacteria patógena. Para los ensayos de competencia, la combinación 

de las suspensiones Se agregó en simultáneo sobre la superficie de AI y se incubaron 24-48 h 

a 25 °C. En el caso del ensayo de exclusión, la especie antagónica (BAL) se adhirió al AI por 

24 h para obtener un biofilm preformado, previo a la adición de células planctónicas de cada 

patógeno en estudio. En los estudios de adhesión, pasado el tiempo de incubación, el 

sobrenadante se descartó cuidadosamente y la superficie con las células adheridas restantes se 

enjuagó dos veces con PBS.  

Se evaluaron las siguientes combinaciones:  

(i) Lb. casei o Lb. rhamnosus +E. coli O157:H7;  

(ii) Lb. casei o Lb. rhamnosus + S. enterica;  
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(iii) Lb. casei o Lb. rhamnosus +L. monocytogenes.  

Simultáneamente, se realizaron los controles de las adhesiones monoespecie de las bacterias 

patógenas y las BAL durante 24 y 48 h. 

Pasado el tiempo de incubación correspondiente, las muestras se analizaron mediante recuento 

en placa. Los datos se expresaron como log UFC/cm²±DE. Por su parte, el efecto inhibidor de 

BAL hacia los patógenos se calculó de acuerdo con lo reportado por Iglesias et al. (2017). Las 

reducciones de la población se calcularon de la siguiente manera: 

Reducción log UFC/cm²= log NP - log NP+L. rhamnosus o L. casei 

donde NP es el log CFU/cm² del control de L. monocytogenes, S. enterica o E. coli O157:H7 y 

NP+L. rhamnosus o L. casei es el resultado de la adhesión o las células libres después de exponerse a 

la presencia de BAL.  

II.2.1 Análisis fisicoquímico  

Para evaluar el cambio fisicoquímico que las BAL podrían tener sobre la matriz alimentaria, 

se procedió a analizar diferentes parámetros, tales como pH, ºBrix, acidez titulable (AT) y 

turbidez. Para ello, se siguió el sistema detallado en Tarifa et al. (2018) con algunas 

modificaciones. Se utilizó un sistema compuesto por vasos de precipitados en los que se 

colocaron superficies en forma de disco (50 mm de diámetro, 0,5 mm de espesor; AISI 304, 

grado alimenticio) que se utilizaron para la formación de biofilms de Lb. rhamnosus y Lb. 

casei. Los vasos de precipitados se llenaron con 250 ml de cada suspensión ajustada de BAL 

durante 24, 120 y 168 h. Luego, las superficies con biofilms preformados de BAL se 

trasladaron a otros vasos de precipitados estériles y se les añadió jugo de manzana fresco; las 

muestras se incubaron durante 48 h más. 

Para determinar el pH se empleó un medidor de pH digital Hana HI5521 (Hanna Instruments 

SL, Gipuzkoa, España) calibrado con soluciones tampones a pH 4.0 (Merck) y 7.0 (Cicarelli). 

Para la determinación de la acidez se usó el método AOAC n.º 16,023 titulando con solución 

de NaOH 0,1 N y expresada como porcentaje de ácido láctico (AOAC, 1984). Los °Brix se 

determinaron con un refractómetro digital WYA Abbe como se mencionó anteriormente y la 

turbidez se midió con un turbidímetro portátil Velp Scientifica TB1. 
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RESULTADOS 

II.3 Caracterización de las BAL 

II.3.1 Efecto inhibitorio de los sobrenadantes 

La Tabla 11 presenta la actividad inhibitoria de los sobrenadantes libres de células crudos y 

expuestos al calor frente a L. monocytogenes, S. enterica y E. coli O157:H7. Los sobrenadantes 

neutralizados no presentaron actividad inhibitoria frente a las bacterias patógenas ensayadas, 

por lo que los datos se han omitido en la tabla. Por otro lado, se observó que el sobrenadante 

crudo de las BAL presenta actividad inhibitoria frente a las tres bacterias patógenas. L. 

monocytogenes fue la especie más susceptible de las tres especies, con halos de inhibición >15 

mm. En cuanto al efecto de los sobrenadantes tratados por calor, si ordenamos según su mayor 

a menor susceptibilidad, se observó que L. monocytogenes > S. enterica > E. coli. 

 

Tabla 11 Efecto inhibitorio de los sobrenadantes tratados de Lactobacillus rhamnosus ATCC 

53103 y Lactobacillus casei ATCC 393 sobre L. monocytogenes, S. enterica y E. coli O157:H7. 
 

L. monocytogenes S. enterica E. coli 

0157:H7 
 

Crudo Calor Crudo Calor Crudo Calor 

Lb. rhamnosus  +++ — ++ + + — 

Lb. casei +++ +++ + + + — 

Halo claro: + = 6,0 – 10 mm, ++ = 10,1 - 15,0 mm, +++ = más de 15,0 mm. El sobrenadante neutralizado no 

genero efecto inhibitorio. 

II.3.2 Agregación 

Ciertos lactobacilos pueden prevenir la adherencia de bacterias patógenas a superficies 

mediante la autoagregación que forma una barrera física o por coagregación con los patógenos 

(Collado et al., 2008). La Figura 32 revela los valores de autoagregación, que por lo general 

fueron superiores al 20 %, siendo Lb. casei y L. monocytogenes quienes alcanzaron valores 

mayores al 30 %. Al comparar la autoagregación de las dos BAL, se halló una diferencia 

significativa (p<0,01) de agregación del 10 % entre Lb. rhamnosus y Lb. casei, siendo el valor 

de esta última mayor. Para el caso de las bacterias patógenas, solo la diferencia de agregación 

entre L. monocytogenes y E. coli fue significativa (p<0,05) tras 24 h de incubación.  
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En cuanto a la coagregación, los porcentajes variaron según la combinación de bacteria 

patógena y especie de BAL evaluada. El mayor porcentaje de coagregación encontrado fue 

para el par L. casei + L. monocytogenes (40 %), mientras que el par Lb. rhamnosus + E. coli 

no superó el 20 %. No se hallaron diferencias estadísticamente significativas (p>0,05) entre el 

porcentaje de autoagregación de Lb. casei y el porcentaje de coagregación de cada bacteria 

patógena. Sin embargo, sí se detectaron diferencias (p<0,05) al comparar la autoagregación de 

E. coli con la coagregación con Lb. casei. Además, se encontraron diferencias significativas al 

comparar la autoagregación de Lb. rhamnosus con la coagregación con L. monocytogenes 

(p<0,001), que alcanzó el máximo valor (40 %), y con S. enterica (p<0,01), que incrementó el 

porcentaje hasta 32 %. 

 

 

Figura 32 Porcentaje de auto y coagregación de Lactobacillus rhamnosus (Lr), Lactobacillus 

casei (Lc), Listeria monocytogenes (Lm), Salmonella enterica (Se) y Escherichia coli 

O157:H7 (Ec) tras 24 h en PBS.  

Los datos se expresan en % de agregación ± DE. Las diferencias significativas comparan la autoagregación de 

Lm, Se y Ec con la coagregación con Lr y Lc.  

 

Una vez finalizado el ensayo (24 h) se tomaron muestras de la parte inferior de las cubetas para 

ser analizadas por microscopia óptica, previa tinción de Gram. En la Figura 33 se muestran de 

forma representativa las agregaciones de Lb. rhamnosus y su combinación con cada patógeno. 

En los casos de coagregación las bacterias patógenas se adhieren y forman acúmulos celulares 

alrededor de las células de Lactobacillus, esto también se observa con E. coli O157:H7 a pesar 
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de que el porcentaje de coagregación fue menor en comparación con L. monocytogenes 

(p>0,001) y S. enterica (p>0,001).  

 

A B 

  
C D 

 
 

 

Figura 33 Imágenes de microscopia óptica (tinción de Gram) de cultivos agregados de (A) 

Lactobacillus rhamnosus y su coagregación con (B) Listeria monocytogenes, (C) Salmonella 

enterica y (D) Escherichia coli O157:H7. Aumento: 100X. 

II.4 Caracterización de las BAL en jugo de manzana  

III.4.1 Supervivencia y adhesión 

La Tabla 12 presenta los valores de supervivencia y adhesión sobre AI de Lb. rhamnosus y 

Lb. casei después de 24 y 48 h de incubación. Los resultados demuestran que ambas especies 

son capaces de mantener su viabilidad en jugo de manzana después de 48 h y que ambas se 

adhieren al AI. En los CP se observó una disminución de 2 y 1,4 unidades logarítmicas en Lb. 
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rhamnosus (p<0,001) y Lb. casei (p<0,01), respectivamente, y no se encontraron diferencias 

significativas (p>0,05) entre los valores de Lb. rhamnosus y Lb. casei en los tiempos evaluados. 

 

 

Tabla 12 Supervivencia (cultivo planctónico) y adhesión sobre acero inoxidable de 

Lactobacillus rhamnosus y Lactobacillus casei en jugo de manzana después de 24 y 48 h. Los 

datos del cultivo planctónico se expresan como log UFC/ml ± DE y los de adhesión como log 

UFC/cm2±DE. 

 Lb. rhamnosus Lb. casei 

Tiempo (h) 24 48 24 48 

Cultivo 

planctónico 

8,48 ± 0,05 6,42 ± 0,34*** 8,22 ± 0,39 6,79 ± 0,26** 

Adhesión 6,53 ± 0,55 6,58±0,62ns 7,20±0,07 7,70±0,09ns 

Las diferencias significativas se expresan en referencia al tiempo 24 h.   

 

En el caso de la adhesión al AI, para una misma cepa los valores no variaron significativamente 

(p>0,05) entre 24 y 48 h. Mientras que al comparar la adhesión tras 48 h, Lb. casei se adhiere 

1,12 unidades logarítmicas más que Lb. rhamnosus (p<0,05). Las fotografías de SEM (Figura 

34) confirman las adhesión monoespecie de ambas BAL sobre AI y es posible notar la 

distribución en cadena característica que adoptan las bacterias. Aunque los recuentos en una 

misma cepa no presentan diferencias significativas entre 24 y 48 h, las imágenes de SEM 

muestran un aumento en la colonización de la superficie luego de 48 h. En Lb. rhamnosus se 

aprecian fibrillas que favorecen las conexiones célula-célula (Figura 34, flechas blancas), 

mientras que en Lb. casei además de agruparse y formar cadenas entre ellas, también se observa 

la presencia de EPS (Figura 34, flechas amarillas). En conjunto, esto representa un claro 

indicador de la capacidad adhesiva de ambas especies de Lactobacillus, por lo cual es posible 

considerarlas como buenas candidatas para formar biofilms protectores sobre AI empleando 

jugo de manzana como matriz alimentaria. 
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Figura 34 Lactobacillus rhamnosus y Lactobacillus casei tras 24 y 48 h de adhesión sobre AI. 

Las flechas blancas indician las uniones entre células por fibrillas y las amarillas, posibles 

restos de EPS. Magnificaciones 550 X (primer fila), 1.50 KX (segunda fila) y 25.00 KX (tercer 

fila). 

II.4.2 Análisis fisicoquímico 

Los datos de la Tabla 13 recopilan los resultados del efecto que los biofilms de Lb. casei y Lb. 

rhamnosus tienen en la matriz alimentaria. Los parámetros probados fueron los que se 

consideran indicadores de deterioro por este tipo de microorganismos en  jugo de manzana: 

pH, ºBrix, AT y turbidez. El pH del jugo se mantuvo en entre 3,30 y 3,65, sin presentar 

diferencias estadísticamente significativas (p>0,05) entre la muestra con BAL y el control, lo 

mismo ocurrió con los ºBrix y AT. Sin embargo, la turbidez del jugo se incrementó tras 168 h 

(p>0,001) en presencia del biofilms de Lb. rhamnosus y tras 24 h (p<0,05) en presencia Lb. 

casei, en los tiempos restantes no se encontraron diferencias significativas en comparación con 

el control. A excepción de la turbidez en tiempos específicos, los resultados demuestran que 

características como el pH, ºBrix, AT no se modifican significativamente (p>0,05) en presencia 

de los biofilms de Lactobacillus. 

 

Tabla 13 Propiedades fisicoquímicas del jugo de manzana después de la exposición a biofilms 

de Lactobacillus casei ATCC 393 y Lactobacillus rhamnosus ATCC 53103 a diferentes 

tiempos.  

AT†: Acidez titulable 

 

 
Tiempo 

(h) 
Log UFC/cm² pH ºBrix Turbidez AT † 

Control — 3,59±0,05 10,43±0,60 0,23±0,12 3,22±0,09 

Lb. casei 

24 7,65±0,70 3,65±0,09 10,20±0,42 2,95±1,52 2,37±0,77 

120 7,86±0,32 3,45±0,21 10,50±0,71 0,43±0,17 4,27±1,30 

168 7,46±0,79 3,30±0,23 10,01±0,27 0,50±0,18 3,59±0,85 

Lb. 

rhamnosus  

24 8,45±0,06 3,62±0,07 11,00±0,71 0,92±1,22 2,63±1,39 

120 8,83±0,53 3,63±0,12 10,50±0,71 0,24±0,27 3,98±1,35 

168 8,13±0,22 3,53±0,04 10,00±0,41 0,49±0,06 3,02±0,38 
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II.5 Efecto antagónico de las BAL sobre bacterias patógenas: competencia (co-adhesión) 

y exclusión (biofilm preformado de BAL). 

En los ensayos previos (Capítulo I) hemos evaluado la adhesión de las tres bacterias patógenas 

alimentarias comenzando con un inoculo elevado (108 UFC/ml), es por lo que aquí estudiamos 

la capacidad de supervivencia y adhesión usando un inoculó menor (104 UFC/ml). En los CP 

controles de las bacterias patógenas, los recuentos fueron los siguientes: 0,50 ± 0,71 log 

UFC/ml en el caso de L. monocytogenes, 1,24 ± 0,34 log UFC/ml para E. coli O157:H7 y 2,39 

± 0,55 log UFC/ml para S. enterica. En el caso de las adhesiones monoespecie, el mayor valor 

fue para S. enterica, seguido por L. monocytogenes y finalmente por E. coli O157:H7 tras 24 h 

de incubación (Tabla 14). Cuando se co inocularon con las BAL en los CP, en todos los casos 

los recuentos se redujeron significativamente, hasta valores no detectables. Los mismos 

resultados se observaron en los ensayos de competencia y exclusión. La presencia de Lb. 

rhamnosus y Lb. casei redujo significativamente (p<0,001) la adhesión de L. monocytogenes, 

S. enterica y E. coli O157:H7 hasta niveles no detectables mediante el método de recuento en 

placa.  

 

Tabla 14 Efecto de Lactobacillus rhamnosus ATCC 53103 y Lactobacillus casei ATCC 393 

(108 UFC/ml) frente a Listeria monocytogenes, Salmonella enterica y Escherichia coli 

O157:H7 (104 UFC/ml) en biofilms co-adheridos y preformados sobre acero inoxidable. Los 

resultados se expresan como log UFC/cm² ± DE. 

  Lb. rhamnosus Lb. casei 

Patógeno Control 
Co-adhesión 

Preformado 
Co-adhesión Preformado 

L. monocytogenes 2,48 ± 0,74 ND ND ND ND 

S. enterica 2,81 ± 0,47 ND ND ND ND 

E. coli O157:H7 1,85 ± 0,21 ND ND ND ND 

ND: no detectado, por debajo del límite de detección. 

 

Al mismo tiempo, se analizó el recuento de las BAL después de exponerse a las bacterias 

patógenas (Tabla 15). Los resultados revelaron que, en CP, la presencia de las bacterias 

patógenas afecta a Lb. rhamnosus, y S. enterica afecta los recuentos de Lb. casei (p<0,01). En 

el caso de la co-adhesión, la presencia de L. monocytogenes y E. coli O157:H7 modifica 
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(p<0,01) los recuentos de Lb. rhamnosus, y únicamente E. coli O157:H7 afecta a Lb. casei 

(p<0,001). Por otra parte, en los ensayos de exclusión, la presencia de bacterias patógenas no 

modificó (p>0,05) los recuentos ni de Lb. rhamnosus ni de Lb. casei siendo esta la condición 

más favorable para ambas BAL. Si bien en algunas condiciones (ensayos de CP y competencia) 

la presencia de bacterias patógenas afecta los recuentos de las BAL, en todos los casos se 

observó una disminución significativa de los patógenos.  

 

Tabla 15 Recuento celular de Lactobacillus rhamnosus y Lactobacillus casei en cultivo 

planctónico (CP), co-adheridos (CA) y preformado (PF) en presencia de Escherichia coli, 

O157:H7, Salmonella enterica y Listeria monocytogenes, luego de 24 h de incubación.  

(A) Adhesión monoespecie de las BAL, control. Los resultados se expresan como log UFC/ml 

± DE en los CP y como log UFC/cm² ± DE en las adhesiones. 

 Modo de 

cultivo/adhesión 

Lb. rhamnosus Lb. casei 

Control CP 8,48 ± 0,05 8,22 ± 0,39 

 A 6,53 ± 0,55 7,20±0,07 

L. monocytogenes CP 5,36 ± 0,76*** 6,45 ± 0,87ns 

CA 5,49±0,04** 7,55 ± 0,13ns 

PF 6,13 ± 0,43ns 7,42 ± 0,09ns 

S. enterica CP 4,68 ± 0,54*** 4,97 ± 0,95** 

CA 5,76 ± 0,28ns 6,59 ± 0,75ns 

PF 5,86 ± 0,09ns 6,73 ± 0,10ns 

E. coli O157:H7 CP 5,71 ± 0,65** 6,95 ± 0,31ns 

CA 5,53 ± 0,17** 5,95 ± 0,13*** 

PF 6,48 ± 0,07ns 7,18 ± 0,09ns 
Las diferencias significativas se expresan en referencia al Control de las BAL (CP o A).  
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DISCUSION 

II.6 Caracterización de las BAL 

En este capítulo se describió el comportamiento de Lb. rhamnosus y Lb. casei en jugo de 

manzana, tanto en su forma de vida libre como sésil, y se evaluó su efecto sobre L. 

monocytogenes, S. enterica y E. coli O157:H7, con el objetivo de encontrar estrategias de 

biocontrol en un ambiente que imite la producción de jugos de frutas. Inicialmente, se observó 

que los sobrenadantes correspondientes a los extractos crudos inhiben a las tres bacterias 

patógenas ensayadas. E. coli O157:H7 presentó mayor resistencia en comparación con S. 

enterica y L. monocytogenes, y esta última fue quién presento mayor susceptibilidad. La 

ausencia del halo de inhibición por parte de los sobrenadantes neutralizados sugiere que el 

efecto inhibitorio estaría dado por los ácidos orgánicos que producen las BAL (Tomás et al., 

2004). Las diferentes sensibilidades entre especies podrían atribuirse a la composición de la 

pared celular (Helander et al., 1997; Nikaido, 2003). Los resultados son consistentes con 

aquellos informados por otros autores (Fakhry et al., 2021; Kamal et al., 2018; Roldán et al., 

2005; Rodes et al., 2013) quienes han informado que diferentes cepas de E. coli O157:H7 y 

Salmonella sp. presentan susceptibilidad al extracto crudo de lactobacilos como Lb. casei y Lb. 

rhamnosus. Estos autores atribuyen el efecto a una combinación de sustancias de naturaleza 

peptídica junto a una acción parcial del peróxido de hidrógeno, a las formas no disociadas del 

ácido acético, ácido láctico y de la acidez del medio. La actividad antimicrobiana de las BAL 

se debe principalmente a la reducción del pH por la secreción de ácido láctico como producto 

final principal, además de metabolitos como nisinas, bacteriocinas, acidofilinas y toxinas, las 

cuales son activas frente a una amplia gama de bacterias y levaduras (Axelsson, 2004).  

Otro punto que se analizó fue la agregación de las especies de BAL. La autoagregación alcanzó 

valores de aprox. 20 % para Lb. rhamnosus y 30 % para Lb. casei. Diversos valores de 

autoagregación han sido reportados para estas cepas. Por ejemplo, Woo & Ahn, (2013) 

reportaron valores de autoagregación de 29 % para Lb. rhamnosus y menores al 20 % en el 

caso de Lb. casei; Collado et al. (2008) informaron una autoagregación de 78 % para Lb. 

rhamnosus GG, y Giordano & Mauriello, (2023) de 24 % para Lb. casei 393. 

Si bien la autoagregación es un factor importante, ya que puede incrementar la concentración 

excretada de sustancias inhibitorias (Kaewnopparat et al., 2013), la coagregación con las 

bacterias patógenas es relevante, debido a la potencial aplicación de las BAL en las plantas 

procesadoras de alimentos (Gómez et al., 2016). En este trabajo, L. monocytogenes y S. 
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enterica presentaron los mayores porcentajes de coagregación con Lb. rhamnosus, mientras 

que E. coli O157:H7 presentó el mayor porcentaje con Lb. casei. Con relación a ello, Merino, 

(2019) concluyó que la capacidad de coagregación entre los lactobacilos y Salmonella resultó 

ser dependiente de la cepa, similares conclusiones fueron reportadas por Gómez et al. (2016) 

con Lb. curvatus, Lb. casei, Lb. lactis en presencia de L. monocytogenes, E. coli 0157:H7 y S. 

Typhimurium. Los resultados de esta primera parte sustentan la idea que tanto el efecto 

inhibitorio de los sobrenadantes libres de células observado como la coagregación pueden 

evitar que las células patógenas se adhieran y formen biofilms en superficies abióticas como el 

AI (Lang et al., 2010; Twetman et al., 2009; Woo & Ahn, 2013).  

Para una futura aplicación en la industria productora de jugo de manzana, las BAL deben ser 

capaces de sobrevivir a las características propias que impone el jugo de manzana y, además, 

adherirse a la superficie de uso alimentario como el AI. Los hallazgos de este estudio (Tabla 

12) demostraron que Lb. rhamnosus y Lb. casei se mantienen viables después de 48 h (aprox. 

6,50 log UFC/ml) en jugo de manzana a 25 °C. Se ha sugerido que el bajo pH de esta matriz 

alimentaria (aprox. 4,3) podría favorecer la supervivencia de las cepas de Lactobacillus, 

quienes son capaces de resistir y sobrevivir en un rango de pH de 3,7-4,3 (Patel, 2017; Tripathi 

& Giri, 2014). Debido a su tolerancia en ambientes ácidos, ciertas especies, como 

Lactiplantibacillus plantarum, Lb. acidophilus, Lb. casei, Lb. paracasei, Lb. rhamnosus, 

pueden crecer en varias matrices de frutas, como el jugo de naranja, piñas, uva, pera y mango 

(Nagpal et al., 2012; Pakbin et al., 2014; Peres et al., 2012; Sheehan et al., 2007). Por ejemplo, 

Lb. rhamnosus GG fue capaz de sobrevivir en jugos de naranja y de piña (pH 3,65 y 3,40, 

respectivamente) durante 12 semanas; sin embargo, el ambiente ácido generó una pérdida de 

viabilidad. De la revisión bibliográfica y de los resultados de este capítulo, se puede inferir que 

la viabilidad de las BAL está influenciada por la matriz alimentaria (Shori, 2016), condiciones 

externas (temperatura, pH) y de las cepas en sí (Champagne & Gardner, 2008).  

Estudios previos han señalado la importancia de las matrices alimentarias tanto en la viabilidad, 

como en la formación de biofilm y, por ende, la eficacia de los tratamientos de biocontrol 

(Ganegama Arachchi et al., 2013; Perricone et al., 2014). En este estudio, posterior a observar 

que ambas BAL sobreviven a la matriz alimentaria, se halló que Lb. rhamnosus y Lb. casei se 

adhieren y colonizan la superficie de AI. Los valores de adhesión encontrados fueron 

superiores a 6,5 log UFC/cm² (Tabla 12); por su parte, las imágenes de SEM (Figura 34) 

demuestran la colonización y la distribución de estas sobre la superficie de AI. Esto representa 

un claro indicador de la buena capacidad adhesiva de ambas especies de Lactobacillus y, por 

tanto, nos permite inferir que serían buenas candidatas para formar biofilms protectores sobre 
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AI en entornos de producción de jugos. En resumen, los hallazgos aquí obtenidos apoyan lo 

hipotetizado por Falagas & Makris, (2009), quienes proponen utilizar microorganismos no 

patógenos como parte de los productos de limpieza diaria para reducir la incidencia de 

microorganismos patógenos. 

Las BAL han despertado mucho interés como agentes de biocontrol en superficies, envases y 

como bioconservantes en los propios alimentos (Maillet et al., 2021; Martinez et al., 2015). 

Aunque el objetivo principal de este capítulo fue evaluar el efecto de las BAL sobre las 

bacterias patógenas, se investigó el efecto que tenían sobre la matriz alimentaria, debido a que 

son datos de importantes al pensar en su posible aplicación en la industria alimentaria. Según 

los resultados obtenidos sobre el análisis fisicoquímico (Tabla 13), las BAL no modifican el 

pH, la AT, y los ºBrix del jugo de manzana; solo se incrementó la turbidez tras 24 h en Lb. 

casei, aunque este cambio podría ser no significativo.  

II.7 Efecto de Lb. rhamnosus y Lb. casei sobre las bacterias patógenas  

Toushik et al. (2021) han identificado propiedades antibiofilm prometedoras de dos BAL 

(Leuconostoc mesenteroides y Lb. plantarum) para controlar patógenos transmitidos por 

alimentos de origen marino. El presente estudio se centró en evaluar una posible estrategia de 

biocontrol con el uso de BAL sobre un sector desatendido como es el de las industrias de 

procesado de jugos. Los resultados corroboraron la capacidad de los biofilms de Lb. rhamnosus 

y Lb. casei para restringir la adhesión y la proliferación (hasta valores no detectables) de L. 

monocytogenes, S. enterica y E. coli O157:H7 sobre AI empleando jugo de manzana como 

matriz alimentaria. En este caso, y también en CP, no se observaron diferencias significativas 

en las estrategias de biocontrol (exclusión y competencia) evaluadas. Kamal et al. (2018) 

detectaron que lo patrones de inhibición de las BAL parecen depender de la concentración 

inicial de las bacterias patógenas; cuanto menor es el número de patógenos, más pronunciado 

es el efecto inhibitorio hasta alcanzar la eliminación completa. Esto también podría ser un 

factor adicional que explique el efecto de las BAL sobre las bacterias patógenas. 

Diferentes especies de BAL como Lactobacillus spp. y Bifidobacterium spp., pueden reducir 

la adhesión, la colonización y la formación de biofilms de patógenos a través de la competencia 

por los sitios de unión al sustrato y los nutrientes disponibles, así como también por la 

producción de metabolitos como ácidos orgánicos, biosurfactantes y por mecanismos como la 

coagregación (Collado et al., 2007; García-Cayuela et al., 2014; Tahmourespour & 

Kermanshahi, 2011). Los resultados alcanzados en cuanto a la inhibición de bacterias 

patógenas por parte de las BAL concuerdan con otros autores, quienes reportaron el efecto 
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inhibitorio de las BAL contra L. monocytogenes utilizando un biofilm preformado para inhibir 

el crecimiento del patógeno (Guerrieri et al., 2009; Mariani et al., 2011; Pérez-Ibarreche et al., 

2016; Speranza et al., 2009). Guerrieri et al. (2009) comprobaron que los biofilms formados 

por BAL, productoras (Lb. plantarum 35d, Enterococcus casseliflavus IM 416K1) y no 

productoras (Lb. plantarum 396/1, Enterococcus faecalis JH2-2) de bacteriocinas, reducían la 

supervivencia y la multiplicación de L. monocytogenes. Por su parte, Pérez-Ibarreche et al. 

(2016) indicaron que un biofilm preformado de Lb. sakei CRL1862 sobre AI y 

politetrafluoroetileno reduce la adhesión de un aislamiento clínico de L. monocytogenes 

(FBUNT), y Gómez et al. (2016) encontraron que diferentes BAL, mediante la exclusión, 

reducen efectivamente a L. monocytogenes, S. Typhymurium y E. coli O157:H7. Woo & Ahn, 

(2013) demostraron que a través de mecanismos de competencia, exclusión y desplazamiento 

Lb. acidophilus KACC 12419, Lb. paracasei KACC 12427, Lb. casei KACC 12413 y Lb. 

rhamnosus KACC 11953 reducen la formación de biofilms no solo de L. monocytogenes sino 

también de S. enterica. Haraguchi et al. (2019) utilizó Lb. lactis subsp. lactis BF1 y Lb. 

plantarum Tennozu-SU2 como fermento de la leche de soja en presencia de L. monocytogenes 

y S. Typhimurium (6–7 log UFC/ml) y reportaron reducciones de la viabilidad de los patógenos 

de 2–4 log UFC/ml después de 7 días de almacenamiento a 10 °C. Los mismos autores 

proponen que los mecanismos de los Lactobacillus para inhibir a los patógenos podrían ser la 

disminución del pH y los metabolitos secretados por las BAL.  

Por otro lado, al analizar los recuentos de las BAL después de ser expuestas a la presencia de 

bacterias patógenas, se notó una disminución de los recuentos de ambos Lactobacillus tanto en 

CP como en los ensayos de competencia (Tabla 15). Sin embargo, esto no impidió que las 

BAL sean capaces de disminuir la viabilidad de las tres bacterias patógenas. En relación con 

ello, se ha reportado que, la disminución de la viabilidad celular de Lb. casei (206/1) no 

imposibilita que las sustancias antimicrobianas que libera al medio sean suficientes para ejercer 

su acción bactericida sobre E. coli O157:H7, razón por la cual a las 24 h de incubación ya no 

detectaban la presencia del patógeno (Roldán et al., 2005). A pesar de que se registró una 

disminución en la viabilidad de las BAL en los CP y en los ensayos de competencia, no ocurrió 

lo mismo con la exclusión, lo cual podría significar una ventaja para ellas frente a la presencia 

de bacterias patógenas. 

La presente tesis permitió profundizar en el estudio de las BAL como agentes de biocontrol 

frente a patógenos de origen alimentario y su aplicación como alternativa "ecoamigable" en las 

instalaciones de procesado de jugos, demostrando una alternativa de control del crecimiento y 

adhesión de patógenos. 
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Parte de los resultados obtenidos en este capítulo conforman el manuscrito:  

"Biological control of foodborne pathogens by lactic acid bacteria: a focus on juice processing 

industries". Tarifa M.C., Agustín, M.R, Brugnoni, L.I. (2023) Revista Argentina de 

Microbiología. Aceptado. (Ref. RAM-D-22-00077).



 

 

 

 



C a p í t u l o  I I I | 122 

 

 

CAPITULO III. IDENTIFICACIÓN DE COMPUESTOS ORGÁNICOS VOLÁTILES 

Y ESTRATEGIAS DE REMOCIÓN Y/O PREVENCIÓN DE BIOFILMS 

HIPÓTESIS 

● C. tropicalis produce compuestos orgánicos volátiles (COV) y algunos de ellos participan 

en la regulación de la formación de biofilms. 

● La utilización de FAR en combinación con antifúngicos como NAT previene y/o remueve 

la formación de biofilms de levaduras involucradas en el deterioro de jugos de fruta, lo cual 

limita la asociación con bacterias patógenas alimentarias, y, por consiguiente, previene la 

adhesión y permanencia en los biofilms. 

OBJETIVOS 

● Identificar y cuantificar los COV en biofilms de levaduras asociadas al deterioro en la 

producción de jugo de manzana, en presencia y ausencia de bacterias patógenas 

alimentarias. 

● Analizar el efecto de TIR, 2-FE y FAR sobre biofilms de levaduras. 

● Evaluar la efectividad del FAR en combinación con NAT en biofilms multiespecie 

formados sobre acero inoxidable y membranas de ultrafiltración. 
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INTRODUCCIÓN 

Las levaduras tienen la capacidad de crecer en diversos microhábitats e interactuar con otros 

microorganismos. Por consiguiente, han desarrollado mecanismos naturales para relacionarse 

con otras especies, produciendo metabolitos secundarios, enzimas y diversos compuestos. 

Ciertos metabolitos participan regulando (estimulando o inhibiendo) la formación de biofilms; 

en cuanto a la inhibición, pueden ejercer un efecto bactericida directo sobre los 

microorganismos, mientras que otros muestran actividades indirectas de inhibición de biofilms, 

relacionadas principalmente con la inhibición de los sistemas QS (Coughlan et al., 2016). 

Dentro de las MQS que permiten la comunicación celular en biofilms se pueden mencionar los 

compuestos orgánicos volátiles (COV). Las bacterias y las levaduras producen una amplia 

gama de COV, que se secretan como metabolitos primarios durante el crecimiento, como 

metabolitos secundarios para protegerse contra antagonistas, o como moléculas de señalización 

celular (Padder et al., 2018; Schulz & Dickschat, 2007). Los COV se caracterizan por ser 

moléculas pequeñas (<C15), con una baja masa molecular (por lo general < 300 Da), solubles 

debido a su polaridad, se convierten fácilmente en vapor o gas y a 20 °C tienen una presión de 

vapor igual o mayor a 0,01 kPa. En general, sus puntos de ebullición oscilan entre 50 y 260 °C 

(Guenther, 1995; Schulz-Bohm et al., 2017). Aproximadamente 250 COV han sido 

caracterizados en diferentes especies de levaduras, los cuales se presentan como una mezcla de 

hidrocarburos simples, alcoholes, tioalcoholes, aldehídos, cetonas, fenoles, tioésteres y sus 

derivados, incluidos, entre otros, derivados del benceno y ciclohexanos (Mehmood et al., 2019; 

Morath et al., 2012). El perfil de COV (llamado volatiloma) de una cepa determinada será 

variable en función del sustrato, la duración de la incubación, el tipo de nutrientes, la 

temperatura y otros parámetros ambientales como la presencia de patógenos y el nicho 

ecológico en el cual se encuentre (Jeleń, 2002; Morath et al., 2012; Parafati et al., 2017). El 

perfil volátil es una herramienta que permite descubrir nuevos metabolitos, así como tener un 

acceso rápido a los cambios en el metabolismo de los organismos vivos (levaduras, bacterias), 

o caracterizar el estado metabólico de la célula, entre otros. Conocer los metabolitos liberados 

por las levaduras, que además de ser COV, pueden ser considerados como MQS, podría 

favorecer el desarrollo de nuevas estrategias de remoción o prevención de los biofilms 

formados por las mismas, a través del bloqueo de estas MQS o empleándolas de forma externa 

(Bai & Rai, 2011).  

Desde el punto de vista de la industria alimentaria, una de las consecuencias más preocupantes 

de los biofilms multiespecie es que exhiben una mayor resistencia a los procesos diarios de 
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limpieza y desinfección (Yuan et al., 2020). Por esta razón, los investigadores se han 

concentrado en esclarecer la complejidad de los biofilms multiespecie y desarrollar nuevas 

estrategias anti biofilms que sean más efectivas, económicas y sostenibles que las 

tradicionalmente empleadas (Santos et al., 2018). Uno de los enfoques prometedores para el 

desafío que plantean los biofilms es el uso de MQS, las cuales inducen adaptaciones fenotípicas 

que incluyen cambios morfológicos, secreción de factores virulencia y formación de biofilms, 

inhibiendo o estimulando estos procesos (Deveau & Hogan, 2011; Kruppa, 2009; Rodrigues et 

al., 2020; Yapıcı et al., 2021). Dentro de estas MQS secretadas en respuesta a la densidad 

celular en el biofilm, se encuentran FAR y sus análogos derivados, los cuales exhiben 

propiedades anti biofilms, antitumoral y fungicida (Rodrigues et al., 2020). Se ha demostrado 

que FAR presenta efectos inhibitorios significativos sobre la patogenicidad de especies de 

levaduras consideradas resistentes (Dižová & Bujdáková, 2017); por ejemplo, a determinadas 

concentraciones (300 μM), FAR inhibe la formación de biopelículas formadas por C. albicans 

(Xia et al., 2017). Aunque FAR actúa sobre los cambios morfológicos en Candida spp., 

estudios previos han demostrado que también presenta actividad antibacteriana contra bacterias 

patógenas grampositivas como Staphylococcus spp. (Buchbauer & Ilic, 2013; Lopes et al., 

2021) y Enterococcus faecalis, además FAR mejora la susceptibilidad a los antibióticos de S. 

aureus (Jabra-Rizk et al., 2006), Paracoccidioides brasiliensis (Derengowski et al., 2009) y 

Streptococcus mutans (Koo et al., 2002). Se ha descrito que el mecanismo antimicrobiano de 

FAR se basa en la capacidad de inducir un desequilibrio iónico dependiente de la dosis en la 

membrana celular bacteriana, provocando así una interrupción en la pared celular, daño en las 

membranas citoplasmáticas e interferencia en la funcionalidad celular (Cetin-Karaca, 2011; 

Inoue et al., 2004). La ruptura de la membrana celular conduce a la fuga del contenido interno 

de la célula y provoca la muerte celular (Calo et al., 2015). 

Con el objetivo de interrumpir la formación de biofilms de levaduras y debido a los efectos 

antimicrobianos reportados de FAR, los investigadores están evaluando esta molécula en 

combinación con diferentes antimicrobianos o antifúngicos (Wongsuk et al., 2016). FAR se ha 

combinado con compuestos como fluconazol, 5-flucitosina, anfotericina B, caspofungina 

(Bozó et al., 2016; Katragkou et al., 2015; Kovács et al., 2016; Monteiro et al., 2017) 

específicamente contra biofilms de C. albicans, especie relevante en el entorno clínico. Hasta 

el momento, no se han realizado investigaciones sobre la efectividad de tratamientos 

combinados contra biofilms de levaduras relacionadas con el procesamiento de alimentos; 

menos aún sobre biofilms multiespecie, formados por levaduras asociadas a bacterias 

patógenas alimentarias. En consecuencia, en este capítulo se trabajará con el compuesto FAR, 
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el cual ha sido identificado junto a TIR y 2-FE en este trabajo como metabolito de los biofilms 

de C. tropicalis, combinado con un antifúngico que se emplea en la industria alimentaria, NAT.  

Si bien no existe el antifúngico ideal para remover o inhibir la formación de los biofilms en un 

ambiente de procesado de alimentos, NAT se ha convertido en un interesante biopreservante 

en diferentes alimentos debido a su naturaleza y a su amplio espectro de acción (sección 5.2, 

Introducción general), lo que lo convierte en una gran oportunidad para progresar en el campo 

de la seguridad alimentaria, bien utilizándolo solo o en combinación con otros inhibidores. 

Investigaciones previas han indicado que NAT inhibe el crecimiento de Saccharomyces en 

queso de suero de leche (Gallo & Jagus, 2007; Ollé Resa et al., 2014) y diversas levaduras 

asociadas a las aceitunas negras (Hondrodimou et al., 2011). En otro estudio se ha comprobado 

que, en combinación con nisina, NAT es capaz de inhibir el crecimiento de cultivos de L. 

plantarum y Zygosaccharomyces baili en jugos con sabor a limón (Garavaglia et al., 2019). 

Emplear FAR, solo o en combinación con NAT, puede ofrecer una gran oportunidad para 

avanzar en el campo de la seguridad alimentaria. La literatura científica presente hasta el 

momento no da evidencia del efecto combinado de NAT con una MQS como FAR, frente a 

biofilms formados por levaduras aisladas de la industria productora de jugo de manzana 

asociadas a bacterias patógenas alimentarias. 

Atendiendo a la relevancia de lo descrito, se establecieron dos objetivos principales en este 

capítulo; en el primero, se procedió a identificar y cuantificar los principales metabolitos 

liberados (COV) en biofilms mono y multiespecie formados sobre AI y MUF en jugo de 

manzana. La identificación de COV se efectuó en biofilms de C. tropicalis, y la cuantificación 

se llevó a cabo en biofilms de C. tropicalis y C. krusei en presencia de L. monocytogenes, S. 

enterica y E. coli O157:H7. El segundo objetivo consistió en evaluar los efectos de FAR, TIR 

y 2-FE, identificadas previamente como COV de los biofilms de C. tropicalis, sobre los 

biofilms monoespecie de R. mucilaginosa, C. tropicalis, C. krusei, C. kefyr y su mezcla. Cabe 

señalar que, FAR, TIR y 2-FE se han identificado como MQS previamente y han demostrado 

actividad inhibitoria sobre especies de Candida. En una segunda instancia, dado que FAR 

presentó efectos inhibitorios sobre los biofilms de las levaduras, se lo seleccionó para evaluar 

su efecto en combinación con NAT. Teniendo en cuenta los resultados del Capítulo I, donde 

se observó una fuerte asociación entre levaduras y bacterias sobre AI y MUF, el efecto de 

NAT+FAR se evaluó sobre biofilms de levaduras y también sobre biofilms multiespecie 

(mezcla de levaduras + L. monocytogenes o S. enterica o E. coli O157:H7). 
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MATERIALES Y MÉTODOS 

En este capítulo se evaluaron diferentes combinaciones de microorganismos (biofilms mono, 

duales y/o multiespecie), superficies (AI y MUF), muestras (cultivos planctónicos, adheridas, 

sobrenadantes de los biofilms) y métodos de extracción (extracción con solventes y HS/SPME).  

Las suspensiones de levaduras se prepararon como se describe en la sección 9.1 y las 

suspensiones bacterianas como se describe en la sección 9.2. L. monocytogenes, S. enterica y 

E. coli O157:H7 se pre adaptaron al jugo de manzana previo al ajuste de la suspensión (108 

UFC/ml).  

Es importante precisar que, en un principio, nos centramos en caracterizar los metabolitos y 

analizar los efectos de los compuestos (TIR, 2-FE, FAR, NAT) sobre biofilms de C. tropicalis. 

Como se ha confirmado, es una de las especies más representativas en las líneas de producción 

de alimentos, y, junto con C. krusei, se han aislado en repetidas ocasiones de las superficies de 

los equipos de producción de alimentos (Brugnoni et al., 2007; Tarifa et al., 2013). Otra 

característica que hace relevante el estudio de C. tropicalis, es la formación de pseudohifas, ya 

que estas favorecen el desarrollo de la estructura tridimensional de los biofilms formados por 

la microbiota residente. 

En las secciones siguientes se presentarán los detalles de las metodologías y las combinaciones 

de microorganismos utilizadas para identificar y cuantificar los COV de los biofilms, así como 

aquellas empleadas para evaluar las estrategias de remoción y/o prevención de biofilms. 

III.1 Identificación y cuantificación de COV: GC/MS 

Existen diferentes métodos de análisis que permiten identificar y determinar la concentración 

de metabolitos orgánicos en muestras acuosas (Fernandez-Alba et al., 1998; Jones-Lepp et al., 

2000). Debido a la complejidad de la matriz pasa ser analizada, los métodos se basan en 

técnicas de separación (como la cromatografía) y como los compuestos a detectar se encuentran 

presentes en bajas concentraciones, se precisan sistemas de detección que sean sensibles o bien 

una etapa de preconcentración de la muestra previa a la separación y detección (Kataoka et al., 

2000). Dentro de los diversos métodos elaborados para el estudio de matrices complejas como 

los alimentos, se puede mencionar la cromatografía de gases (GC, del inglés gas 

chromatography), la cromatografía líquida de alta resolución o la espectrometría de masas (del 

inglés mass spectrometry, MS) (Augusto et al., 2010). El GC acoplado a MS (GC/MS) es una 

técnica de análisis adecuada para el estudio de COV biológicos, debido a su elevada capacidad 



C a p í t u l o  I I I | 127 

 

 

de separación, a los tiempos de retención reproducibles y a la detección selectiva, sensible y 

versátil de masas (Tait et al., 2014). La gestión de temperaturas de trabajo en un rango similar 

(50 – 350 °C), la fase de trabajo gaseosa, las bajas concentraciones y su rango (ppt - ppm) son 

características compartidas por GC/MS. Adicionalmente, la MS es una de técnica que permite 

identificar los compuestos al mismo tiempo que los cuantifica (Richardson, 2002). 

Para caracterizar los metabolitos liberados en biofilms, en este estudio, se utilizó un 

cromatógrafo GC 7890B, equipado con un espectrómetro de masa, serie 5977A (Agilent 

Technologies). Las muestras se inyectaron en una columna capilar HP-5 Ms (longitud: 30 m, 

diámetro interno: 0,25 mm, espesor de la película: 0,25 μm), y se ionizaron mediante una 

energía eléctrica de 70 eV. Se usó helio como gas portador con un caudal de 1-1,5 ml/min. La 

identificación de metabolitos y los tiempos de retención se realizaron mediante la comparación 

de los patrones de fragmentación de la biblioteca GC-MS 2.0 del Instituto Nacional de Normas 

y Tecnología (NIST). El modo de exploración que se empleó fue SCAN, lo que permitió 

detectar un rango de masas de 50 a 550 m/z. 

III.2 Técnicas de preconcentración de las muestras  

Como se aclaró previamente, para determinar los COV en una matriz compleja como lo es el 

jugo de manzana es necesario utilizar técnicas de preconcentración como etapa previa para la 

determinación e identificación de estos compuestos. Con el fin de lograr un método práctico y 

confiable para el análisis de matrices complejas, se han desarrollado varios métodos de 

preparación de muestras que incluyen destilación al vapor, extracción con solventes orgánicos, 

surfactantes y fluidos supercríticos, y extracción en fase sólida. Las técnicas de extracción se 

pueden clasificar en dos grandes familias en función de la naturaleza de la fase extractante: 

extracción líquido-líquido (ELL) y extracción en fase sólida (Castillo et al., 1997).  

Una de las técnicas más tradicionales utilizadas para analizar los COV presentes en los 

alimentos y bebidas es la ELL con solvente (Plutowska & Wardencki, 2007). Esta técnica se 

basa en la partición de los compuestos volátiles entre dos líquidos inmiscibles, generalmente 

agua y un disolvente orgánico. La ELL se basa en el empleo de ampollas de decantación en los 

cuales tiene lugar el intercambio de analito(s) entre las fases inmiscibles mediante etapas 

sucesivas de agitación, reposo y separación de fases. La selección del disolvente que 

compondrá la fase extractante en los procesos de extracción líquido-líquido es crucial, puesto 

que determinará, a priori, la selectividad y eficiencia del proceso. Se suelen emplear como 

disolventes orgánicos de extracción, aquellos con baja polaridad como el diclorometano, el éter 

di etílico, el acetato de etilo, el hexano o el tolueno. Entre las desventajas de este tipo de técnica 
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se encuentra que suele ser tediosa debido al tiempo prolongado de preparación de muestras, 

una mayor cantidad de muestra y un procedimiento de varios pasos, lo que lo hace propenso a 

la pérdida de metabolitos altamente volátiles (Filippou et al., 2017). Al mismo tiempo, el uso 

de una gran cantidad de disolvente influye en el análisis de trazas e impone contaminación 

medioambiental, riesgos para la salud del personal de laboratorio y costos operativos 

adicionales para el tratamiento de residuos (Kataoka et al., 2000).  

Por otro lado, debido a la combinación de muestreo, extracción, preconcentración e 

introducción de muestras en un instrumento analítico en un solo paso, la micro extracción en 

fase sólida (SPME, del inglés Solid Phase Microextraction) ha ganado popularidad en muchos 

campos de aplicación con el correr de los años (Merkle et al., 2015). Esta es una técnica 

propuesta a principios de los 90 por Arthur & Pawliszyn (1990) que posteriormente se 

comercializó por SUPELCO (Bellefonte, EE. UU.). El proceso de SPME se basa en la 

utilización de una fibra cilíndrica de sílice fundida (1 cm de longitud y 0,1 mm de diámetro 

interno) recubierta con una fase de naturaleza polimérica y es afectado por una serie de 

variables experimentales que pueden modificarse para incrementar la eficacia del proceso de 

extracción (Arthur & Pawliszyn, 1990). La extracción tiene lugar al introducir la aguja del 

dispositivo de SPME en un vial sellado con la muestra, y luego se puede introducir la fibra 

directamente en la muestra o puede quedar expuesta en el espacio de cabeza (del inglés head 

space, HS). En la SPME se establece un equilibrio entre la concentración de analito en la 

muestra (fase donadora) y el polímero extractante (fase aceptora). Posteriormente, se induce la 

desorción térmica o elución mediante un disolvente orgánico de los analitos, previa a la 

determinación analítica (Pawliszyn, 1999). El método ahorra tiempo de preparación, compra 

de solventes y costos de eliminación, y puede mejorar los límites de detección (Eisert & 

Levsen, 1996a; Zhang et al., 1994). Se ha utilizado habitualmente en combinación con GC/MS, 

y se ha aplicado con éxito a una amplia variedad de compuestos, especialmente para la 

extracción de COV y semivolátiles de muestras ambientales, biológicas y alimentarias, las 

cuales son matrices complejas con componentes no volátiles o de alto PM como los ácidos 

húmicos o proteínas  (Eisert & Levsen, 1996b; Pawliszyn, 1999; Zhang et al., 1994). Además, 

permite añadir determinados reactivos para modificar ciertos parámetros de la muestra (pH, 

fuerza iónica) sin dañar la fibra (Merkle et al., 2015). 

En base a lo expuesto, en este trabajo las muestras se pre concentraron con la técnica de 

extracción por solventes con acetato de etilo y HS/SPME, acoplado a GC/MS. 
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III.2.1 Técnica de extracción por solventes 

En la Figura 35 se esquematizan los principales pasos para la extracción de los COV 

empleados en este estudio. La técnica de extracción por solventes se empleó para analizar los 

sobrenadantes de los biofilms de C. tropicalis. En este experimento, se utilizaron 25 ml de 

suspensión de C. tropicalis para la formación de biofilms, y la adhesión se llevó a cabo en 

discos de AI de 50 mm de diámetro y 0,5 mm de grosor, que se colocaron en vasos de 

precipitados. La suspensión de levadura se depositó inicialmente sobre la superficie de AI 

durante 24 h a 25 °C, y luego se sustituyó por jugo de manzana para proporcionar nutrientes 

frescos. Cabe señalar, que el volumen de suspensión fue mayor debido a la cantidad de 

sobrenadante (en este ensayo 15 ml) que se requiere para ser analizada por la técnica. Con el 

objetivo de establecer qué compuestos se generan y cómo varían en el transcurso del tiempo, 

las muestras se recolectaron después de 2, 7, 14, 21 y 28 días de incubación. Luego, los 

sobrenadantes se centrifugaron durante 5 min y se filtraron con una membrana estéril (tamaño 

de poro de 0,22 µm). Para obtener los extractos se utilizaron iguales cantidades del 

sobrenadante y de disolvente. Como disolvente se seleccionó acetato de etilo, debido a que el 

jugo de manzana está diluido en agua. Una vez obtenidos los extractos, estos se concentraron 

a 45 °C y se almacenaron a 20 °C hasta su uso.  

Antes de analizar la muestra mediante GC/MS, se ajustó el volumen final de cada extracto a 1 

ml con acetato de etilo y se extrajo 1 µl de la muestra. La temperatura del GC/MS se programó 

de la siguiente manera: de 50 a 250 °C a razón de 5 °C/min, luego se aumentó a 280 °C a una 

velocidad de 120 °C/min y se mantuvo a la temperatura final durante 5 min. El inyector y el 

detector trabajaron a 250 °C y el gas portador fue helio (velocidad de flujo de 1 ml/ min). La 

temperatura de la fuente de iones fue de 230 °C, la del MSD fue de 250 °C y la del cuadrupolo 

de 150 °C. 
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Figura 35 Representación esquemática de los principales pasos para la extracción de los 

compuestos orgánicos volátiles con acetato de etilo.  

III.2.2 Técnica de HS/SPME 

La selección del tipo de fibra es muy importante para definir las condiciones óptimas de la 

extracción mediante HS/SPME. En esta tesis se empleó una fibra de 

divinilbenceno/carboxeno/polidimetilsiloxano (DVB/CAR/PDMS) (Figura 36). Se 

recomienda este revestimiento para identificar compuestos volátiles y semivolátiles con un 

número de átomos de carbono entre 3 y 20 con un PM en el rango de 40-275 (Grondin et al., 

2015). La fibra de DVB/CAR/PDMS presenta las siguientes características: 50/30 lm con L = 

1 cm recubrimiento adherido a un núcleo de sílice fundido flexible, con una aguja tamaño de 

24 G (Supelco, Aldrich, Bellefonte, PA, código 57328-U).  

Como se esquematiza en la Figura 37, la técnica de HS/SPME se utilizó para analizar tanto 

los COV de los sobrenadantes de los biofilms como aquellos que se producen directamente en 

el biofilm (Figura 37, señalizado como 2*). En un inicio, se identificaron los COV de los 

sobrenadantes de los biofilms de C. tropicalis y se compararon con los obtenidos mediante la 

técnica de extracción con solventes. Los biofilms sobre AI se formaron tal cual lo descrito en 

la sección III.2.1. En este caso, el volumen de sobrenadante fue de 16 ml, y este se colocó en 

un vial de vidrio de 30 ml que contenía 3,2 g de NaCl. El vial se selló y se introdujo en un baño 

termostático con agitación a 250 rev/min, a 40 °C por 30 min. Los sistemas de agitación sirven 
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para reducir el efecto que causa la zona estática que se forma en torno a la fibra y que disminuye 

la velocidad de extracción, así como para contrarrestar los bajos coeficientes de difusión de las 

matrices líquidas. Al elaborar un método analítico basado en HS/SPME, debe determinarse el 

tiempo requerido para alcanzar el estado de equilibrio que es típico de cada analito-fibra, e 

intentar trabajar bajo esas condiciones. Por consiguiente, la fibra SPME se insertó 

manualmente en la muestra del vial y se dejó expuesta durante 30 min en el baño termostático. 

Luego de transcurrido este tiempo, se retiró la fibra y se procedió con la etapa de 

desorción/elución e inyección de los analitos. 

 

 

Figura 36 Soporte de fibra y la fibra de DVB/CAR/PDMS empleada para el método de 

HS/SPME. 

 

Una de las formas más comunes de realizar la desorción de los analitos es térmicamente en el 

inyector de un GC, de tal manera que, al incrementar la temperatura, la afinidad de los 

compuestos por la fibra disminuye y los analitos son introducidos en la columna analítica por 

el flujo del gas portador. En esta etapa, se introdujo en el puerto de inyección del GC a 250 °C 

y se mantuvo durante 20 min para desorción térmica de alcoholes. En el GC/MS, la temperatura 

se programó de 35 a 150 °C a 2 °C/min, se elevó nuevamente a 220 °C a 10 °C/min y la 

temperatura final se mantuvo 15 min.  



C a p í t u l o  I I I | 132 

 

 

 

Figura 37 Representación de la extracción de compuestos orgánicos volátiles de biofilms por 

la técnica de HS/SPME acoplado a GC/MS. 

III.3 Cuantificación de 2-feniletanol en biofilms de C. tropicalis y L. monocytogenes 

En esta sección, se cuantificó la producción de 2-FE en biofilms monoespecie de C. tropicalis 

y en duales formados en presencia de L. monocytogenes. Se seleccionó 2-FE debido a que, en 

los resultados anteriores de identificación de COV (III.2.1 y III.2.2), se observó que era uno de 

los compuestos más abundantes liberados en los biofilms de C. tropicalis. Además, se evaluó 

que sucedía con la producción del metabolito por parte de la levadura ante la presencia del 

patógeno bacteriano. 

En este ensayo, los COV se extrajeron directamente sobre el biofilm mediante la técnica 

HS/SPME-GC/MS. Primero, se realizó una curva de calibración con diferentes 

concentraciones (0,5 mM, 1 mM y 5 mM) de 2-FE. Se añadieron 300 µl de las soluciones de 

2-FE a los viales de vidrios que contenían la superficie de AI y se analizaron como se describe 

en la sección III.2.2. Segundo, se evaluaron los biofilms de C. tropicalis en presencia (duales) 

o ausencia de L. monocytogenes (monoespecie). Para la formación de biofilms, la suspensión 

ajustada de C. tropicalis se mantuvo en contacto con la superficie de AI durante 24 h. Luego, 

se renovó la matriz alimentaria, sin o con la suspensión de L. monocytogenes, hasta completar 

las 48 h. Después del período de incubación, se retiró el sobrenadante y se analizaron los 



C a p í t u l o  I I I | 133 

 

 

volátiles generados directamente del biofilm formado sobre la superficie de AI. En la Figura 

38 se muestran los viales que contenían las soluciones de 2-FE y los biofilms duales. 

 

 

Figura 38 Viales sellados con la superficie de acero inoxidable en presencia de 2-feniletanol 

y con los biofilms duales de Candida tropicalis y Listeria monocytogenes, antes y después de 

la extracción.  

 

De los cromatogramas obtenidos de la curva de calibrado de 2-FE (Figura 39) y de los 

biofilms, se midió el área de los picos, estos valores se promediaron y se transformaron a Log10. 

Los resultados se expresaron como µM±DE.  

 

 

Figura 39 Curva de calibración de 2-feniletanol mediante la técnica de HS/SPME acoplado a 

GC/MS.  
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III.4 Cuantificación de COV en biofilms mediante el método de estándar interno  

En esta instancia se evaluaron los biofilms duales de C. tropicalis + C. krusei, y los biofilms 

formados por las dos levaduras en presencia de L. monocytogenes, S. enterica o E. coli 

O157:H7 sobre MUF. Además, como control, se analizaron los biofilms monoespecie de cada 

especie. El ensayo se llevó a cabo en los sobrenadantes de los biofilms a los cuales se les 

adicionó octanol (estándar interno) de acuerdo con el procedimiento descrito por Grondin et 

al. (2015) con algunas modificaciones. Para la formación de estos, se colocaron 3,5 ml de la 

suspensión ajustada correspondiente de C. tropicalis y/o C. krusei en un vial que contenía la 

MUF y se incubaron a 25 °C durante 24 h. Después, se retiró el inóculo de levaduras y se 

adicionó la suspensión ajustada de L. monocytogenes, S. enterica o E. coli O157:H7 durante 

24 h más. Transcurrido el tiempo de incubación, se retiró el sobrenadante y previo a su análisis, 

se agregó 0,5 g NaCl y 1 μl de octanol (1 g/l) en el vial y este se selló con su tapa 

correspondiente. Los volátiles se extrajeron del sobrenadante con la fibra de 

DVB/CAR/PDMS. La fibra en el vial se expuso durante 30 min a 40 °C en un baño 

termostático; luego se insertó en el puerto de inyección del GC/MS a 250 °C y se mantuvo 

durante 20 min para la desorción térmica.  

Se programó el GC/MS como se describe en la sección III.2.2. La identificación de metabolitos 

de los biofilms se logró comparando los espectros de masas con los de la biblioteca del sistema 

de datos y los tiempos de retención del octanol se compararon con los de las sustancias de 

referencia. Los resultados se expresaron como µg/cm2±DE.  

III.5 Estrategias de remoción y prevención de biofilms  

III.5.1 Efecto de TIR, FAR y 2-FE sobre biofilms de levaduras en acero inoxidable 

Los resultados de la identificación de los COV de los biofilms de C. tropicalis revelaron la 

presencia de tres compuestos importantes: TIR, FAR y 2-FE, que como se ha descrito en la 

introducción (sección 1.3.1) cumplen la función de MQS en especies de Candida y participan 

en la regulación de la formación de biofilms. En consecuencia, se escogieron estas tres 

moléculas para determinar si la adición externa de las mismas a los biofilms de R. 

mucilaginosa, C. tropicalis, C. krusei y C. kefyr tiene algún efecto sobre estos últimos.  

Para seleccionar las concentraciones de cada compuesto a evaluar se tuvieron en cuenta lo 

reportado por otros investigadores (Martins et al., 2010; Ramage et al., 2002), se evaluaron las 

siguientes concentraciones: 0,3, 0,6 y 1,2 mM para TIR; 0,05, 0,6 y 1,2 mM para 2-FE, y 0,05, 
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0,3 y 0,6 mM para FAR. La información de las soluciones correspondientes y su preparación 

se describe en la sección 7. Las suspensiones ajustadas de levaduras (106 UFC/ml, monoespecie 

y mezcla de levaduras) se dejaron 2 h en contacto con la superficie de AI. Luego, la superficie 

se lavó una vez con agua estéril y se adicionó jugo de manzana con la concentración de alcohol 

correspondiente. Tras 2 h más de incubación, las superficies de AI se lavaron con agua estéril 

y se renovó el jugo con la molécula para analizar (tratamiento) y sin ella (controles) hasta 

completar las 6, 24 y 48 h de incubación. Asimismo, se vertieron las suspensiones sin las 

sustancias de prueba en la microplaca como control para cada ensayo, y se procedió de la 

misma forma que con los cultivos que contenían las sustancias sometidas a prueba. Las 

superficies se lavaron para remover las células no adheridas y se analizaron mediante recuento 

celular y microscopía de fluorescencia. Para conocer la reducción de las unidades logarítmicas 

que causa la presencia de las moléculas se realizó el siguiente cálculo: 

Unidades logarítmicas UFC/ cm² = Log10 UFC/cm² 
Control - Log10 UFC/cm² 

Tratadas. 

III.5.2 Efecto de natamicina sola y en combinación con farnesol sobre biofilms 

Como se ha explicado en la introducción general (apartado 5.2), NAT es un reconocido 

antifúngico que se utiliza en la industria alimentaria a nivel mundial. En esta sección, primero, 

se probaron concentraciones de 0,01, 0,3, 0,6 y 1,2 mM de NAT sobre un biofilm de C. 

tropicalis sobre AI durante 2, 6, 24 y 48 h, tal como se describe en III.5.1. A raíz de los 

resultados alcanzados, se trabajó con 0,01 mM de NAT y se lo combinó con 0,6 mM FAR. 

Esta concentración de FAR se seleccionó en función de los resultados obtenidos en III.5.1, 

mientras que la concentración de NAT 0,01 mM se eligió en función del límite máximo 

permitido por la FDA para los jugos de frutas. Las soluciones de NAT y FAR se prepararon 

como se describe en la sección 2.1 y se agregaron a los cultivos de las suspensiones ajustadas 

de las levaduras.  

Con el fin de conocer si el efecto combinado de NAT+FAR sobre C. tropicalis presentaba un 

efecto sinérgico, se planteó el modelo propuesto por Chaudhry et al. (2017). Como se indica 

en la literatura (Greco et al., 1992), se usará el término sinergia para describir un resultado en 

el que la combinación de dos compuestos produce una mayor inhibición de los 

microorganismos que lo que se esperaría si los agentes estuvieran actuando de forma 

independiente. Sí nombramos a C como el recuento celular obtenido en el control (sin 

tratamiento), y a SA, SB y SAB como el recuento celular de los microorganismos 

“supervivientes” después del tratamiento con el agente A (FAR), el agente B (NAT) y la 
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combinación de A (FAR) y B (NAT), podemos decir que la fracción de células que sobreviven 

a A es SA/C, de células que sobreviven a B es SB/C, y así. Los autores plantean que para que 

exista un efecto sinérgico debe ocurrir lo siguiente: SA/C x SB/C > SAB/C, realizando las 

siguientes derivaciones:  

Eq (1) log(𝐶) − log(𝑆𝐴) − log(𝑆𝐵) + log(𝑆𝐴𝐵) < 0 

 

Posterior al análisis de los efectos sobre C. tropicalis, la combinación NAT+FAR se evaluó en: 

1) En biofilms de R. mucilaginosa, C. krusei y C. kefyr y en la mezcla de levaduras.  

Cada suspensión de levadura (monoespecie) y la mezcla de levaduras se dejaron en contacto 

con la superficie de AI durante 2 h; luego se enjuagó la superficie de AI para remover las 

células libres (no adheridas) y se le adicionó la combinación NAT+FAR por 2, 6, 24 y 48 h 

más de incubación. En el caso de los biofilms monoespecie, también se evaluó el efecto de 

NAT 0,01 mM. 

2) En cultivos planctónicos (CP) y biofilms multiespecie.  

Para este experimento, se prepararon las siguientes suspensiones: mezcla de levadura + L. 

monocytogenes; mezcla de levadura + S. enterica, mezcla de levadura + E. coli O157:H7. En 

el caso de CP, NAT+FAR se colocaron al tiempo 0 y se dejaron con las suspensiones por 24 y 

48 h a 25 °C; después de estos tiempos se realizaron los recuentos correspondientes. Las 

suspensiones con microorganismos + NAT+FAR se dejaron reposar durante 2 h sobre AI, y 

luego, tras un lavado, se añadió jugo de manzana en presencia o ausencia de los compuestos 

probados. Esta renovación del medio se realizó de igual manera tras 24 h y las superficies se 

incubaron hasta 48 h. Las muestras de AI se analizaron mediante microscopía de fluorescencia 

y las de MUF por SEM.  

Paralelamente, se utilizaron como control muestras no tratadas (cultivos sin NAT+FAR) de la 

mezcla de levadura y de los biofilms mono y multiespecie, según corresponda en cada ensayo. 

La inhibición de los biofilms y de CP en presencia de NAT+FAR se expresó como unidades 

de reducción logarítmica, para ello se estableció la diferencia entre el log10 UFC/cm² de control 

y log10 UFC/cm² después del tratamiento. Todos los ensayos se realizaron por triplicado. 
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RESULTADOS 

III.6 Identificación de COV en biofilms de C. tropicalis 

Inicialmente, se caracterizaron los COV de los sobrenadantes de biofilms de C. tropicalis 

mediante extracción con disolventes y HS/SPME acoplado GC/MS. Según se muestra en la 

Tabla 16, se encontraron diferencias entre los dos métodos empleados para la identificación 

de los COV. En cuanto a la extracción con disolvente, el compuesto más abundante desde el 

día 2 hasta el día 21 fue 2-FE. Después de la incubación durante 28 días descendió 

notablemente el porcentaje relativo de 2-FE, mientras que el TIR, que inicialmente se hallaba 

entre la minoría, aumentó. N-acetil tiramina y prenol fueron otras de las moléculas que se 

detectaron en casi todas las muestras de sobrenadantes, pero que no estaban presentes en el 

jugo. Los volátiles detectados por HS/SPME en el jugo de manzana correspondieron a una 

mezcla de 94 % furfural y 6 % de metoxifenilo oxima. Los COV de los cultivos de C. tropicalis, 

detectados mediante HS/SPME, consistieron principalmente una mezcla de alcoholes amílicos, 

y 2-FE y FAR, aunque en porcentajes muy bajos.  

 

Tabla 16 Identificación de compuestos orgánicos volátiles en biofilms de Candida tropicalis. 

 Extracción con solventes HS/SPME 

Tiempo de incubación (días) 

 TR 

(min) 

Jugo 2 7 14 21 28  TR 

(min) 

5 

5-Metil furfural 6,5 — 18,5 17,3 8,0 8,1 13,7 Alcohol 

isoamílico 

4,1 54,2 

Formiato de 

isobutilo 

7,7 — — — — — 6,9 Alcohol 

amílico 

4,2 16,0 

Anhídrido succínico 7,9 — — 9,8 — 5,2 — Alcohol 

furfurílico 

8,4 5,2 

Ácido sórbico 9,1 — — 3,7 5,5 2,2 3,6 Isoamilo 

acetato 

8,9 1,6 

2-Ácido furoico 

metil éster 

9,5 4,3 — — — 0,6 — Estireno 9,3 1,7 

2-Fenil etanol 10,3 — 34,0 43,3 50,8 39,7 3,6 Metoxi fenil 

oxima ‡ 

11,5 2,4 

2-Ácido furoico 10,5 20,5 16,2 — 8,6 — — 2-Etil hexanol 17,9 0,8 

Piranona 11,3 1,4 — — — 1,6 1,5 Di metil 

octanol 

20,7 0,3 

Anisole p-vinil 11,4 — 0,4 — — — — 2-Fenil etanol 22,5 0,5 

Prenol 12,3 — — — 2,9 1,4 1,9 Camphor 25,1 0,8 

Butenilmetileter 12,4 — 5,1 — — — — Di metil acetal 

de citronela 

27,4 4,2 
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5-Hidroximaltol 12,5 1,4 — 0,9 — 1,3 — Farnesol 45,6 0,1 

5-Metil-2-

furanmetanol 

13,5 — 1,4 — — — — Farnesene 45,9 0,6 

5-

Hidroximetilfurfural 

13,7 65,3 — — — — — Escualeno 46,3 0,1 

2'-Furanil-1,2-

etanodiol 

13,9 — — — — 20,1 33,1 Nerolidol 52,1 3,1 

10-Dodeceno-1-ol 

propionato 

14,1 — 1,2 — — — — Trimetil 

pentanodiol 

54,0 1,2 

Metil 2-

feniletanoato 

14,2 — — — 3,0 — — Miristato de 

isopropilo 

60,9 0,8 

Cavicol 14,3 — 0,7 — — — —    

1,3-Octanodiol 14,4 5,9 5,1 2,6 3,4 4,9 6,3    

Ácido butano dioico 17,2 — 2,7 0,9 0,5 — —    

Tirosol 18,9 — 4,8 14,2 5,8 6,4 14,1    

Acetato nerolidol 19,3 — 0,4 — — — —    

N-acetil tiramina 20,9 — 5,3 5,2 11,4 8,2 7,8    

Betulina 21,7 — 0,9 — — — —    

Total  98,8 96,9 98,0 99,8 99,7 92,6   93,6 

NI†  1,2 3,1 2,0 0,2 0,3 7,4   6,4 

*Los valores se expresan como porcentajes relativos y los compuestos se enumeran por orden de elución de 

acuerdo con los análisis en GC-MS. † No identificado. ‡ Este compuesto también se detectó en el jugo por el 

mismo método. 

III.7 Cuantificación de 2-feniletanol en biofilms de C. tropicalis y L. monocytogenes  

La concentración de 2-FE en los biofilms se calculó a partir de la curva de calibración obtenida 

del análisis de las áreas de los cromatogramas (Figura 39). Al analizar la concentración de 2-

FE directamente sobre los biofilms, se observó un amplio rango de valores en los monoespecie 

de C. tropicalis, mientras que en los biofilms duales el valor se mantuvo cercano a la 

producción basal del compuesto (Tabla 17). La presencia de L. monocytogenes altera la 

concentración máxima de 2-FE en C. tropicalis, pero no su producción basal. Aunque resulta 

trabajoso lograr reproducibilidad mediante HS/SPME, se han podido estimar las 

concentraciones de este compuesto en los biofilms, lo que permite determinar valores basales 

e interpretar resultados en experimentos donde se ha agregado el volátil en forma exógena.  

 

Tabla 17 Cuantificación de 2-feniletanol mediante HS/SPME-GC/MS en biofilms 

monoespecie de Candida tropicalis y duales con Listeria monocytogenes después de 48 h. 

Biofilms 2-FE (μM) 

C. tropicalis 129 a 425 

C. tropicalis + L. monocytogenes 170,70 ± 22,20 
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III.8 Identificación de COV en biofilms de levaduras y bacterias 

Se identificaron dos compuestos liberados por C. tropicalis y C. krusei: acetato de etilo y 

alcohol amílico (Figura 40); a diferencia de las levaduras, no se detectaron compuestos 

relevantes en los biofilms monoespecie de L. monocytogenes, S. enterica y E. coli O157:H7.  

C. krusei produjo acetato de etilo y alcohol amílico, en contraste con C. tropicalis, que solo 

generó alcohol amílico. La concentración de acetato de etilo fue de aprox. 2 μg/cm² en 

levaduras y este valor disminuyó en presencia de L. monocytogenes (0,65 μg/cm²) y S. enterica 

(0,41 μg/cm²); sin embargo, estas diferencias no fueron estadísticamente significativas 

(p>0,05). Respecto al alcohol amílico, este alcanzó su valor máximo (2 μg/cm²) en el biofilm 

de C. tropicalis + C. krusei y el menor valor en el biofilm de C. krusei (1,2 μg/cm²). No se 

hallaron diferencias estadísticamente significativas (p>0,05) al comparar la concentración de 

alcohol en los biofilms de levaduras con aquellos que se formaron en presencia de bacterias 

patógenas alimentarias. 

 

 

Figura 40 Identificación y cuantificación de COV mediante el método de estándar interno en 

biofilms multiespecie desarrollados sobre MUF después de 48 h. Ct: Candida tropicalis; Ck: 

Candida krusei; Lm: Listeria monocytogenes; Se: Salmonella enterica; Ec: Escherichia coli 

O157:H7. 

III.9 Efecto de tirosol, 2-feniletanol y farnesol en biofilms de levaduras sobre AI 

Como hemos mencionado, inicialmente, se evaluaron los efectos de las diferentes 

concentraciones de TIR, 2-FE y FAR sobre biofilms de C. tropicalis en diferentes etapas de su 
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formación (Figura 41). El agregado externo de TIR no modificó (p>0,05) los recuentos de la 

levadura en ninguna de las concentraciones evaluadas (0,3, 0,6 y 1,2 mM). Mientras que la 

adición de 2-FE produjo un efecto independiente de la concentración (0,3, 0,6 y 1,2 mM), que 

varió en función del tiempo. Por ejemplo, tras 2 h de incubación en presencia de 2-FE, la 

adhesión de C. tropicalis no se vio afectada (p>0,05), pero aumentó tras 6 h; lo contrario 

sucedió a las 24 h (p<0,01) y a las 48 h a una concentración de 1,2 mM y 0,05 mM. En el caso 

de FAR (0,05- 0,3 y 0,6 mM), el recuento celular se redujo aprox. en una unidad logarítmica 

tras 2 y 48 h de incubación. A las 2 h, el efecto de FAR sobre C. tropicalis fue dependiente de 

la dosis; la mayor reducción (p <0,001) respecto al control se obtuvo con 0,6 mM de FAR. 

 

Figura 41 Recuentos celulares de los biofilms de Candida tropicalis tratadas con ● tirosol 

(TIR), ▀ 2-feniletanol (FE) y ▲ farnesol (FAR) a diferentes concentraciones (0,05–1,2 mM) 

y etapas del desarrollo del biofilms (2, 6, 24 y 48 h).  

Los números de los controles son aquellos valores a 0 mM para cada hora de incubación. Las diferencias 

significativas se expresan en referencia al control. 

 

Posteriormente, sobre la base de los resultados anteriores se decidió evaluar el efecto de FAR 

0,6 mM y 2-FE 1,2 mM sobre la morfología de C. tropicalis tras 2 h de incubación y también 
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sobre R. mucilaginosa, C. krusei y C. kefyr (Figura 42). Los efectos fueron evidentes en las 

etapas iniciales de formación de biofilms (2 h). FAR 0,6 mM redujo la colonización de la 

superficie de todas las especies de Candida, mientras que 2-FE 1,2 mM aumentó la densidad 

de los biofilms en comparación con los controles. En R. mucilaginosa no se observaron 

cambios en la morfología. En la Figura 42 B se presentan las imágenes 2.5D procedentes de 

la Figura 42 A; en ella es posible apreciar las diferencias en cuanto a la colonización de la 

superficie de AI y también la intensidad de la fluorescencia, en las cuales el color rojo 

representa células de levaduras con las membranas dañadas y el verde, células con membranas 

intactas. 

Por último, se evaluó el efecto de FAR, TIR y 2-FE sobre los biofilms de la mezcla de levaduras 

(Figura 43 y Figura 44). Los resultados indicaron que TIR (1,2 mM) no modifica el recuento 

celular (p<0,05) de cada especie de levadura dentro de la mezcla, a diferencia de 2-FE, que, 

durante la etapa inicial de adhesión (2 h), aumenta aprox. 2 unidades logarítmicas con relación 

a su control (Figura 43). Sin embargo, el recuento total de la mezcla de levaduras en presencia 

de 2-FE (datos no presentados) no se desvió significativamente del control (p>0,05). Mientras 

tanto, FAR produjo un efecto estimulante en las especies de Candida tras 24 h, y una reducción 

de aprox. una unidad logarítmica de cada especie dentro de la mezcla de levaduras tras 48 h, 

en comparación con los controles. Con respecto al recuento total de las levaduras tratadas con 

FAR, se observaron reducciones significativas tras 2 h (p<0,05) y 48 h (p<0,01), siendo estas 

de una unidad logarítmica. En cuanto a la morfología (Figura 44), la actividad estimulante del 

2-FE se hizo evidente tras 6 h sobre la mezcla de levaduras, persistiendo el efecto en el tiempo, 

en tanto que la inhibición ejercida por FAR se observó claramente durante la etapa de adhesión 

inicial (2 h) con presencia de zonas de disrupción en los biofilms maduros (24 h y 48 h).  
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Figura 42 Imágenes 2D (A) y 2.5D (B) obtenidas por microscopía de fluorescencia de biofilms 

monoespecie de Rhodotorula mucilaginosa, Candida tropicalis, Candida krusei, Candida 

kefyr sobre acero inoxidable, tratados con farnesol 0,6 mM (izquierda) y 2-feniletanol 1,2 mM 

(derecha) por 2 h y el control (centro). El color verde representa presencia de células con la 

membrana celular intacta y el color rojo con la membrana dañada. Magnificación 10 X. 
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Figura 43 Recuento diferencial de la mezcla de levaduras sobre acero inoxidable expuesto a 

farnesol 0,6 mM y 2-feniletanol 1,2 mM en diferentes etapas del desarrollo del biofilms (2–48 

h).  

Datos expresados como Log CFU/cm2±DE. Las diferencias significativas se expresan en referencia al control. 
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Figura 44 Imágenes de microscopía de fluorescencia sobre el efecto de farnesol 0,6 mM 

(izquierda) y 2-feniletanol 1,2 mM (derecha) sobre biofilms de mezcla de levaduras en un 

período de 2 a 48 h. Aumento 10X.  

III.10 Estrategia de remoción de biofilms con NAT en combinación con FAR  

III.10.1 Efecto de NAT sola y en combinación con FAR sobre biofilms monoespecie de 

levaduras sobre acero inoxidable 

En un principio, el efecto de NAT se analizó sobre biofilms monoespecie de C. tropicalis 

desarrollados sobre AI, ya que se ha demostrado que, dentro de las cuatro especies bajo estudio, 
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C. tropicalis es quién le confiere estructura y estabilidad a los biofilms (Capítulo I). La Figura 

45 presenta los resultados obtenidos de los recuentos celulares de C. tropicalis después de ser 

expuesta a diferentes concentraciones de NAT y NAT+FAR. NAT alteró profundamente el 

recuento de células adheridas (p<0,001), modificando la estructura del biofilm de C. tropicalis 

(figuras no presentadas) en todas las etapas (2-48 h) y en todas las concentraciones (0,3–1,2 

mM). Tras 24 h de incubación y a concentraciones de 0,6 y 1,2 mM de NAT, el recuento celular 

de C. tropicalis disminuyó más de 5 unidades logarítmicas respecto al control. La adición de 

FAR 0,6 mM estimuló el crecimiento en las primeras etapas del desarrollo de los biofilms (6 

h) y no modificó el efecto de NAT tras 24-48 h en biofilms de C. tropicalis.  

 

 

Figura 45 Recuentos celulares de los biofilms de Candida tropicalis sobre acero inoxidable 

tratados con ●natamicina (0,3–1,2 mM) y en combinación con farnesol 0,6 mM ▀ durante 2, 

6, 24, y 48 h.  

Los recuentos celulares de los controles son aquellos valores a 0 mM por cada tiempo de incubación. Las 

diferencias significativas entre se expresan natamicina vs. natamicina + farnesol. 
 

Si bien se evaluó un amplio rango de concentraciones de NAT, estas son consideradas elevadas 

para la industria de producción de jugo de manzana. Por ello se disminuyó la concentración de 

NAT a 0,01 mM para combinarla con FAR, la cual está cerca del máximo aceptado para la 
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adición directa en los jugos. Los recuentos celulares de C. tropicalis (Figura 46) y las imágenes 

de microscopía de fluorescencia (Figura 47) revelaron que a partir de las 6 h de exposición a 

0,6 mM de FAR y 0,01 mM de NAT, la densidad celular se redujo, con la disrupción total de 

la estructura tridimensional de C. tropicalis. Si el número de UFC en los controles es 

considerado como una adhesión del 100 %, en cada momento de incubación, la NAT causó 

una reducción de 12, 20, 35 y 60 % a las 2, 6, 24 y 48 h respectivamente. La adición de FAR 

causó una reducción adicional de 9, 30, 23 y 12 %, respectivamente. Siguiendo la ecuación (Eq 

1) propuesta por Chaudhry et al. (2017), se detectó que el efecto de la combinación de 

NAT+FAR es mayor que el efecto de NAT o FAR por separado tras 6, 24 y 48 h de incubación. 

Es decir, que en estos tres tiempos NAT+FAR presentan un efecto sinérgico sobre los biofilms 

de C. tropicalis. Otro resultado que emerge es que NAT causó una disminución de más de 4 

unidades logarítmicas a las 48 h y FAR mejoró el efecto inhibitorio de NAT (alrededor de 1 

unidad logarítmica); solamente la combinación generó una reducción logarítmica de 5 unidades 

logarítmicas tras 48 h de incubación. 

 

 

Figura 46 Recuento celular de Candida tropicalis unidas al acero inoxidable después del 

tratamiento con natamicina 0,01 mM y en co-tratamiento con farnesol 0,6 mM en diferentes 

etapas del desarrollo del biofilm (2-48 h). Se encontraron diferencias estadísticamente 

significativas entre tratamientos en todos los puntos (p<0,001). 

Datos expresados como Log CFU/cm², las barras representan el DE de los resultados obtenidos por triplicado. 
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Figura 47 Imágenes de microscopía de fluorescencia de biofilms de Candida tropicalis sobre 

acero inoxidable después del tratamiento con natamicina 0,01 mM (izquierda) y en 

combinación con farnesol 0,6 mM (derecha) en cada etapa del desarrollo del biofilm (2–48 h). 

El color rojo indica daño en la membrana de las levaduras. Aumento 10X. 

 

Seguidamente, se evaluó el efecto NAT 0,01 mM con y sin FAR 0,6 mM sobre los biofilms 

monoespecie de R. mucilaginosa, C. krusei y C. kefyr (Figura 48). En R. mucilaginosa, los 
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efectos de los compuestos se hicieron evidentes a partir de las 24 h (p<0,001), con una 

reducción logarítmica de 2 UFC/cm², pero no se observaron diferencias significativas (p>0,05) 

entre los tratamientos. Resultados similares se hallaron para C. krusei, con la diferencia de que 

la reducción de la adhesión es notoria a partir de las 6 h (p<0,05). En este caso, la combinación 

NAT+FAR aumenta aprox. un 6 % la inhibición tras 24 h de incubación. Finalmente, en C. 

kefyr NAT 0,01 mM tiene efecto sobre el biofilm a las 48 h (p<0,001), mientras que, con la 

combinación, comienza a ser significativa tras 2 h (p<0,05), alcanzando una reducción de 

aprox. 3 unidades logarítmicas tras 48 h. Si al control de C. kefyr lo tomamos como el 100 %, 

el agregado de FAR favorece la inhibición un 7, 30, 24 y 13 % a las 2, 6, 24 y 48, 

respectivamente. 

 

 

Figura 48 Recuento celular de los biofilms monoespecie sobre acero inoxidable de 

Rhodotorula mucilaginosa, Candida krusei, Candida kefyr después del tratamiento con 

natamicina 0,01 mM y en co-tratamiento con farnesol 0,6 mM en diferentes etapas del 

desarrollo del biofilm (2-48 h).  

Datos expresados como Log CFU/cm2±DE de los resultados obtenidos por triplicado. Las diferencias 

significativas se expresan entre natamicina vs. natamicina+farnesol. 
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III.10.2 Efecto de NAT+FAR sobre cultivos planctónicos y biofilms multiespecie  

En esta sección se evaluó el efecto de NAT+FAR sobre la mezcla de levaduras en presencia y 

ausencia de las bacterias patógenas. Los ensayos se realizaron tanto en CP (células libres) como 

formando biofilms adheridos a AI y MUF. Los recuentos celulares de la mezcla de levadura en 

presencia de NAT+FAR (Figura 49) se redujo aprox. 3, 2 y 1,5 unidades logarítmicas en CP 

y en los biofilms sobre AI y MUF, respectivamente, tras 24 h de incubación. La reducción 

sobre los CP fue mayor (p<0,001) que la reducción sobre las células adheridas. Al analizar 

únicamente las adhesiones, la diferencia en los recuentos celulares entre controles y 

tratamientos sobre AI comienza a ser estadísticamente significativa (1,08 unidades 

logarítmicas, p<0,001) tras 2 h de incubación, y en MUF tras 24 h (1,47 unidades logarítmicas, 

p<0,001). Asimismo, se evidenció una importante susceptibilidad de la mezcla de levaduras a 

NAT+FAR después de 48 h, siendo los valores de adhesión de 7,74 ± 0,25- 7,92 ± 0,23 log 

UFC/cm² en el control, y de 5,04 ± 0,23 y 4,93 ± 0,05 log UFC/cm² en los tratados en MUF y 

AI, respectivamente.  

 

 

Figura 49 Recuento total de la mezcla de levaduras en cultivos planctónicos (CP), adheridas 

sobre membranas de ultrafiltración (MUF) y acero inoxidable (AI) después de la exposición a 

natamicina 0,01 mM + farnesol 0,6 mM por 2, 24 y 48 h. (C) Control, biofilms no tratados; (T) 

Tratado, biofilms con natamicina + farnesol.  

Datos expresados como Log CFU/ml±DE para CP y como Log CFU/cm² para las adhesiones sobre AI y MUF, 

las barras representan el DE de resultados obtenidos por triplicado. 
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Posteriormente, la combinación NAT+FAR se evaluó sobre las suspensiones multiespecie 

(mezcla de levadura con L. monocytogenes, S. enterica o E. coli) en los CP y adheridos a MUF 

y AI (Figura 50). En todas las combinaciones de microorganismos y en todas las condiciones 

de evaluación (CP, adheridas en MUF y sobre AI), se pudo observar una reducción significativa 

(p<0,001) de la mezcla de levaduras tras 24 y 48 h de incubación con relación a los controles 

(no tratados). En los recuentos de las levaduras en presencia de L. monocytogenes (Figura 50, 

A) no se apreciaron diferencias significativas (p>0,05) entre CP vs. adheridas después del 

tratamiento. No obstante, en CP las levaduras se mostraron más sensibles al tratamiento tras 

48 h, ya que aquí se reduce un 10 % más (44 % en total) en CP que en MUF y sobre AI (si 

consideramos como 100 % los recuentos del control). Se observó un comportamiento similar 

en los biofilms que contenían S. enterica y E. coli (Figura 50, B y C). Después de 48 h de 

tratamiento con NAT+FAR, la población de levaduras se reduce en 4 unidades logarítmicas 

(aprox. 45 %) en los CP, mientras que en los biofilms sobre AI y MUF el máximo fue de 3 y 2 

unidades logarítmicas para S. enterica y E. coli, respectivamente. Por otro lado, al comparar el 

efecto entre la adhesión en MUF y AI, se observó que en los biofilms multiespecie con L. 

monocytogenes las reducciones se hacen evidentes después de 2 h sobre AI (p<0,05) y después 

de 24 h en MUF (p<0,001); con S. enterica tras 2 h tanto sobre AI (p <0,001) como en MUF 

(p<0,05) y con E. coli después de las 24 h (p<0,001).  

Además, se evaluó el comportamiento de cada especie de levadura tanto en los biofilms de la 

mezcla de levaduras como en los multiespecie mediante el recuento diferencial en 

CHROMagar Candida (Figura 51). No se hallaron diferencias significativas (p>0,05) en los 

biofilms en presencia y ausencia de bacterias al evaluar el efecto de NAT+FAR para cada 

especie de levadura. Por esta razón, la Figura 51 solo presenta los resultados de la mezcla de 

levaduras en ausencia de bacterias patógenas. Al considerar como 100 % los recuentos en los 

controles, NAT+FAR disminuyó la viabilidad de C. tropicalis, R. mucilaginosa, C. krusei y C. 

kefyr en un 76, 54, 38 y 34 % en CP después de 48 h. Estos porcentajes fueron distintos a los 

alcanzados en la adhesión de la mezcla de levaduras; el crecimiento de C. tropicalis, C. kefyr, 

C. krusei y R. mucilaginosa se redujo aprox. un 43, 40, 39 y 28 %, respectivamente, en ambas 

superficies tras 48 h. En los tres casos, NAT+FAR reduce significativamente (p<0,001) la 

viabilidad celular en CP y en las adheridas sobre MUF y AI a lo largo del tiempo. 
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Figura 50 Cuantificación de la mezcla de levaduras en biofilms multiespecie en cultivos 

planctónicos (CP), adheridas en membranas de ultrafiltración (MUF) y en acero inoxidable 

(AI) después de la exposición a natamicina 0,01 mM + farnesol 0,6 mM en presencia de 

Listeria monocytogenes (A), Salmonella enterica (B), Escherichia coli O157:H7 (C). Tiempos 

de incubación 2, 24 y 48 h. (C) Control, biofilms no tratados; (T) Tratado.  

Datos expresados como Log CFU/ml±DE para CP y como Log CFU/cm2±DE para las adhesiones sobre AI y 

MUF de resultados obtenidos por triplicado. 

 

Uno dato relevante es que no se hallaron diferencias significativas (p>0,05) en los recuentos 

de levaduras tratadas al comparar la adhesión entre AI y MUF, y la presencia de bacterias 

patógenas no modificó (p>0,05) la susceptibilidad de la levadura a NAT+FAR: los recuentos 

de las cuatro levaduras se reducen notablemente (en promedio más de 2,7 unidades 

logarítmicas tras 48 h) por NAT+FAR, independientemente de las superficies y de la presencia 

de las bacterias patógenas evaluadas, de una forma dependiente del tiempo. 
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Figura 51 Recuento diferencial en biofilms formados por la mezcla de levadura en (A) cultivos 

planctónicos y adheridos sobre (B) membrana de ultrafiltración y (C) acero inoxidable después 

de 2, 24 y 48 h. (C) Control, biofilm no tratado; (T) Tratado, biofilm con natamicina 0,01 mM 

+ farnesol 0,6 mM.  

Datos expresados como Log CFU/cm², las barras representan el DE de resultados obtenidos por triplicado. Las 

diferencias significativas se expresan en referencia al control. 

 

Tras analizar cada población bacteriana en biofilms multiespecie después de 24 y 48 h, los 

recuentos de L. monocytogenes (Figura 52, A) se redujeron notablemente (p<0,001) en MUF 

(2,10 y 3,13 log UFC/cm²) y AI (1,71 y 3,95 log UFC/cm²). En el caso de S. enterica, la 

reducción máxima fue de 1,22 unidades logarítmicas sobre AI después de 48 h, y no se hallaron 

diferencias estadísticamente significativas (p>0,05) en las reducciones en MUF (Figura 52, 

B). La adhesión de E. coli se redujo significativamente (p<0,001), aprox. 1,65 unidades 

logarítmicas, después de 48 h en ambas superficies (Figura 52, C).  
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Figura 52 Recuento celular de (A) Listeria monocytogenes, (B) Salmonella enterica y (C) 

Escherichia coli O157:H7 formando biofilms multiespecie con la mezcla de levaduras 

adheridas sobre membranas de ultrafiltración (MUF) y acero inoxidable (AI). (C) Control; (T) 

Biofilms tratados con natamicina 0,01 mM + farnesol 0,6 mM.  

Datos expresados como Log CFU/cm², las barras representan el DE. Las diferencias significativas se expresan en 

referencia al control. 

 

Para una mejor comprensión de los efectos de NAT+FAR sobre las bacterias, se expuso la 

combinación NAT+FAR a los CP en jugo de manzana de las tres patógenas (Tabla 18). Al 

igual que lo observado en biofilms multiespecie, NAT+FAR produjo una disminución en la 

viabilidad celular de L. monocytogenes, su población decreció 1,96-1,74 unidades logarítmicas, 

en comparación con los controles después de 24 y 48 h, respectivamente. S. enterica y E. coli 

presentaron comportamientos diferentes en lo que respecta a los biofilms multiespecie, ya que 

no se hallaron diferencias significativas (p>0,05) entre los controles y las células sometidas a 

NAT+FAR en los CP.  
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Tabla 18 Células viables cultivables de Listeria monocytogenes, Salmonella enterica y 

Escherichia coli O157:H7 en cultivo planctónico después de 24 y 48 h de tratamiento con 

natamicina 0,01 mM + farnesol 0,6 mM (NAT+FAR) en jugo de manzana. Los resultados se 

expresan como log UFC/ml ± DE. 

 T24 T48 

 Control NAT+FAR Control NAT+FAR 

L. monocytogenes 5,67 ± 0,75 3,71 ± 0,35** 4,35 ± 0,79 2,61 ± 0,01*** 

S. enterica 8,18 ± 0,01 8,07 ± 0,12ns 8,23 ± 0,37 7,78 ± 0,31ns 

E. coli 7,96 ± 0,05 7,94 ± 0,18ns 7,91 ± 0,05 7,72 ± 0,01ns 

Las diferencias significativas son en relación con el control vs. tratamiento. 

 

Para explorar más a fondo los efectos sobre la morfología de los biofilms multiespecie, se 

obtuvieron imágenes de SEM para los biofilms sobre MUF (Figura 53 A, B y C) y microscopía 

de fluorescencia para los biofilms sobre AI (Figura 53 A*, B* y C*). Se seleccionaron los 

biofilms multiespecie formados con L. monocytogenes y E. coli O157:H7 para ser analizados 

como una representación de una bacteria grampositiva y gramnegativa, respectivamente. En la 

primera columna se presentan las imágenes del biofilm control, en el cual se aprecia una amplia 

colonización de las levaduras sobre las superficies. Se formaron multicapas de blastosporas 

(forma de levadura) y pseudohifas, y se unieron tanto al AI como a las fibras de MUF, incluso 

algunas están incrustadas en el interior de la MUF. En la segunda y tercera columna se muestra 

la inhibición de los biofilms por NAT+FAR de la mezcla de levaduras y los biofilms 

multiespecie en presencia de L. monocytogenes y E. coli O157:H7. Las muestras sometidas a 

tratamiento presentan una notable disminución de la colonización por parte de las levaduras, 

con una predominancia de acúmulos celulares desorganizados y esparcidos sobre las 

superficies, con disrupción de EPS e interrupción del cambio morfológico de C. tropicalis 

(mayor presencia de células con formas esféricas). La modificación de la estructura 

tridimensional y el daño de las pseudohifas en las muestras tratadas fue tan significativa que 

permitió una visualización clara de las células de L. monocytogenes y E. coli O157:H7 unidas 

a MUF (Figura 53 3 B y 3 C) y AI (Figura 53 3 B* y 3 C*). 
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Figura 53 Efecto de natamicina 0,01 mM + farnesol 0,6 mM en biofilms multiespecie, en 

membranas de ultrafiltración (MUF) y en acero inoxidable (AI) en jugo de manzana después 

de 48 h. Se obtuvieron imágenes SEM de MUF y MF de AI. (1) Control: biofilms no tratadas. 

(2 y 3) Natamicina y farnesol: biofilms tratados con natamicina + farnesol. (A, A*) Biofilm de 

la mezcla de levadura formado por Rhodotorula mucilaginosa, Candida tropicalis, Candida 

krusei, Candida kefyr. (B, B*) Mezcla de levadura + Listeria monocytogenes; (C, C*) Mezcla 

de levadura + Escherichia coli O157:H7. Los círculos indican restos de EPS, las flechas 

blancas indican las levaduras adheridas y las flechas azules señalizan bacterias. 

Magnificaciones 550 X (columnas 1 y 2) y 5.00 KX (columna 3) en SEM, y aumento 10X en 

microscopía de fluorescencia. 
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DISCUSIÓN 

III.11 Identificación y cuantificación de compuestos orgánicos volátiles  

III.11.1 Identificación de COV en biofilms de C. tropicalis 

El primer objetivo de este capítulo fue identificar los COV de C. tropicalis y cuantificar algunos 

de estos compuestos, mediante dos técnicas de concentración de metabolitos: extracción con 

solventes y HS/SPME, acoplado GC/MS. Se encontraron diferencias en cuanto a los COV 

detectados entre los métodos de extracción; los compuestos altamente polares, tales como los 

ácidos libres, solo se detectaron por extracción con disolvente, mientras que las moléculas que 

se detectaron por HS/SPME fueron alcoholes, ésteres y moléculas de baja polaridad (Tabla 

16). En este método, las moléculas deben encontrarse en estado gaseoso para ser extraídas, y 

depende de las propiedades moleculares tales como el PM y la polaridad (Vas & Vékey, 2004). 

Se detectaron derivados de compuestos furfurales en el jugo de manzana, los cuales se 

producen como resultado de determinadas transformaciones y condiciones de almacenamiento 

(Gökmen & Acar, 1999), lo que sugiere que estos compuestos no podrían haber sido 

biosintetizados por C. tropicalis. Los COV identificados en este estudio pueden compararse 

con los reportados por Martins et al. (2007) quienes detectaron alcohol isoamílico, 2-FE, 

nerolidol y FAR mediante la técnica de HS/SPME-GC/MS en C. dubliniensis y C. albicans. 

Los mismos autores revelaron que estos compuestos son excretados de manera continua por 

las células en estado planctónico y cuando están formando biofilms.  

Un dato relevante que se desprende de esta investigación en cuanto a la identificación de COV 

es que los biofilms de C. tropicalis producen TIR, 2-FE y FAR bajo las condiciones evaluadas. 

Las tres moléculas han sido reportadas como MQS en otras especies de Candida y están 

asociadas con la modulación del desarrollo de biofilms (Johansen & Jespersen, 2017; Martins 

et al., 2007, 2010). Lingappa et al. (1969) propusieron que 2-FE y TIR actuaban como 

“autoinhibidores” en C. albicans y posteriormente, a TIR se lo identificó como MQS (Chen et 

al., 2004). FAR, es otra de las MQS liberada por Candida, la cual presenta efectos inhibitorios 

sobre la levadura (Alem et al., 2006; Martins et al., 2010; Monteiro et al., 2017; Weber et al., 

2008). Autores como Grondin et al. (2015) detectaron que las moléculas más comunes en 26 

especies de levaduras en YEPD eran 5 alcoholes (etanol, 2-metilbutanol, 3-metilbutanol, 2-

etilhexanol y 2-FE) y 3 ésteres (etanoato de 3-metil butilo, etanoato de 2-etilhexilo y 2-feniletil 
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etanoato), resaltando que el 2-FE se generó por las 26 especies. Por su parte, Fleischmann et 

al. (2017) identificaron la producción de FAR, TIR y triptol (no hallada en nuestro estudio) en 

C. krusei, C. glabrata y C. albicans. Los investigadores cuantificaron los compuestos y 

observaron que la concentración de TIR era mayor que FAR en C. krusei y C. glabrata, 

mientras que C. albicans los produjo en cantidades similares. En un estudio reciente, se 

concluyó que C. tropicalis, predominante en un sistema de tratamiento de aguas residuales, 

produce diferentes MQS y concentraciones según el medio, sugiriendo que el tipo de matriz 

líquida afecta directamente la producción de estas moléculas (Zhang et al., 2022). Por ejemplo, 

FAR fue la molécula predominante detectada en un medio de extracto de levadura-peptona-

dextrosa (YPD), mientras que 2-FE predominó en un medio inductor de la filamentación. Al 

mismo tiempo, observaron que las concentraciones de FAR y 2-FE disminuían gradualmente 

con el paso del tiempo, en un sistema de depuración de aguas residuales, el cual contenía aceite. 

En los resultados de nuestro trabajo, también se evidenció una disminución de 2-FE y un 

incremento de TIR a medida que transcurrían los días de incubación (Tabla 16). Esto también 

podría indicar que, el tiempo de incubación de los biofilms desempeña un papel importante en 

la producción de estas moléculas en Candida. Tomando en cuenta los hallazgos de este estudio 

y lo reportado en la bibliografía, podemos concluir que las especies de Candida, entre ellas C. 

tropicalis, producen diversos COV, algunos de los cuales son MQS (FAR, 2-FE y TIR) y que 

su producción podría depender del tipo de matriz líquida, de la especie en cuestión y de las 

condiciones de cultivo como el tiempo de incubación. 

III.11.2 Identificación y cuantificación de COV en biofilms de levaduras en presencia de 

bacterias patógenas 

Se está haciendo cada vez más evidente que las MQS, además de tener un papel relevante en 

la comunicación entre las levaduras, participan en las interacciones entre bacterias y las células 

eucariotas (Kim et al., 2021). Teniendo en cuenta que, el 2-FE fue uno de los compuestos más 

abundantes identificados en los biofilms de C. tropicalis (Tabla 16), y que en ciertas 

concentraciones (de 90 a180 mM) ejerce una acción inhibitoria sobre bacterias grampositivas 

(Corre et al., 1990; Lilley & Brewer, 1953), se cuantificó su producción y se evaluó que sucedía 

ante la presencia de L. monocytogenes. Los resultados demostraron que, los biofilms 

monoespecie de C. tropicalis producen 2-FE en un rango variable, y que en los biofilms duales, 

L. monocytogenes no modifica la producción basal de 2-FE en C. tropicalis (Tabla 17). La 

concentración de 2-FE en biofilms de C. tropicalis se mantuvo en un rango de 15,75 mg/l (129 
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μM) a 51,92 mg/l (425 μM), el cual es superior al mínimo (0,6 mg/l) registrado por Zhang et 

al. (2022) en sobrenadantes de C. tropicalis aislada de aguas residuales, pero inferior al máximo 

(246 mg/l) tras 48 h de incubación. Por otro lado, Martins et al. (2007) reportaron que se 

produce una mayor cantidad de 2-FE en biofilms de C. dubliniensis (41,87 µmol/g) que en los 

biofilms de C. albicans (29,39 µmol/g). Aunque estos valores no se pueden comparar 

directamente con los resultados de este estudio debido a la metodología empleada, estos nos 

proporcionan información acerca de la variabilidad que existe entre especies en cuanto a la 

producción de 2-FE y también en cuanto a los métodos de cuantificación seleccionados. Por 

otra parte, analizando los biofilms duales, se podría suponer que el 2-FE no ejerce efecto 

antimicrobiano frente a L. monocytogenes en las condiciones evaluadas, dado que la 

concentración detectada no es suficientemente alta para actuar como tal.  

Siguiendo con el interrogante que, si la presencia de bacterias patógenas puede modificar la 

producción de COV de levaduras, se cuantificó la producción de estos en los sobrenadantes 

generados por biofilms multiespecie sobre MUF (Figura 40). Se detectó y cuantificó alcohol 

amílico en biofilms monoespecie de C. tropicalis y C. krusei, y en esta última se comprobó la 

presencia de acetato de etilo. Se encontraron ambos compuestos en los biofilms duales de las 

levaduras en presencia y ausencia de las bacterias patógenas, y no se apreciaron diferencias 

significativas (p>0,05) en su producción. Se ha informado que alcoholes como el propanol, el 

butanol, y el alcohol isoamílico, tienen una función inductora de la filamentación en S. 

cerevisiae, pero cumplen con una función de inhibición de la filamentación en C. albicans y 

C. dubliniensis (Chen & Fink, 2006). El tipo de alcohol que se produce depende de la 

disponibilidad de aminoácidos como la leucina, isoleucina, valina y treonina, que pueden 

favorecer la producción de alcohol amílico, alcohol isoamílico, butanol y propanol, 

respectivamente (Dickinson, 2008; Lorenz et al., 2000). Se sabe que el acetato de etilo se 

produce por diferentes especies de levaduras como un compuesto aromático, que se forma 

debido a la fermentación de azúcares en pequeñas cantidades (Jolly et al., 2006; Löser et al., 

2014; Willaert & Nedovic, 2006). Westall, (1998) analizó 169 cepas de levadura en cuanto a 

su capacidad para producir metabolitos volátiles durante el cultivo aeróbico. De los 70 volátiles 

identificados, dos tercios eran ésteres, y el acetato de etilo era a menudo el compuesto 

predominante formado por levaduras pertenecientes a Candida, Hanseniaspora, 

Kluyveromyces, Pichi y otros géneros. En biofilms de C. albicans y C. dubliniensis se han 

informado concentraciones de 45,17 µmol/g y 25,9 µmol/g, respectivamente, tras 48 h; en 

ambos casos, los valores se incrementaron ligeramente con la maduración de los biofilms 

(Martins et al., 2007).  
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Al evaluar los resultados de esta sección de forma conjunta, se podría concluir que la presencia 

de bacterias no tiene un impacto significativo en la producción de los COV analizados. Los 

hallazgos de este estudio proporcionan nuevos conocimientos sobre los COV liberados en 

biofilms formados por levaduras y bacterias patógenas de relevancia para la industria 

productora de jugos de fruta. 

III.12 Estrategias de remoción de biofilms  

El segundo objetivo de este capítulo fue evaluar nuevas estrategias de prevención y/o remoción 

de biofilms formados por levaduras en superficies de uso alimentario utilizando tres de los 

COV identificados, que también funcionan como MQS, solas o en combinación con el 

antifúngico NAT. Para ello, se evaluó en una primera etapa el efecto que tenía la adición 

exógena de TIR, 2-FE y FAR sobre biofilms formados por R. mucilaginosa, C. tropicalis, C. 

krusei y C. kefyr, para luego seleccionar el compuesto que tuviera efectos sobre los biofilms y 

así combinarlo con NAT. 

III.12.1 En biofilms de levaduras sobre AI 

Los tratamientos con TIR, 2-FE y FAR mostraron un comportamiento distinto en el 

crecimiento de las levaduras tanto en biofilms monoespecie como en la mezcla. TIR no provocó 

efectos en los recuentos celulares ni en la morfología de las levaduras, aunque se sabe que 

acelera la formación del tubo germinativo y la conversión de las especies de Candida de la 

forma celular a la filamentosa (Chen et al., 2004). Por su parte, el efecto de 2-FE en los biofilms 

monoespecie de C. tropicalis varió en función del momento de su incorporación, 

independientemente de la concentración evaluada (0,05 a 1,2 mM). A diferencia de nuestros 

resultados, Lei et al. (2022) demostraron que el efecto de 2-FE dependía de la concentración; 

la adición de 2-FE (≥ 0,6 mM) aumentaba ligeramente la adhesión de Debaryomyces 

nepalensis, y a menores concentraciones (0,05 - 0,4 mM) no se observaba ningún efecto sobre 

la formación de biofilms. Aunque la presencia de 2-FE no alteró el recuento total en la mezcla 

de levaduras, las imágenes de microscopía de fluorescencia (Figura 44) parecen revelar que 2-

FE tiene como efecto principal el incremento de la densidad de los biofilms. Estos resultados 

pueden relacionarse con estudios previos, que demostraron que 2-FE estimula el crecimiento 

de pseudohifas en especies como S. cerevisiae y D. hansenii (Gori et al., 2011). De los tres 

compuestos evaluados, solo FAR presentó un efecto inhibitorio sobre los biofilms de las 

levaduras, actuando principalmente sobre C. tropicalis. FAR puede actuar como MQS 
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estimulando y/o inhibiendo la formación de biofilms, así como también puede actuar como un 

agente exógeno sobre las especies de Candida. Con relación a este último punto, la adición 

exógena de FAR en el medio de crecimiento puede tener un efecto negativo en el mecanismo 

QS, ya sea limitando la adhesión de las levaduras en las superficies, o creando un efecto tóxico 

sobre las vías metabólicas implicadas en la formación de biofilms (Yapıcı et al., 2021). En este 

sentido, se han propuesto una serie de respuestas fisiológicas; por un lado, FAR actúa 

acumulándose en el medio a medida que proliferan las células y en un determinado momento 

suprime la formación de tubos germinativos (Hornby et al., 2001; Oh et al., 2001; Rodrigues 

& Černáková, 2020). Por otro lado, FAR reduce la hidrofobicidad superficial e induce el estrés 

oxidativo y la posterior apoptosis (Krom et al., 2016). En este estudio, FAR inhibió la transición 

morfológica de las especies de Candida, mientras que R. mucilaginosa fue quien presentó 

menos susceptibilidad (Figura 41, Figura 42, Figura 43). Jarros et al. (2022) informaron que 

la adición de FAR 0,9 mM, concentración cercana a la evaluada en este estudio, no producía 

efectos en el recuento de los biofilms de R. mucilaginosa, pero que esta experimentaba una 

reducción significativa en su actividad metabólica y en la biomasa total de los biofilms cuando 

se exponían a FAR. Otros investigadores (Bezerra et al., 2020; Cordeiro et al., 2013; Ramage 

et al., 2002; Weber et al., 2008) demostraron que FAR inhibe la conversión de la forma de 

levadura a forma filamentosa más que la reducción celular en sí misma y que afecta la actividad 

metabólica. Esto concuerda con nuestros resultados, en los que se observó que la reducción en 

el recuento celular de las especies de Candida no fue superior a una unidad logarítmica. Por su 

parte, Monteiro et al. (2017) informaron una reducción en la viabilidad celular de C. albicans 

y C. glabrata al utilizar una concentración de FAR de 60 mM en biofilms, la cual es una 

concentración 100 veces mayor a la utilizada en el presente estudio. Las diferencias en los 

resultados podrían deberse a que las especies de Candida evaluadas en nuestro estudio son más 

sensibles al FAR, por lo que se requieren concentraciones menores para alcanzar los mismos 

valores de reducción.  

Otro punto interesante para mencionar es que el efecto de FAR agregado puede depender del 

momento en el cual se adiciona. Anteriormente, se ha reportado que, si la transición de 

levaduras a hifas se produce antes del agregado del compuesto, no habrá ningún efecto 

regulador aparente (Henriques et al., 2007). Zhang et al. (2022) sustentaron esta idea y 

reportaron que, después de inducir la filamentación de C. tropicalis durante 24 h, las células 

de levadura se transformaron en micelio, y la suplementación con (E, E)-FAR no impidió el 

alargamiento continuo del micelio existente. En consecuencia, los autores proponen que la 

regulación de la transformación morfológica de las células de levadura a través de MQS debería 
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realizarse en las etapas iniciales del proceso de filamentación celular (0-24 h). Esto se observó 

no solo con FAR, sino también con 2-FE y TIR (Chen et al., 2004; Zhang et al., 2022). 

Los estudios presentados hasta ahora (Bezerra et al., 2020; Cordeiro et al., 2013; Ramage et 

al., 2002), incluyendo este trabajo, proporcionan evidencias de que FAR impide el dimorfismo 

(cambio morfológico de levadura a una estructura filamentosa), la adhesión y/o la formación 

de biofilms en varias especies de levaduras, tales como C. tropicalis, C. albicans, C. glabrata, 

C. krusei, Fusarium keratoplasticum y Trichosporon spp. 

FAR, además de ser un agente regulador por sí mismo, puede aumentar el efecto inhibitorio en 

combinación con otros agentes antifúngicos, como, por ejemplo, fluconazol, anfotericina B, 

micafungina (Bezerra et al., 2020; Fernández-Rivero et al., 2017; Katragkou et al., 2015). Por 

ejemplo, se ha evidenciado que altas concentraciones de FAR tienen un efecto aditivo en 

combinación con anfotericina B sobre los biofilms de C. tropicalis formados en PTFE 

(Fernández-Rivero et al., 2017), y, un efecto sinérgico con anfotericina B, fluconazol y 

micafungina sobre biofilms de C. albicans (Katragkou et al., 2015).  

En esta tesis, el compuesto antifúngico que se combinó con FAR fue NAT. Como se ha 

señalado, NAT sola o en asociación con otros agentes antimicrobianos (nisina, quitosano, 

alginato) se presenta como una alternativa a los compuestos sintéticos para prolongar la vida 

útil de los productos alimenticios mediante la protección de sus propiedades fisicoquímicas y 

bioactivas (Duran et al., 2016; Karaman et al., 2020; Küçük et al., 2020; Ollé Resa et al., 2014; 

Santos et al., 2018). Al aplicar concentraciones de 0,3 a 1,2 mM de NAT, la viabilidad celular 

de los biofilms de C. tropicalis se redujo significativamente (Figura 45). El efecto de NAT fue 

dependiente del tiempo de exposición (2, 6, 24 y 48 h) y de la concentración evaluada, tal como 

se reporta en los estudios realizados sobre biofilms de S. cerevisiae (Gallo & Jagus, 2007). Al 

mezclar estas concentraciones con FAR, no se apreciaron cambios en los valores de reducción 

en el rango de concentraciones evaluadas. En contraste, la adición de FAR provocó un ligero 

incremento en el crecimiento de C. tropicalis durante las primeras 6 h de formación del biofilm 

(Figura 45). Esto puso de manifiesto que la capacidad de inhibición de FAR es claramente 

inferior a la demostrada por NAT. No obstante, la mayor concentración de NAT permitida en 

bebidas por la FDA es aprox. 0,01 mM (Lewis et al., 2015). Por este motivo, se redujo la 

concentración de NAT a 0,01 mM y se combinó con FAR 0,6 mM sobre biofilms monoespecie 

de levaduras sobre AI. En C. tropicalis, los efectos inhibitorios de FAR mejoraron el 

rendimiento de NAT (se muestra en la Figura 46) y causaron una evidente interrupción de la 

estructura del biofilm en comparación con las células tratadas solo con NAT 0,01 mM desde 

las primeras etapas (6 h) de formación (Figura 47). La combinación mejoró significativamente 
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los efectos inhibitorios de NAT en todos los tiempos de incubación, causando un efecto 

sinérgico a partir de las 6 h de incubación. Con NAT 0,01 mM + FAR 0,6 mM se observaron 

efectos similares a los obtenidos con NAT a 0,6 y 1,2 mM a las 24 y 48 h. Esto sugiere que la 

concentración de NAT podría reducirse cuando se combina con FAR sin que esto afecte la 

capacidad de NAT para inhibir a C. tropicalis. Al añadir FAR, la dosis de NAT se puede reducir 

100 veces sin consecuencias adversas en la inhibición del biofilms. Aquí se puede ver el efecto 

máximo de la combinación, el cual se corresponde con una reducción de 5 unidades 

logarítmicas.  

Según corresponde a NAT, algunas especies y algunas cepas dentro de una especie tienen baja 

sensibilidad natural, por ejemplo, para el género Aspergillus (Lalitha et al., 2008; Xu et al., 

2009). En este sentido, se observó que, comparando entre las especies de R. mucilaginosa, C. 

krusei y C. kefyr, esta última presentó mayor susceptibilidad al exponerse a NAT+FAR. 

Después de décadas de exponer los alimentos a NAT, ni mohos ni levaduras fueron reportados 

como resistentes frente a este compuesto, lo cual es bastante notable en comparación con otros 

conservantes. En general, las levaduras son menos resistentes (concentración inhibitoria 

mínima -CIM- por debajo de 5 ppm) que los mohos (CIM por encima de 10 ppm) (Lule et al., 

2015). Para S. cerevisiae se ha reportado una CIM de NAT de 1,8 µM, para C. krusei, C. 

albicans y C. parapsilosis de 3,6 µM, mientras que para R. mucilaginosa de 4,2 µM (Streekstra 

et al., 2016). Las diferencias en cuanto a la susceptibilidad entre especies de levaduras podrían 

ser causadas por diferentes factores que incluyen la composición de la pared celular (por ej., 

permeabilidad), la membrana plasmática (por ej., proteínas resistentes a múltiples fármacos) 

(Chamilos & Kontoyiannis, 2005; Rotowa et al., 1990; Stern, 1978) a la presencia de proteínas 

protectoras (Blum et al., 2013) o probablemente se deba a una baja concentración o acceso 

deficiente al objetivo principal de la NAT en la membrana celular: el ergosterol (te Welscher 

et al., 2008; van Leeuwen et al., 2008).  

Las predicciones sobre el modo de acción de los agentes antimicrobianos requieren 

investigaciones exhaustivas que incluyan sus interacciones con el entorno circundante 

(Hyldgaard et al., 2012). Estas interacciones tienen un impacto importante en la susceptibilidad 

y resistencia de los microorganismos, por lo que revelar qué tan susceptible podría ser un 

microorganismo en la compleja comunidad en la que están inmersos como en los biofilms se 

convierte en un desafío. 
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III.12.2 Efecto de NAT+FAR sobre cultivos planctónicos y biofilms multiespecie sobre AI y 

MUF 

Los resultados obtenidos en conjunto con trabajos anteriores han establecido claramente que 

FAR y NAT tienen un efecto relevante sobre las levaduras (Bezerra et al., 2020; Karaman et 

al., 2020; Ollé Resa et al., 2014; Xia et al., 2017); sin embargo, no se disponen de datos que 

exploren el efecto de su combinación contra biofilms multiespecie en superficies industriales 

de uso alimentario. El objetivo de esta sección fue evaluar la combinación NAT 0,01 mM + 

FAR 0,6 mM frente a cultivos multiespecie en su forma de células libres (CP) y en biofilms 

multiespecie.  

A pesar de que existen informes en la literatura sobre la adhesión de microorganismos en MUF, 

la mayoría están circunscritos a los biofilms en los sistemas de aguas residuales (Cai & Zhang, 

2013). En consecuencia, los resultados obtenidos aquí ofrecen una información útil sobre los 

biofilms que se desarrollaron en MUF utilizados en procesos de clarificación en la industria 

juguera. 

Es bien sabido que los microorganismos en estado sésil presentan un fenotipo distinto del 

estado planctónico, con mayor resistencia frente a los antimicrobianos (Davies, 2003), y es 

difícil predecir qué tan susceptible es un microorganismo y por qué la susceptibilidad varía de 

una especie a otra, y de una condición a otra. Posterior al tratamiento con NAT+FAR, la 

reducción del recuento celular de la mezcla de levaduras en los CP (Figura 49) fue 

significativamente mayor que en las adheridas tras 24 h, pero no se encontraron diferencias 

significativas (p>0,05) en la combinación multiespecie (Figura 50). En particular, en los 

biofilms, se observó inhibición de las formas filamentosas de las levaduras, alteración de la 

estructura tridimensional y un alto desprendimiento de células de levaduras, permitiendo que 

solo se observen células individuales adheridas a las superficies (Figura 53, tercera columna). 

Cabe destacar que el efecto de la combinación sobre las levaduras no se vio afectada por la 

presencia de L. monocytogenes, S. enterica o E. coli O157:H7; las levaduras fueron 

susceptibles en todos los tiempos analizados, independientemente de las especies bacterianas 

co-adheridas.  

Hasta donde se tiene conocimiento, esta es la primera investigación que explora los efectos 

inhibitorios de NAT + FAR contra biofilms multiespecie en los que coexisten levaduras y 

bacterias; por ende, no es posible establecer una comparación directa entre este estudio y otros. 

NAT y FAR son reconocidos por su acción contra las levaduras, y no existen registros sobre la 

actividad antibacteriana de ambos compuestos combinados en patógenos bacterianos 
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transmitidos por los alimentos. Tras analizar el efecto de NAT+FAR sobre las bacterias, L. 

monocytogenes se vio afectada tanto en CP como en biofilms multiespecie. Por el contrario, la 

viabilidad celular de E. coli y S. enterica en CP no se modificó, pero sí se vio afectada en los 

biofilms multiespecie. Vale la pena mencionar que en este microhábitat, levaduras y bacterias 

interactúan entre sí, con la superficie y con la matriz alimentaria, tanto física como 

químicamente, y los microorganismos generan diferentes metabolitos que son esenciales para 

la regulación del crecimiento celular y la formación de biofilms (Khan et al., 2021). Los 

cambios generados en este microambiente podrían aumentar la hidrofobicidad de los 

compuestos similares a FAR ayudándolos a penetrar o a disolver la membrana celular (Burt, 

2004; Yousefi et al., 2020). Teniendo esto en cuenta, una posible explicación a las diferencias 

observadas entre L. monocytogenes, E. coli y S. enterica en CP podrían deberse a la estructura 

de las capas externas de la envoltura celular (Breijyeh et al., 2020; Burt, 2004; Calo et al., 2015; 

Pietrysiak et al., 2019). Sin embargo, esto no aclara completamente el efecto de NAT+FAR 

sobre los patógenos bacterianos en biofilms multiespecie. A partir de la investigación actual, 

es posible plantear la hipótesis de que estos resultados son probablemente una consecuencia de 

la acción de NAT+FAR sobre las levaduras. La escisión del EPS, el desprendimiento de las 

levaduras y la falta de la estructura tridimensional podrían favorecer el desprendimiento y 

evitar la permanencia de los patógenos bacterianos en las superficies. Considerando todas las 

posibles explicaciones, se puede especular con un proceso multifactorial que involucra las 

interacciones fisicoquímicas entre las células, la superficie y la matriz alimentaria, junto con la 

inhibición del cambio morfológico de las levaduras, influyen negativamente en la 

supervivencia y la unión de L. monocytogenes, S. enterica y E. coli. Esto sugiere la necesidad 

de nuevos estudios con más enfoque en el efecto de NAT+FAR en los patógenos transmitidos 

por los alimentos.  

Los resultados sobre biofilms pueden estar asociados, en parte, con los que Lopes et al. (2021) 

reportaron al examinar la actividad antimicrobiana de FAR en concentraciones que oscilan 

entre 8,0 y 128 μg/ml contra bacterias grampositivas y gramnegativas. Estos autores notificaron 

actividad antibacteriana en especies grampositivas, tales como Staphylococcus spp., 

Streptococcus spp. y Enterococcus spp., y se planteó que FAR era eficaz tanto para reducir la 

biomasa como para eliminar las bacterias en los biofilms, demostrando una notable afinidad de 

unión con proteínas específicas implicadas en la producción de biofilms. No obstante, los 

investigadores no lograron evidenciar la actividad antibacteriana de FAR contra especies 

gramnegativas en las concentraciones evaluadas. En cuanto a NAT, Mohamed et al. (2005) 

informaron un pequeño efecto inhibidor, aunque significativo, sobre el número de UFC 
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bacterianas aisladas del suelo, lo que demostró que se alteraba la estructura de la comunidad 

bacteriana en comparación con el control sin NAT. Conforme a eso, Shah et al. (2020) 

encontraron que diferentes concentraciones de NAT (5-1,00 y 1,50 g/l) redujeron el 

crecimiento de levaduras, bacterias aeróbicas y enterobacterias en el ensilaje de Pennisetum 

híbrido. Aunque no se ha confirmado el efecto inhibitorio de NAT sobre bacterias, se podría 

suponer que, si existe, el mecanismo de acción sería distinto al de las levaduras. 

Retomando el segundo objetivo establecido al inicio de este estudio, es posible concluir que la 

susceptibilidad de las levaduras a NAT+FAR se mantuvo independientemente de las 

superficies utilizadas y las bacterias co-adheridas. La interrupción de la estructura 

tridimensional de los biofilms multiespecie en las superficies de AI y MUF por NAT+FAR en 

jugo de manzana es un hallazgo clave, dado que el uso de esta combinación sería ventajoso 

frente a otros agentes antimicrobianos que no penetran en la biopelícula debido al EPS que 

actúa como una barrera protectora. Al mismo tiempo, esta reducción tiene un impacto adverso 

en la persistencia y la adherencia de patógenos bacterianos transmitidos por los alimentos en 

las condiciones estudiadas. 
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CONCLUSIONES Y PERSPECTIVAS 

Los biofilms representan una fuente de contaminación de los alimentos causada por 

microorganismos patógenos y alterantes y han sido objeto de gran atención. Esta tesis se centró 

en evaluar los factores bióticos y abióticos que influyen en la formación y maduración de los 

biofilms, y en estudiar estrategias de biocontrol para su prevención y/o remoción.  

Los resultados del Capítulo I brindan evidencias que la adhesión y formación de biofilms de 

L. innocua y L. monocytogenes dependen de factores que incluyen a la propia especie 

(hidrofobicidad, producción de curli y celulosa, agregación, capacidad de supervivencia y 

adhesión) y a factores externos (matriz alimentaria, pH, temperatura de incubación). Por otra 

parte, se evidenció que las levaduras asociadas al deterioro en la producción de jugos de frutas, 

como R. mucilaginosa, C. tropicalis, C. krusei y C. kefyr, favorecen la adhesión y la 

supervivencia de bacterias patógenas alimentarias, como L. monocytogenes, S. enterica y E. 

coli O157:H7, en superficies de uso alimentario (AI y MUF).  

Estas asociaciones bacterias-levaduras podrían contribuir a eventos de contaminación cruzada 

en ambientes alimentarios. Uno de los principales retos actuales es la necesidad de nuevas 

herramientas capaces de prevenir la formación de biofilms o remover los biofilms existentes 

de forma eficaz y así evitar la aparición de resistencias microbianas y la posible contaminación 

cruzada. Los procesos tradicionales de limpieza y desinfección utilizados presentan conocidas 

desventajas, como la toxicidad de los agentes de desinfección o la promoción de resistencia y/o 

tolerancia microbiana a los mismos. El uso de concentraciones inadecuadas de desinfectantes 

en la industria alimentaria es una de las principales causas de persistencia de patógenos sobre 

las superficies de producción y un problema de salud a nivel mundial, por lo que se justifica el 

estudio de nuevas estrategias de biocontrol mediante MQS y la evaluación de la eficacia de 

bacterias lácticas para el control de los microorganismos deteriorantes y patógenos causantes 

de ETA.  

En este sentido, en el Capítulo II se analizó el empleo de Lb. rhamnosus ATCC 53103 y Lb. 

casei ATCC 393, para su posible aplicación como estrategias de biocontrol sobre bacterias 

patógenas de relevancia en la industria alimentaria. Nuestros resultados sugieren que estas BAL 

pueden considerarse buenas candidatas para controlar la adhesión y/o supervivencia de 

patógenos transmitidos por los alimentos en industrias relacionadas con la producción de jugo 

de manzana, principalmente cuando se adhieren previamente a las superficies en forma de 

biofilms protectores. El desarrollo de un biofilm protector con BAL podría dar una respuesta 

adicional a la necesidad de agentes antiadhesivos y antibiofilm alternativos que contribuyan a 
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mitigar, de manera ecológica, la insuficiente respuesta de los biofilms a los métodos de control 

convencionales en uso actual. Sin embargo, para confirmar la posible aplicación de estas 

especies como agentes de biocontrol se deben realizar análisis más detallados respecto a la 

alteración de las propiedades de los alimentos y también al modo de empleo en las condiciones 

de producción real.  

Finalmente, en el Capítulo III, se identificaron los COV de biofilms de C. tropicalis adheridos 

a AI en jugo de manzana y los resultados demostraron que se liberan tres MQS, TIR, 2-FE y 

FAR. Además, la producción de COV depende de la especie a evaluar (en nuestro caso C. 

tropicalis y C. krusei) y de las condiciones del ambiente (tiempo, temperatura, matriz 

alimentaria). Al estudiar el empleo de TIR, 2-FE y FAR como agentes inhibidores, se observó 

que solo FAR inhibe a las levaduras cuando forman biofilms monoespecie y en la mezcla de 

levaduras. Se demostró también, la susceptibilidad de las levaduras ante la presencia de FAR 

combinado con el agente antifúngico NAT, y el efecto se mantuvo independientemente de las 

superficies alimentarias evaluadas (AI y MUF) y las bacterias co-adheridas. La interrupción de 

la estructura tridimensional de los biofilms multiespecie en superficies de membrana AI y MUF 

por NAT + FAR en jugo de manzana es un hallazgo clave, ya que el uso de esta combinación 

sería ventajoso sobre otros agentes antimicrobianos que no logran penetrar en la biopelícula 

debido a los compuestos liberados y a la propia matriz de EPS de los biofilms que actúan como 

una barrera protectora. Además, esta reducción probablemente tiene un impacto adverso en la 

persistencia y la adhesión de patógenos bacterianos transmitidos por los alimentos en las 

condiciones estudiadas. La combinación de NAT + FAR podría usarse para diseñar 

conservantes y productos de limpieza a fin de prevenir la formación de biofilms en plantas de 

procesamiento de jugos. La aplicación de estos compuestos en líneas de procesamiento de jugo 

de manzana como métodos complementarios de higienización, permitiría el uso de 

concentraciones más bajas de agentes químicos comúnmente utilizados, como ácidos orgánicos 

e hipoclorito de sodio.  

 

Las estrategias de prevención y remoción de los biofilms presentan múltiples desafíos, desde 

la identificación o el descubrimiento de nuevos antimicrobianos para su inclusión en nuevas 

formulaciones biocidas hasta el diseño de estrategias de descontaminación física eficaces para 

la inactivación de células, asociadas a biofilms en contacto con alimentos o el desarrollo de 

nuevos agentes de control biológico (Alvarez-Ordóñez et al., 2019). En base a nuestros 

resultados, se podría proponer un enfoque combinado: inhibición de la formación de biofilms 

por BAL + remoción de biofilms por compuestos antimicrobianos naturales. Es decir, las 
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superficies de uso de la industria alimentaria se podrían pre-acondicionar con BAL, para 

prevenir la adhesión de microorganismos causantes de ETA, y esto se podría combinar con 

NAT+FAR que actuarían, previniendo la proliferación de las levaduras sobre la superficie y 

modificando la estructura tridimensional de los biofilms. 
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ANEXO 

Trabajos publicados y presentaciones a congresos 

Los resultados obtenidos a partir de los ensayos realizados en la presente tesis sirvieron para 

su publicación en congresos de la especialidad de alcance nacional e internacional además de 

artículos científicos en revistas de reconocimiento internacional y de relevancia en el tema. Los 

mismos se detallan a continuación. 

 

Publicaciones en revistas internacionales  

Tarifa M.C., Agustín, M.R, Brugnoni, L.I. (2023). Biological control of foodborne pathogens by 

lactic acid bacteria: a focus on juice processing industries. Revista Argentina de Microbiología. 

Aceptado para su publicación. (Ref. RAM-D-22-00077). 

Agustín, M. D. R., & Brugnoni, L. (2018). Multispecies biofilms between Listeria monocytogenes 

and Listeria innocua with resident microbiota isolated from apple juice processing equipment. 

Journal of Food Safety, 38(5). https://doi.org/10.1111/jfs.12499  

Agustín, M. del R., Tarifa, M. C., Vela-Gurovic, M. S., & Brugnoni, L. I. (2022). Application of 

natamycin and farnesol as bioprotection agents to inhibit biofilm formation of yeasts and 

foodborne bacterial pathogens in apple juice processing lines. Food Microbiology, 104123. 

https://doi.org/10.1016/J.FM.2022.104123  

Agustín, M., Viceconte, F. R., Vela Gurovic, M. S., Costantino, A., & Brugnoni, L. I. (2019). Effect 

of quorum sensing molecules and natamycin on biofilms of Candida tropicalis and other yeasts 

isolated from industrial juice filtration membranes. Journal of Applied Microbiology, 126(6). 

https://doi.org/10.1111/jam.14248 

 

Resúmenes presentados en congresos  

Nacionales  

✓“Interacción entre microbiota residente de membranas de ultrafiltración y bacterias patógenas 

en biofilms multiespecie”. Agustín M.R., Tarifa M.C., Vela-Gurovic M.S, Brugnoni L.I. 

(2021) XIX Jornadas Argentinas de Microbiología. Argentina. 6 y 7 de octubre. Presentación 

oral. Publicado. 978-987-48142-5-8. 

https://doi.org/10.1111/jfs.12499
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✓“Cuantificación de 2-feniletanol en biofilms de Candida tropicalis mediante HS/SPME”. 

Agustín, M.R., Vela-Gurovic M.S, Brugnoni L.I. (2019) SINAQO XXII, Simposio Nacional 

de Química Orgánica. Argentina. Presentación formato poster. 

✓“Lactobacillus casei ATCC 393 como agente de biocontrol de bacterias patógenas en jugos 

de frutas”. Tarifa M.C., Agustín, M.R., Brugnoni L.I. (2019) XV Congreso Argentino de 

Microbiología. V Congreso Argentino de Microbiología de Alimentos. V Congreso 

Latinoamericano de Microbiología de Medicamentos y Cosméticos. XIV Congreso Argentino 

de Microbiología General (XIV SAMI). Argentina. Publicado. Presentado formato poster. 

ISBN 9789874670151. 25 al 27 de septiembre. Presentación formato poster. 

✓“Caracterización fenotípica de Listeria monocytogenes a diferentes temperaturas: movilidad, 

producción de EPS, supervivencia en jugo de manzana e interacciones con levaduras residentes 

de la industria” Agustín, M.R., Brugnoni L.I. (2018) IV Congreso Argentino de Microbiología 

Agrícola y Ambiental y I Jornada de Microbiología General. Mar del Plata, Argentina, 11, 12 

y 13 de abril. Presentación oral. 

✓ “Biofilms multiespecie formado por Listeria y levaduras aisladas de membranas de 

ultrafiltración de jugo de manzana”. Agustín, M.R., Brugnoni L.I. (2018) IV Congreso 
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del Plata, Argentina, 11, 12 y 13 de abril. Presentación formato poster. 

 

Internacionales  

✓“Eficiencia del hipoclorito de sodio como agente desinfectante sobre levaduras de interés 

industrial”. Marucci P.L., Tarifa M.C., Agustín M.R., Brugnoni L.I. (2022) VIII Congreso 

Internacional de Ciencia y Tecnología de Alimentos. Argentina. 4 a 6 de octubre. Presentación 

formato poster. 

✓“Compuestos de origen microbiano como estrategias de biocontrol de biofilms multiespecie 

formados en superficies de uso alimentario”. Agustín, M.R., Tarifa M.C., Vela-Gurovic M.S, 

Brugnoni L.I. (2021) XXV Congreso Latinoamericano de Microbiología (ALAM) 2021. 

Paraguay. 26 a 29 de agosto. Presentación formato poster. 

✓“Biofilm Formation on Ultrafiltration Membranes by Yeast Strains Isolated from Apple Juice 

Processing Industries”. Agustín M.R., Tarifa María Clara, Brugnoni Lorena. International 
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Conference of Production Research-Americas (ICPR-Americas). Bahía Blanca, Buenos Aires, 

Argentina. 9 al 11 de diciembre. Presentación oral. Publicado. ISBN 2619-1865. 

✓“Efecto inhibitorio de Lactobacillus rhamnosus ATCC 53103 sobre Escherichia coli 

O157:H7, Salmonella enteritidis y Listeria monocytogenes en jugo de manzana”. Tarifa M.C., 

Agustín, M.R., Brugnoni L.I. (2018) VI Simposio Latinoamericano de Inocuidad Alimentaria, 

Buenos Aires, Argentina, 25 al 27 de setiembre. Presentación formato poster. 

✓ “Formación de biofilms duales de Lactobacillus rhamnosus con Listeria monocytogenes, 

Salmonella enteritidis y Escherichia coli 0157:H7 en jugo de uva”. Agustín, M.R., Brugnoni 

L.I. (2018) VI Simposio Latinoamericano de Inocuidad Alimentaria, Buenos Aires, Argentina, 

25 al 27 de setiembre. Presentación formato poster. 
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Investigador responsable: Profesor Schönherr, Holger y Dra. Müller, Mareike. 

Tema del plan: Investigación de estrategias de remoción de biofilms de Pseudomonas spp. 

sobre textiles. 

 

Resumen 

Dado que los biofilms son resistentes a los procesos rutinarios de limpieza y desinfección, es 

necesario desarrollar enfoques más eficaces para contener los biofilms en los tejidos mediante 

diferentes estrategias preventivas y/o de reducción. El presente estudio propone un novedoso 

modelo de ensayo para el crecimiento y la eliminación de biofilms en tejidos del patógeno no 

patógeno Pseudomonas fluorescens y Pseudomonas aeruginosa, uno de los principales 

patógenos nosocomiales oportunistas. Para evaluar la remoción del biofilms se utilizaron tres 

formulaciones (F): 1) a base de detergente; 2) a base de enzima; 3) combinación de detergente 

y enzima (F1/2). Se analizaron mediante diferentes técnicas microscópicas (FE-SEM, SEM, 

3D-laserscanning, microscopía de epifluorescencia), mediante microbalanza de cristal de 

cuarzo con monitorización de la disipación (QCM-D) y recuento en placa.  Los resultados 

demostraron que ambas Pseudomonas spp. forman biofilms maduros sobre los sustratos de 

celulosa tejida, y que tras el tratamiento F1/2 se reducen significativamente (p<0,001) los 

recuentos de células viables de bacterias en los biofilms. Las imágenes de microscopía 

mostraron que tras el tratamiento con F1/2 se producía una clara disrupción de la estructura de 

los biofilms, sólo se observaron bacterias individuales adheridas a la superficie y compuestos 

residuales de la matriz de EPS. El mayor cambio de disipación de masa se observó tras aplicar 

la formulación F1/2 a las superficies cubiertas de biofilms, según las mediciones de QCM-D. 

 

Los resultados obtenidos han sido publicados: 

Monitoring Growth and Removal of Pseudomonas Biofilms on Cellulose-Based Fabrics. 

Agustín, M.d.R.; Stengel, P.; Kellermeier, M.; Tücking, K.-S.; Müller, M. Microorganisms 

2023, 11, 892. https://doi.org/10.3390/microorganisms11040892    
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