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RESUMEN 

La prevención de la contaminación bacteriana desde las superficies en los ambientes de 

elaboración de alimentos, industrias de este sector y ambientes domésticos, requiere de 

productos desinfectantes que sean efectivos frente a distintas especies microbianas, que 

sean seguros durante su empleo y que tengan acción bactericida residual para prote-

ger a las superficies de la adhesión bacteriana. Asimismo, el empleo de superficies con 

propiedades antibacterianas que inhiban la formación de biofilms es una medida para 

evitar la propagación de bacterias patógenas o alterantes de la calidad de los alimentos. 

Los objetivos del presente trabajo fueron: evaluar la eficacia y el efecto residual de pro-

ductos desinfectantes, evaluar superficies con propiedades bacteriostáticas y estudiar la 

formación de biofilms de Flavobacterium psychrophilum en el sector de la acuicultura.

De los resultados obtenidos, la acción bactericida del peróxido de hidrógeno fren-

te a Staphylococcus aureus y Enterococcus hirae sobre superficies de acero inoxidable 

se incrementó al emplearlo conjuntamente con cloruro de benzalconio y polímeros 

catiónicos. Pseudomonas aeruginosa es más sensible en comparación de Staphylococcus 

aureus a la actividad bactericida de productos basados en peróxido de hidrógeno. Los 

productos basados en el cloruro de benzalconio presentaron efecto residual bactericida 

transcurridas 24 horas en las superficies tratadas. El hipoclorito de sodio presenta efecto 

residual al combinarse con otros compuestos como el hidróxido de sodio y el alcohol 

graso etoxilado. Escherichia coli es más sensible que Staphylococcus aureus y Klebsiella 

pneumoniae a la acción antibacteriana del triclosán en superficies de plástico. Las super-

ficies con propiedades bacteriostáticas presentaron mayor grado de actividad en condi-

ciones secas de ensayo en comparación de las condiciones húmedas, encontrándose una 

relación entre la concentración del compuesto bacteriostático y la inhibición bacteriana. 

En condiciones de acuicultura, se observó una mayor actividad bactericida de los desinfec-

tantes sobre las superficies para el peroximonosulfato de sodio al 1,0%, hipoclorito de 

sodio al 5,25%, y la combinación de compuestos formados por tensoactivos y ácido 

láctico. Flavobacterium psychrophilum tiene la capacidad para formar biofilms en su-

perficies de acero inoxidable, superficies plásticas, vidrio y madera. En estas condicio-

nes, la adhesión bacteriana puede inhibirse empleando superficies plásticas con pro-

piedades antibacterianas. 
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ABSTRACT

In prevention of the bacterial contamination from surfaces in the food processing 

environments, industries in this sector and domestic environments requires disinfec-

tant products that have to be effective against different bacterial species, safe during 

their use and have bacterial residual action to protect surfaces of the bacterial adhe-

sion. In the same way, the use of surfaces with antibacterial properties which inhibit 

the biofilm formation is a measure to prevent the spread of pathogenic bacteria and 

the spoilage of the food quality. The objectives of this study were to evaluate the ef-

ficacy and the residual effect of disinfectants products, evaluate the bacteriostatic 

properties of surfaces and study the biofilm formation produced by Flavobacterium 

psychrophilum in the aquaculture sector.

From the results, the bactericidal action of hydrogen peroxide in Staphylococcus aureus 

and Enterococcus hirae on stainless steel surfaces is increased when it is used together 

with benzalkonium chloride and cationic polymers. Pseudomonas aeruginosa is more 

sensitive than Staphylococcus aureus to the bactericidal activity of products based on 

hydrogen peroxide. Benzalkonium chloride products showed bactericidal residual 

effect after 24 hours on the treated surfaces. Sodium hypochlorite has residual effect 

when it is combined with other compounds such as sodium hydroxide and ethoxylated 

fatty alcohol. Escherichia coli is more sensitive than Staphylococcus aureus and Klebsiella 

pneumoniae to the antibacterial action of triclosan on plastic surfaces. Surfaces with 

bacteriostatic properties showed greater activity in dry conditions compared to wet 

conditions, which demonstrated a relationship between the bacteriostatic compound 

concentration on the surfaces employed and the bacterial inhibition.

In the aquaculture conditions, the bactericidal activity on surfaces was higher for 

potassium peroxymonosulfate 1,0%, sodium hypochlorite 5,25%, and the combina-

tion of compounds of surfactants and lactic acid. The biofilm formation of Flavobac-

terium psychrophilum appeared on stainless steel surfaces, plastic surfaces, glass and 

wood. Under these conditions, the bacterial adhesion can be inhibited using plastic 

surfaces with antibacterial properties.
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La contaminación bacteriana de los alimentos representa un constante peligro al pro-

vocar brotes de enfermedades que afectan a millones de personas cada año, conside-

rándose un problema emergente de salud pública, tanto en países desarrollados, así 

como en países en vías de desarrollo (Mead et al., 1999; WHO, 2007; EFSA, 2012). 

Estos brotes se originan por prácticas higiénicas inadecuadas del personal, contami-

naciones cruzadas, la contaminación bacteriana desde las superficies de contacto y 

de equipos, las materias primas, transmisión por vectores y otras causas ambientales. 

Dentro de este contexto, las superficies representan una de las vías de contaminación 

bacteriana más frecuentes que se presentan en la industria de los alimentos y en los 

ambientes domésticos (Kusumaningrum et al., 2003; Garret et al., 2008). 

Cuando las condiciones son adecuadas, las bacterias se adhieren a las superficies for-

mando biofilms, que incluso con las prácticas de higiene rutinarias son difíciles de 

eliminar ya que las bacterias en estas condiciones son más resistentes a cambios am-

bientales externos. Así, los biofilms, al poder sobrevivir en los entornos de las plantas 

de alimentos, durante largos periodos de tiempo, se han convertido en un problema 

en un amplio sector de las industrias de alimentos (Kumar y Anand, 1998; Jessen y 

Lammert, 2003; Sharma y Anand, 2002).

Siendo uno de los principales objetivos del sector de la elaboración de alimentos 

el proporcionar productos seguros a los consumidores, se ha elaborado el sistema 

APPCC (Análisis de peligros y puntos de control críticos) para determinar los riesgos 

de contaminación en los centros de elaboración de alimentos y garantizar la inocui-

dad de los productos elaborados. Para implementar un adecuado sistema APPCC, 

es esencial instaurar planes de higienización por medio de adecuados programas de 

limpieza y desinfección, con el objetivo de controlar la propagación de los microorga-

nismos en los ambientes alimentarios.  

Las directivas europeas en materia de higiene indican que las plantas de procesado de 

alimentos deben presentar un alto nivel de condiciones sanitarias (Arvanitoyannis et 

al., 2005). Con este objetivo, se emplean desinfectantes que demuestren eficacia an-

tibacteriana cuando son utilizados en las concentraciones adecuadas y en ámbitos de 

aplicaciones definidos. 
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Para garantizar la eficacia de los productos desinfectantes frente a la microbiota con-

taminante y patógena, previamente al uso comercial de estos productos, se requieren 

procedimientos para evaluar la actividad antibacteriana con distintas cepas bacteria-

nas y condiciones de ensayo: en suspensión, condiciones prácticas de uso sobre su-

perficies, en presencia de materia orgánica y en condiciones reales para su uso (Rey-

brouck, 1998; Van Klingeren, 2007).

Incluso con los programas de limpieza y desinfección, las bacterias adheridas a las su-

perficies formando biofilms pueden mostrar una alta resistencia a los desinfectantes, 

no eliminándose en la medida de lo esperado. El desarrollo de nuevos métodos para 

el control higiénico de las superficies y la prevención de la adherencia bacteriana, son 

vías de desarrollo para evitar la propagación de bacterias patógenas o alterantes de los 

alimentos. 

Los tipos de superficies juegan un importante papel en la adhesión bacteriana. Gene-

ralmente, cualquier superficie es vulnerable al desarrollo de biofilms, estos incluyen 

plásticos, vidrio, madera y productos alimenticios (Srey et al., 2013). Con el objetivo 

de evitar la adherencia bacteriana y el posterior desarrollo de biofilms, se han estable-

cido diversas estrategias, desde el empleo de productos desinfectantes con acción bac-

tericida residual sobre las superficies y el desarrollo de materiales que incluyen en su 

composición compuestos con propiedades antibacterianas como el triclosán, cobre, 

zinc, plata, etc. que inhiben la adherencia bacteriana y por consiguiente la propaga-

ción de los microorganismos (Meyer, 2003; Simões et al., 2010). 

Los estudios sobre la adherencia bacteriana a superficies en ambientes acuáticos, esta-

blecieron los modelos para conocer el desarrollo de los biofilms desde comienzos del 

siglo XX. El continuo uso del agua para prácticamente todas las actividades humanas 

puede ser el origen de la diseminación de diversas enfermedades bacterianas que se 

propagan desde los biofilms (Huq et al., 2008). De las actividades acuáticas, la acui-

cultura como sector de producción para la alimentación humana debe hacer frente a 

retos relacionados con la sanidad y la seguridad de sus productos. A nivel mundial, en 

el año 2012, la producción proveniente de la acuicultura se equiparaba con la pesca 

de captura, estimándose que la producción acuícola se incrementará en el futuro para 
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compensar el aumento de los requerimientos alimentarios de la población humana 

y el estancamiento de la producción pesquera de captura (FAO, 2012; Naylor et al., 

2009).

Uno de los retos originados por el constante aumento de la producción en la acuicul-

tura, es el control y la prevención de la propagación de las enfermedades bacterianas 

que afectan a los peces de crianza (Qian et al., 2007; King et al., 2008). De las en-

fermedades de origen bacteriano en la acuicultura, Flavobacterium psychrophilum es 

responsable de cuadros patológicos en especies de peces salmónidos en todo el mun-

do (Cipriano y Holt, 2005). Dadas las condiciones ambientales en que se desarrollan 

las flavobacterias, la comprensión del proceso de la formación de biofilms de estos 

microorganismos como reservorio de enfermedades en peces, puede aportar nuevos 

conocimientos de los mecanismos involucrados en la prevención y propagación de las 

enfermedades bacterianas.





 2.   OBJETIVOS





9

OBJETIVOS

2.1. OBJETIVOS GENERALES

Los objetivos generales planteados en este trabajo fueron: 

•	 Estudiar la eficacia y el efecto residual de diferentes productos desinfectantes sobre 

superficies de acero inoxidable.

•	 Evaluar la actividad bacteriostática de superficies elaboradas con compuestos anti-

bacterianos.

•	 Estudiar la eficacia de productos desinfectantes y la formación de biofilms en con-

diciones de acuicultura.

2.2. OBJETIVOS ESPECÍFICOS

•	 Evaluar la eficacia de productos desinfectantes a base de peróxido de hidrógeno. 

•	 Comparar la eficacia de productos a base de peróxido de hidrógeno sobre Staphylo-

coccus aureus y Pseudomonas aeruginosa.

•	 Evaluar el efecto residual bactericida de productos desinfectantes a base de cloruro 

de benzalconio y de hipoclorito de sodio.

•	 Evaluar la eficacia bacteriostática de superficies con propiedades antibacterianas en 

condiciones secas y húmedas de ensayo.   

•	 Evaluar la inhibición bacteriana de superficies con propiedades antibacterianas, me-

diante la formación de halos de inhibición bacterianos.

•	 Evaluar productos con actividad desinfectante en la población bacteriana ambiental 

obtenida del agua circulante para los tanques de crianza de peces en el sector de la 

acuicultura.

•	 Estudiar la formación de biofilms en Flavobacterium psychrophilum en distintos ma-

teriales utilizados en la crianza acuícola de peces.
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3.1. ENFERMEDADES DE ORIGEN BACTERIANO TRANSMITIDAS  

POR ALIMENTOS

Es incuestionable el beneficio de la industrialización en la producción de alimentos 

al permitir cubrir la constante demanda mundial de estos productos ante el continuo 

aumento de la población. Con el objetivo de proporcionar alimentos seguros, se han 

mejorado los procedimientos higiénicos, pero también, actualmente, los riesgos para la 

salud existentes a lo largo de la historia se han globalizado. Los microorganismos son 

ubicuos y por la producción intensiva de alimentos, la cantidad de consumidores de 

alimentos preparados o por el constante incremento de personas que comen en colec-

tividades, ante un brote de enfermedad de origen alimentario, el número de afectados 

puede incrementarse significativamente si los controles en la elaboración y manipula-

ción de los alimentos no han sido los adecuados (FAO y WHO, 2002).

La Organización Mundial de la Salud (OMS) define a las enfermedades transmitidas 

por los alimentos como “el conjunto de síntomas originados por la ingestión de agua 

y/o alimentos que contienen agentes biológicos o no biológicos que afectan la salud 

del consumidor en forma aguda o crónica y a nivel individual o de grupos de perso-

nas”. Las enfermedades de origen alimentario representan un grave peligro para las 

zonas densamente pobladas; las de origen bacteriano y/o sus toxinas producen brotes 

en todo el mundo, desde los países menos desarrollados a los más desarrollados. Sin 

embargo, el número de países con adecuados programas de vigilancia de las enferme-

dades transmitidas por alimentos es limitado en la actualidad (Rocourt et al., 2003; 

WHO, 2007). 

En el año 2010 se documentó un total de 5262 brotes de enfermedades de origen ali-

mentario en la Unión Europea, causando 43473 casos, 4695 hospitalizaciones y 25 

muertes. La mayoría de los brotes registrados fueron causados por Salmonella, agentes 

víricos, Campylobacter y toxinas bacterianas. Los alimentos que con mayor frecuencia 

estuvieron involucrados en estos brotes fueron los huevos, comidas mixtas o de bufés y 

vegetales y sus subproductos (EFSA, 2012).

Se estima que solo en los Estados Unidos las enfermedades transmitidas por alimen-

tos afectan cada año a 76 millones de personas, causando 325000 hospitalizacio-
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nes y 5000 muertes (Mead et al., 1999), además de generar altos costes económicos 

(Scharff, 2010). 

En países en vías de desarrollo, por falta de los medios adecuados, el control de las 

enfermedades transmitidas por los alimentos no ha recibido suficiente atención den-

tro del contexto social y económico. Sin embargo, se estima que se producen con una 

frecuencia similar o mayor que en los países desarrollados. Como la mayoría de los 

casos que se presentan en estos países no son reportados, la dimensión del problema es 

desconocida, no llegándose a conocerse el verdadero impacto que tiene sobre la salud 

pública. En este contexto, en un estudio realizado en Tanzania, se estimó que en el pe-

riodo comprendido entre los años 1992 a 1998, las enfermedades transmitidas por el 

agua y los alimentos representaron una de las cuatro causas más frecuentes de muertes 

en personas adultas de este país (Setel y Hemed, 2000). 

Como otros alimentos, los productos obtenidos de la pesca y la acuicultura para el con-

sumo humano pueden ser la causa de enfermedades bacterianas. En España, durante 

el periodo de 1994 al 2003, la segunda causa de brotes de enfermedades transmitidas 

por los alimentos fue por el consumo de pescados y mariscos con un 9,7% de los brotes 

notificados (RNVE, 2003). 

3.2. SUPERFICIES Y CONTAMINACIÓN CRUZADA

En el área de la alimentación, la contaminación bacteriana puede provenir de los 

componentes de las materias primas, superficies contaminadas, personas que están 

en contacto con los alimentos y el ambiente donde se elaboran. Ya desde la anti-

güedad, se sugirió que muchas de las enfermedades que afectaban a los humanos 

eran transmitidas por el contacto con superficies contaminadas. Más adelante, fue 

reconocido que el contacto indirecto con superficies contaminadas es una vía para la 

transmisión de enfermedades. 

La función que una superficie contaminada cumple en la transmisión de diversas en-

fermedades depende de la presencia de un agente infeccioso, la capacidad del agente 

infeccioso para sobrevivir en la superficie y la facilidad para ser transferido hacia un 

huésped susceptible. Teniendo en cuenta estos criterios, las probabilidades de con-
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traer infecciones desde superficies contaminadas aumentan considerablemente (Fu 

et al., 2007). En este contexto, varios estudios han establecido que la contaminación 

cruzada de bacterias y virus patógenos presentes en los lugares donde se elaboran 

alimentos podrían ser el principal factor que contribuye, de forma esporádica o en 

forma de epidemia a la propagación de las enfermedades transmitidas por los ali-

mentos (Chen et al., 2001; Bloomfield, 2003). 

Así mismo, diversas especies de bacterias patógenas son capaces de adherirse a las 

superficies, incluso seguir siendo viables después de la limpieza y desinfección, con-

virtiendo a las superficies en una importante fuente de contaminación (Frank y Koffi, 

1990; Kusumaningrum et al., 2003; Reij y Den Aantrekker, 2004). 

La Organización Mundial de la Salud determinó que en el ámbito europeo el 25% 

de las toxiinfecciones alimentarias están relacionadas con la contaminación cruzada, 

siendo las de origen bacteriano desde las superficies, una de las vías más frecuentes, 

tanto en la industria alimentaria, así como en el ámbito doméstico (WHO, 1995). 

En Inglaterra y Gales, de los brotes de enfermedades bacterianas relacionados con 

el consumo de alimentos en el periodo de los años 1999 al 2000, la contaminación 

cruzada durante la preparación de los alimentos fue el factor que más contribuyó a 

la propagación de estos brotes (WHO, 2003). Del mismo modo, en EE UU, la con-

taminación cruzada vía equipos y las escasas prácticas de higiene del personal en la 

preparación de los alimentos contribuye de forma considerable a la propagación de 

los microorganismos (Olsen et al., 2000). 

3.3. ADHERENCIA BACTERIANA A SUPERFICIES

Las bacterias proliferan de dos formas, como formas unicelulares en una fase acuosa 

y que son conocidas como células planctónicas o como células adheridas a superfi-

cies sólidas formando biofilms (Marshall, 1992; Carpentier y Cerf, 1993). Se estima 

que en los ambientes naturales, el 99% de todas las células bacterianas que existen se 

encuentran adheridas o formando biofilms en las superficies y tan solo el 1,0% viven 

como células planctónicas (Dalton y March, 1998). 
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3.4. BIOFILMS

Un biofilm puede definirse como un conjunto de microorganismos adheridos a una 

superficie, encapsulados en una matriz polimérica hidratada que se denomina colecti-

vamente “matriz” o “sustancia polimérica extracelular” (EPS). La matriz es sintetizada 

por los propios microorganismos y está formada por aproximadamente un 95% de 

agua, junto a polisacáridos, proteínas, ácidos nucleicos, minerales, etc. (Carpentier y 

Cerf, 1993; Costerton et al., 1995). 

Los biofilms bacterianos representan una estrategia de sobrevivencia procariota. La 

principal función de la matriz de un biofilm es permitir a las bacterias mantenerse 

unidas y protegidas frente a cambios externos como fluctuaciones de humedad, cam-

bios de temperaturas, acción de productos desinfectantes, presencia de antibióticos, 

anticuerpos, bacteriófagos, etc.; además de proporcionar a los microorganismos una 

concentración de nutrientes necesarias y facilitar la eliminación de los residuos bacte-

rianos (Davey y O’toole, 2000; Hall-Stoodley y Stoodley, 2005).

La estructura de un biofilm está condicionada tanto a factores biológicos, físicos y quí-

micos. Esos factores incluyen fuerzas hidrodinámicas, la viscosidad del medio donde 

se forma y la composición de la matriz. Un biofilm puede contener una o más especies 

bacterianas, donde la adhesión y restos metabólicos de una especie pueden servir para 

el desarrollo de otras especies. Estas características permiten que los biofilms puedan 

desarrollarse sobre superficies hidrófobas, hidrófilas, bióticas o abióticas, que presenten 

un entorno hidratado; y si no es abundante, que puedan conservar una mínima pre-

sencia de nutrientes necesarios para su desarrollo(Marshall, 1992; Sauer et al., 2003).

La capacidad para formar biofilms no parece restringirse a algunos grupos específicos 

de microorganismos y se considera que bajo condiciones ambientales adecuadas, la 

inmensa mayoría de las bacterias pueden existir dentro de los biofilms (Donlan, 2002; 

Thomas y Nakaishi, 2006).

3.5. PROCESO DE FORMACIÓN DE LOS BIOFILMS 

El proceso de formación de los biofilms depende básicamente de la especie bacteriana, 

su ciclo vital y las interacciones que se produzcan con el medio donde se desarrollan. El 
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ciclo vital de un biofilm en una superficie abiótica es un proceso dinámico que puede 

ser dividido en (Kumar y Anand, 1998):

1. Acondicionamiento para su desarrollo, 

2. Adhesión celular, 

3. Formación de microcolonias, 

4. Formación del biofilm, 

5. Desprendimiento y dispersión de los biofilms.

1. Acondicionamiento para su desarrollo 

La formación de los biofilms puede producirse prácticamente en cualquier superfi-

cie donde las bacterias se encuentren presentes. Cuando una superficie presenta las 

condiciones adecuadas, existe una interacción entre ésta y la fase líquida que provoca 

el transporte de moléculas orgánicas e inorgánicas y los microorganismos hacia las 

superficies por difusión o por los flujos turbulentos de líquidos. La acumulación de 

moléculas orgánicas e inorgánicas en la interfase sólida-líquida de las superficies 

de contacto con los alimentos conduce a una mayor concentración de nutrientes en 

comparación de la fase líquida y estos sustratos dan origen a una capa acondicio-

nada para la adherencia bacteriana (Kumar y Anand, 1998; Dunne, 2002; Garrett 

et al., 2008).

2. Adhesión celular

El segundo paso en la formación de los biofilms es la unión de los microorganismos 

a las superficies previamente acondicionadas. Este proceso puede ser activo o pasivo y 

depende de la motilidad bacteriana o el transporte de las células planctónicas (Kumar 

y Anand, 1998). La alta energía libre y las superficies húmedas promueven la adhesión 

bacteriana, formando microcolonias de unión reversible. Estas uniones son de tipo 

electrostáticas, hidrófobas u originadas por fuerzas de Van der Waals, sin una unión 
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química. A diferencia de la etapa de acondicionamiento, el tiempo para que se produzca 

la adhesión celular depende de las especies bacterianas y los sustratos presentes en las 

superficies (Marshall, 1992; An y Friedman, 1998).

VanHaecke et al. (1990) encontraron que Pseudomonas aeruginosa requiere 30 segundos 

de contacto para adherirse a superficies de acero inoxidable. Mittelman (1998) menciona 

que la leche y sus derivados pueden adsorberse a las superficies en un tiempo de 5 a 10 

segundos, formando un film que facilita la adhesión bacteriana. En esta etapa, las bacte-

rias presentes sobre las superficies siguen mostrando movimientos brownianos y pueden 

ser fácilmente eliminadas aplicando pequeñas fuerzas, pero si esta unión se mantiene el 

tiempo necesario para seguir desarrollándose, aparecen nuevas estructuras químicas y 

físicas que la convierten en una unión permanente (Chmielewski y Frank, 2003). 

3. Formación de microcolonias

La adhesión irreversible con la formación de microcolonias depende del tiempo, la tempe-

ratura, disponibilidad de nutrientes, etc. (Holah, 1995b). En esta fase, las células adheridas 

ya no presentan movimiento browniano, involucrando una adhesión física de las células a 

las superficies por la formación de la “sustancia polimérica extracelular” (EPS). La fase de 

unión irreversible de las células a las superficies puede producirse desde los 20 minutos a 

las 4 horas, en una temperatura comprendida entre 4 ºC y 20 ºC (Gilbert et al., 1991).

4. Formación del biofilm

Dependiendo de las condiciones bacterianas y ambientales, las microcolonias siguen 

produciendo sustancia polimérica extracelular. La composición de un biofilm pue-

de ser heterogénea, debido a la colonización de diferentes microorganismos que re-

quieren diferentes necesidades nutricionales. El aumento adicional en el tamaño del 

biofilm se produce por el depósito o fijación de otros solutos orgánicos e inorgánicos 

y de partículas que se encuentran en la fase líquida circundante. En esta fase, las bac-

terias alteran su metabolismo y se producen cambios en su morfología. Este tipo de 
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adhesión protege a las células del acceso a biocidas, metales y toxinas, haciendo difícil 

su remoción. Para remover las microcolonias se requiere de la aplicación de lavados, 

raspados sobre las superficies o la ruptura química de las fuerzas de fijación a través 

de la aplicación de enzimas, detergentes, surfactantes, desinfectantes y la aplicación de 

calor (Costerton et al., 1981; Sutherland, 1982; Sauer et al., 2003).

5. Desprendimiento y dispersión de los biofilms 

Cuando los biofilms han alcanzado una estructura altamente organizada, condiciones 

ambientales como la presencia de sustancias químicas en el medio fluido y alteraciones 

en los ecosistemas de los propios biofilms, causan que diversas bacterias se desprendan 

de la matriz y entren en el flujo de la corriente líquida. Junto a estas células, diversos 

nutrientes y otros residuos son liberados y transportados a otras superficies. Estas nue-

vas células aprovechan los posibles residuos nutritivos de las superficies para formar 

una capa orgánica y desarrollar nuevos biofilms (Kumar y Anand, 1998; Watnick y 

Kolter, 2000; Dunne, 2002).

Figura 1. Etapas de la formación de un biofilm: 1. Acondicionamiento para su desarrollo, 

2. Adhesión celular, 3. Formación de microcolonias, 4. Formación del biofilm, y 5. 

Desprendimiento y dispersión de los biofilms.

 

Fuente: Kumar y Anand, 1998; Sauer, 2003.



20

REVISIÓN BIBLIOGRÁFICA

3.6. FACTORES QUE INTERVIENEN EN LA FORMACIÓN DE LOS 
BIOFILMS

Factores ambientales como el pH circundante, temperatura del medio, presencia de 

nutrientes y las características de la población bacteriana, desempeñan un papel impor-

tante en los cambios fenotípicos de las células en estado planctónico hacia las formas 

sésiles presentes en los biofilms. 

Una temperatura óptima, junto a una constante fuente de nutrientes para los microor-

ganismos adheridos a una superficie, resultará en una rápida formación de biofilms 

(Stepanovic et al., 2003). La temperatura del medio se correlaciona con la velocidad de 

reacción de las enzimas en el metabolismo bacteriano, y por tanto, afectará el desarrollo 

de muchos procesos fisiológicos y bioquímicos de las células cuando forman un biofilm. 

En este sentido, se ha encontrado que la adherencia óptima de Yersinia enterocolitica a 

superficies de acero inoxidable es de 21 °C en comparación de temperaturas de 35 °C 

o 10 °C (Herald y Zottola, 1988a). En el caso de la bacteria marina Deleya mariana, la 

máxima adhesión a un sustrato hidrófilo se observó a 25 °C, mientras que la adhesión 

fue menor a 19 °C y mucho más débil a una temperatura de 37 °C (Shea et al., 1991).

Mafu et al. (2011) indican que las superficies hidrofílicas e hidrofóbicas no tienen efecto 

en la capacidad de adherencia de Aeromonas hydrophila, Escherichia coli O157:H7 y Sta-

phylococcus aureus; mientras que un pH comprendido entre 6 a 8 influye en la capacidad 

de adherencia bacteriana en ambos tipos de superficies. En otro estudio, se ha observado 

que Yersinia enterocolitica presenta la máxima adherencia cuando se desarrolla a una 

temperatura de 30 ºC y un pH del medio de 8 a 9 (Herald y Zottola, 1988a). 

En el caso de Listeria monocytogenes presenta una óptima adherencia en un pH de 7 

(Herald y Zottola, 1988b) y Pseudomonas aeruginosa presenta la máxima adhesión a su-

perficies de acero inoxidable en el rango de un pH de 7 a 8, óptimo para su metabolismo 

celular (Stanley, 1983). 

El tipo de superficie también influye en la formación de los biofilms. Los que se desarrollan 

en superficies mucosas son fisiológicamente diferentes de aquellos formados en superficies 

inertes, y en general, puede decirse que las bacterias tienden a desarrollarse en superficies 

ásperas e hidrófobas (Pringle y Fletcher, 1983; Characklis et al., 1990; Jones et al., 1999). 
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3.7. PROCESO DE HIGIENIZACIÓN 

El proceso de higienización tiene como objetivo eliminar o reducir al mínimo los 

microorganismos patógenos o alterantes de los alimentos que pueden producir una 

contaminación bacteriana en las industrias de este sector y en los ambientes domés-

ticos (Holah, 1995a). Actualmente, el proceso de higienización se considera el mé-

todo más eficaz para el control de los microorganismos. La higienización implica la 

correcta aplicación de los programas de limpieza y desinfección, que se consideran 

cada uno como parte imprescindible del sistema APPCC que garantiza la calidad y 

seguridad de los productos elaborados en las industrias de alimentos (Salvat y Colin, 

1995). En los ambientes domésticos, sin un adecuado programa de higienización, 

incluso los agentes desinfectantes altamente eficaces en superficies, no reducen los 

niveles de contaminación bacteriana (Rusin et al., 1998). El proceso de la limpieza y 

desinfección debe reevaluar regularmente la lógica que rige sus programas, además 

de tener objetivos claros para cada operación en los diferentes contextos particulares 

donde se aplique (Kahrs, 1995). 

3.7.1. Limpieza

Dentro del proceso de higienización, la limpieza minimiza la presencia de agentes 

microbianos y restos físicos o químicos que afectan la calidad o seguridad de los pro-

ductos alimentarios. Esta operación incluye la eliminación de la suciedad orgánica e 

inorgánica, cuerpos extraños, restos de alimentos y otros residuos mediante la acción 

mecánica y la aplicación de detergentes. Los programas de limpieza se determinan en 

función del tipo de suciedad presente, así como las características de los alimentos 

que son elaborados. Ya que la mayor parte de los microorganismos se encuentran 

unidos a la materia orgánica, de la que se nutren, durante un programa de limpieza 

es de suma importancia eliminar la mayor cantidad de microorganismos junto con 

la suciedad antes de la aplicación de un desinfectante. La facilidad para la operación 

de limpieza es variable según el tipo de materiales donde se apliquen los productos 

químicos (tabla 1). 
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Tabla 1. Facilidad de la limpieza según materiales (*).

Vidrio 100

Acero inoxidable 80

Aluminio 70

Goma 30

Plástico 20

(*) Escala del 0 al 100 (Hyginov, 2001)

3.7.2. Desinfección

La desinfección es el programa que tiene por objetivo reducir las cantidades de mi-

croorganismos contaminantes a niveles que no representen un peligro para la salud 

pública o la calidad de los productos alimentarios. De esta forma, se previene me-

diante el uso de desinfectantes, el desarrollo bacteriano antes de la reanudación de 

una producción en las plantas de alimentos (Holah, 1995a; Bousser, 2002). 

La desinfección condiciona directamente la calidad de los productos, pero los proce-

dimientos que la preceden de prelavado y lavado durante la limpieza son igualmente 

esenciales, ya que desinfectar una superficie cuya limpieza no ha sido la adecuada ca-

rece de sentido (Leveau y Bouix, 2002). Además, una incorrecta desinfección permite 

el crecimiento de biofilms en los entornos de las plantas de procesado de alimentos, 

incrementando el riesgo de reducir la vida comercial de sus productos y la transmisión 

de enfermedades (Frank y Koffi, 1990).

3.8. ETAPAS DE LA LIMPIEZA Y DESINFECCIÓN

Cuando se ha evaluado un protocolo que garantiza la capacidad de los productos 

detergentes y desinfectantes, se debe implementar un procedimiento de limpieza y 

desinfección (Maris, 1998). Este programa, de forma general, debe contemplar las 

siguientes fases (Salvat y Colin, 1995; Hyginov, 2001):
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1. Acondicionamiento del lugar a higienizar:

En esta fase se procede a retirar los residuos de basura, protegiendo sistemas eléc-

tricos y desmontando todos aquellos elementos de los equipos de producción que 

necesiten un procedimiento específico de limpieza o que entorpezcan el normal 

desarrollo de la misma.

2.  Prelavado: 

Es la limpieza inicial y contempla la utilización de agua para eliminar la suciedad 

visible. La temperatura del agua dependerá del tipo de suciedad, siendo recomen-

dable el uso del agua a una mayor temperatura si existe suciedad grasa y parte de la 

carga bacteriana se encuentra adherida a las superficies. 

3.  Limpieza (lavado): 

Se realiza mediante la aplicación de un agente limpiador o detergente que ha sido 

elegido para disolver y solubilizar la suciedad en la superficie sobre la que debe 

actuar.

4.  Aclarado:

Tras la limpieza se procede a eliminar la suciedad que se ha disuelto y se halla en 

suspensión, así como los restos de los detergentes utilizados mediante la aplicación 

de agua potable a media-baja presión, normalmente fría o templada.

5.  Aplicación del desinfectante:

En esta etapa se procede a aplicar los productos desinfectantes de forma manual o 

mecánica, dejándolos actuar un mínimo de tiempo y que puede variar de acuerdo 

con los tipos de desinfectante empleados.

6.  Aclarado final:

El aclarado final tiene por objeto eliminar los residuos de los desinfectantes utili-

zados. Si la limpieza y la desinfección se han realizado conjuntamente, el enjuague 

final servirá para arrastrar la suciedad disuelta y los residuos desinfectantes.
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7.  Secado:

Se procede al secado de todas aquellas superficies que entran en contacto directo 

con los alimentos para protegerlas del agua residual ya que serviría de vehículo di-

seminador de los microorganismos presentes.

3.9. CARACTERÍSTICAS DE UN BUEN DESINFECTANTE 

Dada la diversidad de superficies donde los desinfectantes deben actuar y los distintos 

microorganismos a eliminar, estos deben reunir ciertas condiciones para que su em-

pleo sea eficaz y seguro (Wildbrett, 2000). Entre las características de un buen desinfec-

tante se pueden mencionar:

•	 Que sean eficaces para el mayor espectro de microorganismos. 

•	 No provoquen fenómenos de resistencia.

•	 Se mantengan estables en presencia de residuos orgánicos y de aguas duras.

•	 Que sean solubles en el agua y se eliminen fácilmente con el enjuagado.

•	 No transmitan olores ni sabores a los alimentos.

•	 No sean tóxicos por inhalación o sean irritantes para la piel o las mucosidades en 

condiciones normales de empleo.

•	 No deterioren las superficies con las que entran en contacto.

•	 Acción bactericida de efecto prolongado sobre las superficies.

•	 No resulten contaminantes para el medio ambiente.

3.10. TIPOS DE DESINFECTANTES 

Existe una variedad de desinfectantes empleados en la industria de alimentos, los más 

comunes son los amonios cuaternarios, los productos clorados, los compuestos yodó-

foros y los ácidos (Lentsch, 1979) (tabla 2). En base a sus propiedades, los desinfectan-

tes pueden agruparse en alcoholes, productos oxidantes, reductores, fenoles, productos 

basados en tensoactivos, los productos ácidos y los álcalis (McDonnell y Russell, 1999).
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Tabla 2. Características de los desinfectantes de uso común.

Característica Yodóforos Clorados Ácidos
Amonios 

cuaternarios

Acción contra Gram positivas Buena Buena Buena Buena

Acción contra Gram negativas Buena Buena Buena Regular

Esporas Buena Buena Buena Ninguna

Destrucción de levaduras Buena Buena Buena Buena

Destrucción de mohos Buena Buena Buena Buena

Estabilidad al almacenamiento Depende de 

la temperatura

Poca Excelente Excelente 

Penetración Buena Poca Buena Excelente 

Formación de capa protectora Ninguna a poca Ninguna Ninguna Si

Afectado por materia orgánica Moderado Alto Bajo Bajo

Afectado por otros pH alto pH bajo pH alto Si

constituyentes del agua 

Corrosivo en superficies No al acero Amplio Bajo en acero No 

 inoxidable  en acero inoxidable

Coste Moderado Bajo Moderado Moderado

Fuente: Adaptación de Lentsch, S. (1979).

3.10.1. Alcoholes

El alcohol etílico, alcohol isopropílico y el alcohol n-propílico tienen buenas propieda-

des desinfectantes en el rango del 60-90% de las soluciones. El alcohol isopropílico tie-

ne mayor uso en ambientes domésticos, comúnmente en una solución al 70% (Leveau 

y Bouix, 2002; McDonnell y Russell, 1999).

Los alcoholes son desinfectantes de nivel intermedio que muestran amplio espectro de 

acción frente a células vegetativas, hongos, virus con envolturas y algunos tipos de mi-
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cobacterias, incluyendo Mycobacterium tuberculosis. Los alcoholes actúan provocando 

daños en la membrana celular y como consecuencia de esto, conducen a una rápida 

desnaturalización de las proteínas y la lisis de las células bacterianas. Los alcoholes tie-

nen propiedades disolventes y se mezclan bien con otros productos, pero su acción se 

ve inactivada por la presencia de materia orgánica. Las formulaciones comerciales con 

altos niveles de alcohol se encuentran típicamente en forma de aerosoles, así también 

en combinación con otros desinfectantes como los fenoles y los compuestos de amo-

nios cuaternarios añadidos en concentraciones por debajo del 1,0% para lograr una 

mayor eficacia. Durante su uso, la toxicidad de los alcoholes es baja y no representan 

riesgos importantes del deterioro de las superficies donde se aplican (Wirtanen y Salo, 

2003; Fu et al., 2007).

3.10.2. Hipoclorito de sodio

El hipoclorito de sodio y los productos clorados constituyen el grupo más común de 

agentes desinfectantes debido a su bajo coste, facilidad de aplicación y la capacidad 

para inactivar una gran variedad de microorganismos; sin embargo, la actividad fungi-

cida y esporicida del hipoclorito de sodio es más lenta y depende de la concentración y 

del pH (Leveau y Bouix, 2002). 

Los compuestos de cloro más utilizados incluyen: cloro líquido, cloro gaseoso (Cl
2
), hi-

poclorito de sodio y cloraminas orgánicas e inorgánicas. El efecto desinfectante se debe a 

la liberación de Cl
2
, que al reaccionar con el agua a un pH ácido o neutro, produce ácido 

hipocloroso que se comporta como un fuerte oxidante. El mecanismo fundamental de la 

acción antimicrobiana del hipoclorito de sodio se produce cuando ingresa por los poros 

de la pared y membrana celular, oxidando y desnaturalizando las proteínas intracelulares 

y el ADN. La oxidación es uno de los mecanismos más importantes de toxicidad celular 

y de ahí que los compuestos con alta capacidad oxidante muestren propiedades antimi-

crobianas. Así también, puede ocurrir una interacción con los ácidos nucleicos y una 

disrupción de la fosforilación oxidativa celular (Russell y Russell, 1995).

El hipoclorito de sodio es relativamente inestable cuando se encuentra en presencia de 

materia orgánica, temperaturas extremas y a la exposición de la luz. Por su alto poder 
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oxidante, tiene propiedades corrosivas frente a diferentes metales como el acero inoxida-

ble. En presencia de materia orgánica, algunos compuestos clorados y el hipoclorito de 

sodio son formulados con otros compuestos como los tensoactivos para aumentar la ve-

locidad de destrucción de los microorganismos (Wildbrett, 2000; Leveau y Bouix, 2002). 

3.10.3. Peróxido de hidrógeno

El peróxido de hidrógeno (H
2
O

2
), conocido también como agua oxigenada, tiene alto 

efecto oxidante al liberar OH y radicales libres en el agua que desnaturalizan compo-

nentes celulares que contienen lípidos, proteínas y ADN. Este compuesto puede ser 

considerado como el antiséptico y desinfectante más natural, ya que sus metabolitos 

no son tóxicos para el medio ambiente, al descomponerse en oxígeno y agua y no dejar 

residuos. Estas características permiten que sean empleados en operaciones de des-

infección próximas a lugares y equipos donde se elaboran alimentos (McDonnell y 

Russell, 1999; Wildbrett, 2000). 

Los compuestos peróxidos tienen un espectro antimicrobiano sumamente amplio: 

bacterias (incluyendo esporas), agentes víricos y hongos, según la concentración y con-

diciones de utilización. Las concentraciones de uso pueden variar desde el 3% para las 

desinfecciones de rutina y hasta el 25%, cuando se requieren altos niveles de desinfec-

ción, mostrando una mayor actividad frente a bacterias Gram positivas; pero la presen-

cia de catalasa en este tipo de bacterias inactiva el peróxido de hidrógeno, haciéndolo 

menos eficaz al degradarse rápidamente en oxígeno y agua (McDonnell y Russell, 1999; 

Drosou et al., 2003; Fraise, 1999). 

3.10.4. Productos reductores

El glutaraldehído es un agente reductor empleado como referencia en la desinfección 

del instrumental médico, aunque con las micobacterias es necesario un mayor tiempo 

de exposición. Tiene efecto tóxico e irritante, por lo que no es aconsejable aplicarlo en 

altas concentraciones. Este desinfectante ejerce su acción a nivel de la membrana ex-

terna, pared celular, e incluso dentro de los componentes citoplasmáticos bacterianos 

(Leveau y Bouix, 2002). 
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3.10.5. Productos basados en tensoactivos

Los productos basados en tensoactivos son sustancias cuyas moléculas están constituidas 

por dos partes bien diferenciadas, una de ellas es de carácter hidrófilo, es decir soluble en 

el agua o en sustancias polares, y la otra de carácter lipófilo, soluble en sustancias apolares. 

Los tensoactivos se caracterizan fundamentalmente por disminuir la tensión superficial 

de los líquidos, facilitando el esparcimiento en los lugares donde se aplica. Los productos 

tensoactivos se clasifican de acuerdo a su carga iónica en: compuestos catiónicos, siendo 

los más utilizados por su eficacia los amonios cuaternarios; compuestos aniónicos, los 

cuales presentan propiedades de detergencia como los jabones; compuestos anfóteros, 

con propiedades intermedias entre las anteriores; y los compuestos tensoactivos no 

iónicos, que no poseen carga eléctrica neta (Wildbrett, 2000; Leveau y Bouix, 2002).

3.10.6. Compuestos de amonio cuaternario

Los amonios cuaternarios son un grupo de compuestos tensoactivos catiónicos con 

propiedades antimicrobianas que tienen como estructura básica al ión amonio (NH
4
), 

donde uno o más átomos de hidrógeno son reemplazados por grupos alquilo. Pueden 

actuar como productos limpiadores y desinfectantes. Al ser solubles en el agua y el 

etanol, reducen la tensión superficial de los líquidos con los que entran en contacto 

(McDonnell y Russell, 1999; Leveau y Bouix, 2002).

Los amonios cuaternarios presentan una mayor eficacia en un medio ligeramente 

alca lino y cuando son empleados en las concentraciones adecuadas no presentan pro-

piedades odoríferas o toxicas, pero durante su uso, el contacto continuo con la piel 

puede causar dermatitis por una reacción de hipersensibilidad (Kahrs, 1995). Los amo-

nios cuaternarios se comportan como bactericidas en altas concentraciones y como 

bacteriostáticos a bajas concentraciones. Estos compuestos son activos para eliminar 

bacterias Gram positivas, mientras que las bacterias Gram negativas pueden presen-

tar resistencia, causada por una exposición previa en concentraciones subletales. Estos 

compuestos tienen acción sobre microorganismos fúngicos y en virus tipo lipofílicos 

pero no sobre virus tipo hidrófilos, micobacterias o esporas. Los amonios cuaternarios 

son utilizados en altas concentraciones para inhibir especies bacterianas como Pseu-
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domonas sp. y Serratia sp. (Wildbrett, 2000; Leveau y Bouix, 2002; Sidhu, et al., 2002). 

El carácter catiónico de estos compuestos provoca un cambio en la tensión super-

ficial de las células bacterianas. La desorganización membranar da lugar a una mo-

dificación de la permeabilidad y a una desnaturalización de las proteínas y enzimas 

celulares y finalmente la destrucción celular (Gilbert y Moore, 2005; Leveau y Bouix, 

2002).

Los amonios cuaternarios son ampliamente utilizados como desinfectantes de super-

ficies tanto en ambientes médicos y en la producción de alimentos. El carácter catió-

nico les impide, salvo excepciones, formularse en mezclas con tensoactivos aniónicos 

y jabones. Las superficies de acero inoxidable, otros tipos de metales y los materiales 

plásticos aceptan sin alteraciones las preparaciones a base de amonios cuaternarios, 

pero las soluciones alcalinas de estos compuestos degradan metales como el aluminio y 

sus aleaciones. Una ventaja de estos compuestos es que dejan una capa antimicrobiana 

residual sobre las superficies que evita la proliferación bacteriana, sin embargo, puede 

ser una situación de desventaja su uso en operaciones con productos lácteos cultivados, 

quesos, cervezas, etc., donde se emplean cultivos bacterianos para la elaboración de 

estos alimentos (Schmidt, 1997). 

No obstante, su uso masivo puede suponer un riesgo para los consumidores. Al utili-

zarse como desinfectante, por las características positivas que hemos comentado, pue-

de ser que el criterio de la desinfección prevalezca sobre otros, por lo que puede haber 

una elevada cantidad de superficies con residuo químico, incluso a concentraciones 

superiores a las recomendables. En estos casos, el uso extensivo como desinfectante 

y detergente puede representar un riesgo de contaminación alimentaria causado por  

(AESAN, 2012): 

•	 Su uso indebido como producto fitosanitario.

•	 Su presencia como coadyuvante (conservante) de productos fitosanitarios, 

fertilizantes y otros medios de defensa vegetal (también conocidos como fito-

fortificantes).

•	 La contaminación durante el cultivo a través del agua de riego tratada, del suelo 
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o cajas en la recolección.

•	 La contaminación cruzada por la desinfección del agua de lavado.

•	 La contaminación cruzada a partir del equipo, superficies e incluso las manos de 

los empleados desinfectadas con esta clase de productos químicos.

Todo ello está llevando a las autoridades a considerar su inclusión en normativas refe-

ridas a límites de sustancias químicas en los alimentos.

3.10.6.1. Cloruro de benzalconio

 El cloruro de benzalconio es una sal de amonio cuaternario cuya fórmula condensada 

es cloruro de alquil dimetil bencil amonio. Este compuesto es estable en presencia de 

la luz, cambios de temperaturas y puede almacenarse por largos periodos de tiempo. El 

cloruro de benzalconio forma espuma que permite que se distribuya uniformemente 

sobre las superficies tratadas, aumentando su actividad si se utiliza en un ambiente 

alcalino. Es compatible con detergentes catiónicos y no iónicos, y es incompatible con 

sustancias aniónicas, algunos tipos de jabones, alcoholes y sulfonatos. Al igual que la 

mayoría de amonios cuaternarios, el cloruro de benzalconio es soluble en agua dura 

(Leveau y Bouix, 2002).

3.10.7. Productos ácidos y álcalis

Los ácidos y álcalis actúan alterando la permeabilidad celular y coagulando las proteí-

nas celulares. Dentro de estos compuestos, se encuentran el ácido sulfúrico (H
2
SO

4
), el 

ácido nítrico (HNO
3
), el hidróxido de sodio (NaOH), el hidróxido de potasio (KOH) 

y los ácidos grasos. Los ácidos y los álcalis tienen una aplicación limitada debido a su 

naturaleza cáustica y corrosiva. 

En general, los ácidos son más eficaces que los álcalis. El hidróxido de sodio en la con-

centración del 2% es efectivo contra virus y bacterias patógenas pero ha sido reempla-

zado en gran parte por productos menos corrosivos e irritantes, sin embargo, en situa-

ciones específicas puede ser una opción de uso por su fácil disponibilidad (Wildbrett, 

2000; Leveau y Bouix, 2002). 
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Los ácidos grasos y los desinfectantes de ácido carboxílico se desarrollaron en la década 

de 1980. Las formulaciones típicas incluyen ácidos grasos en combinación con otros 

tipos de ácidos, como los ácidos fosfóricos o ácidos orgánicos. La doble función de 

ácido puede ser utilizado para el enjuague y la desinfección en un solo paso. La prin-

cipal ventaja sobre los ácidos aniónicos es la menor formación de espuma potencial. 

Son muy estables en las formas diluidas, soportan la presencia de materia orgánica y 

conservan sus propiedades cuando son aplicados a altas temperaturas. Estos desin-

fectantes deben ser empleados en un pH medio bajo, ya que tienen una baja actividad 

por encima de un pH de 3,5 a 4,0. 

Los ácidos grasos tienen un amplio espectro de actividad, aunque no son muy efica-

ces contra levaduras y mohos. Algunas formulaciones pueden perder su actividad a 

temperaturas inferiores a 10 °C, ser corrosivas para algunos metales y degradar cier-

tos plásticos y materiales de caucho (Schmidt, 1997).

3.10.8. Fenoles 

Los compuestos fenólicos son eficaces contra bacterias Gram negativas y Gram positi-

vas, levaduras, hongos y algunos tipos de virus. Los fenoles sintéticos normalmente no 

son efectivos contra esporas bacterianas (Kahrs, 1995). 

El cresol y el timol son alquilos derivados del fenol, y el hexaclorofeno y el triclosán son 

fenoles clorinados. Se cree que los compuestos fenólicos actúan frente a las bacterias 

mediante la interacción con las enzimas en la membrana citoplasmática, alterando la 

permeabilidad de la pared celular. Las concentraciones de usos finales pueden variar de 

0,05% a más de 1%, dependiendo del ingrediente activo y el nivel desinfectante que se 

quiera aplicar. Los derivados fenólicos tienden a mantener su actividad en presencia de 

materia orgánica y agua dura, siendo la actividad más elevada cuando el pH del medio 

está comprendido entre unos valores de 4 y 9. 

Al igual que los compuestos fenólicos, sus derivados tienen una solubilidad relativa-

mente baja y tienden a dejar un residuo sobre las superficies. Los agentes fenólicos 

son generalmente incompatibles con los derivados catiónicos y presentan antagonis-

mo con algunos compuestos no iónicos (Leveau y Bouix, 2002). 
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Agentes tensoactivos aniónicos, incluyendo los jabones naturales, son generalmen-

te utilizados para solubilizar los compuestos fenólicos en las formulaciones acuosas 

(McDonnell y Russell, 1999; Fu et al., 2007).

3.11. FACTORES QUE AFECTAN LA ACCIÓN                                    
DE LOS DESINFECTANTES

La actividad de los desinfectantes depende de una serie de factores, algunos inherentes 

a los propios desinfectantes, microorganismos de ensayo o el método elegido para su 

evaluación. La comprensión de los factores que afectan la actividad antimicrobiana es 

esencial para garantizar que la formulación de un desinfectante se utilice correctamente.

3.11.1. Naturaleza de los microorganismos

La actividad de los desinfectantes depende en gran medida de la resistencia de las es-

pecies bacterianas en las que actúan. Con este objetivo, las cepas utilizadas en los en-

sayos de eficacia de los desinfectantes deben ser representativas de la flora bacteriana 

en general, empleando cepas de colección acreditadas y conservadas adecuadamente 

para garantizar su estabilidad genética. 

Las cepas bacterianas patógenas, si bien no se emplean en los ensayos, comúnmente 

son más sensibles a la acción de los desinfectantes. Entre los microorganismos más 

resistentes a la exposición de los desinfectantes están las esporas bacterianas, las mico-

bacterias, bacilos Gram negativos, bacterias Gram positivas y microorganismos fún-

gicos. 

Aunque hay excepciones en la clasificación bacteriana, de acuerdo a la resistencia (por 

ejemplo, algunas micobacterias son relativamente sensibles a la desinfección), la sus-

ceptibilidad a los desinfectantes nos ofrece información útil al momento de elegir los 

desinfectantes adecuados (tabla 3). La sensibilidad de los virus depende de su estructu-

ra. Aquellos que poseen envoltura, son más sensibles a la desinfección en comparación 

con los virus sin envoltura (Maillard, 2001).
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Tabla 3. Resistencia según tipo microorganismo. 

Priones (CJD, BSE)

Coccidia (Criptosporidium)

Esporas (Bacillus subtilis, Clostridium difficile)

Micobacterias (M. tuberculosis)

Quistes (Giardia)

Virus pequeños sin envoltura (Poliovirus)

Trofozoítos (Acanthamoeba)

Bacterias Gram negativas (Pseudomonas, Providencia)

Hongos (Candida, Aspergillus)

Virus grandes no envueltos (Entero, Adeno)

Bacterias Gram positivas (Staphylococcus aureus, Enterococci)

Virus con envoltura lipídica (HIV, HBV)

Fuente: McDonnell y Russell, 1999.

3.11.2. Cantidad de microorganismos

El número de microorganismos influye en la eficacia biocida, lo que implica que la 

cantidad de desinfectante o el tiempo de contacto sean directamente proporcionales 

a la cantidad de microorganismos para conseguir un nivel determinado de actividad 

desinfectante. Así mismo, cuando las bacterias se hallan formando biofilms son menos 

susceptibles a los desinfectantes que las células bacterianas usadas en los ensayos de 

suspensión para evaluar la actividad bactericida de productos desinfectantes (Luppens 

et al., 2002b). Independientemente de la cantidad de microorganismos, la eliminación 

o reducción de los mismos, debería realizarse hasta una cantidad que no suponga un 

riesgo para la salud del consumidor o la calidad del producto.
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3.11.3. Tiempo de contacto y concentración del producto

La concentración de un biocida es probablemente el factor más importante que afecta 

la actividad antimicrobiana. Cuanto mayor es la concentración de un desinfectante, 

generalmente mayor es su eficacia, y por tanto, el tiempo de exposición será menor. Un 

tiempo de contacto suficiente del desinfectante con los microorganismos es un punto 

crítico para asegurar la desinfección y alcanzar una reducción de la población bacteria-

na en los ensayos de suspensión (Holah, 1995b). 

Normalmente el tiempo de contacto en los ensayos de evaluación de desinfectantes es 

de 5 minutos. Tiempos superiores pueden ser requeridos para una correcta desinfec-

ción de utensilios o determinadas piezas de algunos equipos que sean de difícil acceso 

para los desinfectantes.

3.11.4. Materia orgánica y otras sustancias 

Diversas sustancias pueden neutralizar la acción de los desinfectantes, por este motivo, 

previamente a la desinfección, hay que limpiar las superficies de restos orgánicos, jabo-

nes y detergentes; debido a que forman cubiertas que impiden el adecuado contacto del 

desinfectante con las superficies o se combinan con estos formando compuestos inertes 

o menos activos al provocar una disminución de las propiedades antimicrobianas de 

los desinfectantes. Es por tanto esencial eliminar toda la suciedad durante la fase de 

limpieza a través del enjuague previo a la desinfección (Holah, 1995a). 

3.11.5. Localización y tipo de superficie

Los microorganismos pueden encontrarse en zonas de difícil acceso que dificulten la 

penetración del desinfectante. El diseño de las infraestructuras y equipos, la selección 

de los materiales y el tratamiento que se realice sobre ellos para limitar la adherencia de 

los microorganismos, después de la limpieza y desinfección, son factores determinan-

tes en la higiene de las superficies (Maukonen et al., 2003).

Materiales extremadamente porosos ofrecen superficies más apropiadas para la adhe-

rencia, al favorecer la presencia de residuos orgánicos y microorganismos. De igual 
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manera, grietas, ranuras y espacios corroídos dificultan los procesos de limpieza y 

desinfección (Troller, 1993).

El material más práctico y por consiguiente el más utilizado en los equipos es el acero 

inoxidable, ya que puede tratarse previamente de diversas maneras con el fin de obte-

ner una superficie fácil de limpiar, además de ser estable e inerte al entrar en contacto 

con los alimentos (Flint et al., 2000).

3.11.6. Temperatura de acción

La potenciación de la actividad por el incremento de la temperatura llega a un pun-

to máximo, considerado como la temperatura óptima de aplicación, punto a partir 

del cual, un incremento de la temperatura produce una pérdida del potencial biocida, 

como ocurre con el peróxido de hidrógeno al hacerse inestable a temperaturas superio-

res de 45 ºC (Gerald y Gilbert, 1998). 

3.11.7. Efecto del pH

Los desinfectantes tienen un pH óptimo de acción y cuando se producen variaciones, 

afectan principalmente a la formulación del producto. Un cambio de pH puede alterar 

la ionización del desinfectante y por tanto su actividad. Así también la dureza del agua 

y la calidad y tensión superficial de la solución desinfectante pueden afectar las propie-

dades de los productos (Holah, 1995a).

3.12. EVALUACIÓN DE LA EFICACIA DE PRODUCTOS              
DESINFECTANTES 

El uso comercial de los desinfectantes está regulado por normas de evaluación es-

tandarizadas, realizadas mediante ensayos de laboratorio. El objetivo principal de 

un ensayo de la eficacia de un producto con propiedades bactericidas es determinar 

la capacidad de eliminación de un número de células en relación con el tiempo de 

exposición. 

Cuantificar las propiedades bactericidas de los desinfectantes se inició tan pronto como 
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se descubrió el papel de las bacterias en la propagación de las enfermedades y el dete-

rioro de los alimentos. Robert Koch estudió el efecto bactericida de los desinfectantes, 

describiéndolo en un artículo titulado “Ubër Desinfektion”, “Sobre la desinfección”, en 

el cual hizo mediciones del poder inhibitorio del cloruro de mercurio en esporas de 

Clostridium anthracis, donde no se consideró la inactivación de los residuos del pro-

ducto desinfectante al final de la exposición con el microorganismo en estudio. Más 

adelante, la inactivación de un producto desinfectante al final de la exposición con un 

microorganismo fue considerado por Julius Geppert, quien utilizó el sulfato amónico 

como neutralizante del cloruro de mercurio (Reybrouck, 1998).

Durante las últimas décadas del siglo XX, los estudios de las propiedades de la des-

infección, demostraron que el límite de no sobrevivencia de los microorganismos 

era determinado por el tamaño del inóculo, es decir, el número de organismos 

presentes en la suspensión bacteriana que entra en contacto con el desinfectante. 

De esta forma, si el inóculo consiste de solamente pocas bacterias, el límite de no 

sobrevivencia será alcanzado después de un corto periodo de exposición. Para su-

perar esta dificultad, se consideró una reducción cuantitativa del número de célu-

las bacterianas para los ensayos y predecir el valor desinfectante de determinados 

productos. Considerando el amplio campo de aplicación de los desinfectantes, se 

han desarrollado pruebas más específicas, dependiendo de los diferentes campos 

de uso (Cremieux y Fleurette, 1991).

3.13. ESTANDARIZACIÓN DE LA  EVALUACIÓN DE LA ACTIVIDAD                      
BACTERICIDA DE DESINFECTANTES

Con el objetivo de comparar la población microbiana inicial sometida a la acción de 

productos con acción antibacteriana y el número de microorganismos sobrevivientes, 

se crearon grupos de trabajo en distintos países europeos que establecieron diversos 

ensayos cuantitativos.

En 1989, la formación del Comité Técnico de Antisépticos y Desinfectantes Químicos 

(CEN/TC 216) estableció los objetivos para la estandarización de la terminología, re-

querimientos y metodología, incluyendo la eficacia potencial, las recomendaciones de 
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uso y las condiciones de etiquetado de los antisépticos y desinfectantes químicos para 

su aplicación en diferentes actividades (agricultura, medicina, alimentación, industria 

y veterinaria). En 1999 el comité técnico europeo CEN/TC 216 estableció los procedi-

mientos de evaluación de los desinfectantes en tres fases (tabla 4). 

 Tabla 4. Fases de la evaluación de desinfectantes. Comité Europeo de Normalización (CEN).

Fase Tipo de test Propósito

Fase 1 Normativa básica para la evaluación 
de ensayos de suspensión.

Establecer si un producto presenta actividad 
bactericida, fungicida o esporicida, sin tener 
en cuenta condiciones específicas de uso. 

Fase 2, 
Etapa 1 

Ensayo cuantitativo en suspensión 
bajo condiciones representativas de 
uso.

Los ensayos reproducen condiciones simila-
res a los esperados en los campos agroa-
limentario, médico, veterinario e industrial.

Fase 2, 
Etapa 2  

Ensayo cuantitativo en superficies 
bajo condiciones representativas de 
uso.

Establecer si un producto tiene actividad 
bactericida en superficies.

Fase 3 Ensayo en condiciones reales

de uso 

Evaluación en condiciones prácticas de uso 
del producto a emplearse. 

La primera fase establece si un producto presenta actividad bactericida en ensayos de 

suspensión; en la segunda fase, los ensayos de inmersión y en superficies simulan las 

condiciones reales de uso; y una tercera fase, se realiza en condiciones reales de uso, 

examinando si después de un tiempo determinado, la carga bacteriana ha sido elimina-

da por la solución desinfectante (Van Klingeren et al., 1998; Holah, 2003).

3.13.1. Ensayos de suspensión

Los ensayos de suspensión consisten en mezclar un inóculo bacteriano con el desinfectante 

a ser evaluado. Después de un tiempo de contacto determinado, se realiza una neutraliza-

ción para inactivar el producto desinfectante en estudio. Después de la recuperación de 

los microorganismos en un medio de cultivo, se determina la reducción del inóculo ini-

cial bacteriano producido por el desinfectante en distintos tiempos de contacto, diluciones 

del desinfectante, diferentes durezas del agua y ausencia o presencia de materia orgánica. 

El ensayo básico de la actividad bactericida en suspensión UNE-EN 1040 requiere de 
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una reducción de 5 log
10 

en un tiempo que puede variar entre 1 a 60 minutos (Anóni-

mo, 1997a). La prueba fungicida UNE-EN 1275, requiere de una reducción de 4 log
10

 

durante 15 minutos de contacto (Anónimo, 1997b). Y la prueba esporicida UNE-EN 

14347, una reducción de 4 log
10 

durante 30, 60 o 120 minutos de tiempos de contacto 

(Anónimo, 2005). 

Los ensayos de la fase 1/etapa 1 (UNE-EN 1040 y UNE-EN 1275) se realizan en au-

sencia de sustancia interferente; mientras que los correspondientes a la fase 2/etapa 1, 

se realizan en condiciones limpias (mínima presencia de materia orgánica) o en con-

diciones sucias de ensayo (superficies con un nivel considerable de materia orgánica) 

(Anónimo, 1998a; Anónimo, 1998b). En los ensayos de suspensión, las pruebas se han 

demostrado suficientemente reproducibles cuando se realizan replicados adecuados. 

Sin embargo, la repetitividad y reproducibilidad pueden alterarse cuando se evalúan en 

presencia de materia orgánica (Bloomfield et al., 1993; Wirtanen y Salo, 2003). 

3.13.2. Ensayos sobre superficies

Estos ensayos evalúan la aplicación mecánica de los desinfectantes sobre las super-

ficies. Debido a la más lenta difusión en las superficies, los desinfectantes son de 

concentraciones  más elevadas que los utilizados en los ensayos de suspensión, ya que 

la eficacia de un desinfectante depende en parte de la capacidad de penetrar sobre toda 

la cubierta superficial y de la cantidad de materia orgánica presente (Holah et al., 1998; 

Peters y Spicher, 1998).

Estos factores fueron considerados por el Comité Europeo de Normalización que de-

sarrolló la norma UNE-EN 13697 “Ensayo cuantitativo de superficies no porosas para 

la evaluación de la actividad bactericida y/o fungicida de desinfectantes químicos uti-

lizados en productos alimenticios en la industria, en el hogar y en colectividades co-

rrespondiente a la fase 2/etapa 2”. En este ensayo un producto desinfectante es eficaz 

si comprueba un factor de reducción de la viabilidad bacteriana igual o superior de 4 

log
10

, con un tiempo de contacto de 5 minutos del desinfectante y un inóculo bacte-

riano adherido a una superficie de acero inoxidable, realizados a una temperatura am-

biente de 18 ºC a 25 ºC. Ya que el tiempo de desecación del inóculo sobre la superficie 
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puede alterar la adherencia de las bacterias y repercutir directamente en los resultados, 

el secado del inóculo no debe exceder de 1 hora a una temperatura de 37 ºC. 

3.14. RESISTENCIA BACTERIANA

Si bien el concepto de resistencia bacteriana es un término relativo, esta característica 

se presenta cuando una cepa o especie bacteriana crece en una concentración desinfec-

tante más alta que el necesario para reducir otro microorganismo y se dice que tiene 

mayor resistencia. A diferencia de los antibióticos, la resistencia bacteriana a determi-

nados desinfectantes tiene su origen en el amplio espectro de actividad en distintos 

lugares de las células (Chapman, 2003; Russell, 2003). La resistencia puede ser tanto 

intrínseca (una propiedad natural del organismo), adquirida por mutación, o por la 

adquisición de plásmidos (McDonnell y Russell, 1999).

3.14.1. Resistencia intrínseca

El mecanismo de resistencia intrínseca es un fenómeno determinado genéticamente y 

se presenta cuando un desinfectante no alcanza su mayor diana de acción a concen-

traciones suficientemente elevadas para eliminar ciertos microorganismos. Las esporas 

bacterianas, las micobacterias y las bacterias Gram negativas, como Pseudomonas aeru-

ginosa, son intrínsecamente resistentes a muchos desinfectantes.

Las bacterias que forman biofilms presentan una resistencia intrínseca debido a los me-

canismos resultantes de la adaptación fenotípica de las células. La pared celular Gram 

positiva de los estafilococos, compuesta esencialmente por peptidoglicanos, no impide 

la penetración de los desinfectantes de elevado peso molecular como los amonios cua-

ternarios y la clorhexidina, que junto a los bacilos son más sensibles a estos compuestos 

(Russell, A. y Russell, N. 1995).

3.14.2. Resistencia adquirida

La resistencia bacteriana adquirida puede aparecer como mecanismo de defensa contra 

agentes antimicrobianos por mutación o adquisición de elementos genéticos externos 
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como los plásmidos. Estos mecanismos de defensa celular activan regiones del genoma 

que se encuentran en el citoplasma induciendo la síntesis de enzimas que actúan contra 

diversas sustancias letales como los compuestos desinfectantes (Russell, 1999). 

3.14.3. Resistencia cruzada y rotación de desinfectantes

La aparición de los fenómenos de adaptación cruzada a diferentes desinfectantes, incre-

menta la sobrevivencia de los microorganismos. La adaptación cruzada no se presenta 

como respuesta a una resistencia intrínseca, sino cuando las formulaciones de los pro-

ductos desinfectantes no son usados adecuadamente durante su aplicación (Bloomfield, 

2002; Chapman, 2003).

Según Langsrud et al. (2003a), la resistencia cruzada puede producirse:

1. Si dos agentes antibacterianos utilizan en las células bacterianas la misma vía (por 

ejemplo, las porinas) para alcanzar su objetivo de acción.

2. Cuando los mecanismos de acción de los desinfectantes son similares (por ejem-

plo, la inhibición de la síntesis de proteínas). 

3. Si los desinfectantes tienen similares mecanismos de resistencia (por ejemplo, re-

ducción de la permeabilidad). 

La alternancia entre dos o más desinfectantes se utiliza para evitar el desarrollo de 

poblaciones bacterianas resistentes en los entornos de producción de alimentos. Sin 

embargo, en la práctica se puede dar el caso que se apliquen desinfectantes de acción si-

milar y los microorganismos resistentes a un desinfectante pueden volverse resistentes 

a los otros. El desarrollo de esta flora bacteriana puede evitarse mediante el adecuado 

uso de las concentraciones desinfectantes o mediante la combinación de diferentes in-

gredientes activos (Heinzel, 1998; Meyer, 2000).

Los riesgos en la producción y procesado de alimentos causados por la resistencia bac-

teriana a los desinfectantes se considera baja cuando estos productos se utilizan en las 

condiciones adecuadas (Meyer, 2006). Ejemplos de resistencia cruzada entre los desin-

fectantes ha sido descrito en Pseudomonas aeruginosa, por el uso de amonios cuater-
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narios junto a compuestos anfóteros y el uso simultáneo del triclosán con antibióticos 

(Jones et al., 1989; Chuanchuen et al., 2001).

3.14.4. Biofilms y resistencia

Durante las dos últimas décadas se ha determinado por diversos estudios que las bacte-

rias adheridas a las superficies son más resistentes al efecto de los desinfectantes que las 

bacterias en estado planctónico conservadas en suspensión (Bower et al., 1996; Russell, 

2004). Así, las bacterias presentes en un biofilm pueden ser de 500 a 1500 veces más re-

sistentes a los productos esterilizantes en comparación del mismo número de bacterias 

planctónicas cultivadas en suspensión líquida (Hyde et al., 1998). 

Estos cambios se deben a patrones de expresión genética de las bacterias presentes en 

el biofilm que no se observan en las células planctónicas, con el consiguiente aumen-

to de la resistencia frente a diversas clases de antimicrobianos. Por ejemplo, biofilms 

formados por Salmonella entérica serovar enteritidis sobrevivieron a un tratamiento 

letal de cloruro de benzalconio en comparación de células planctónicas cuando fueron 

expuestas previamente a concentraciones subletales del desinfectante (Mangalappalli-

Illathu et al., 2008).

3.15. BIOFILMS EN LOS AMBIENTES DE PROCESADO DE ALIMENTOS

Está bien documentado que la presencia de biofilms se ha convertido en un proble-

ma en una amplia gama de industrias dedicadas al sector de la alimentación (tabla 

5). Este problema se incrementa cuando las operaciones de limpieza y desinfección 

son inadecuadas, haciendo a los microorganismos más resistentes para ser eliminados 

(Shi y Zhu, 2009; Srey et al., 2013).  Una serie de informes muestran la persistencia de 

agentes patógenos en las superficies en contacto con los alimentos como los descritos 

en Listeria monocytogenes (Frank y Kofi, 1990), Yersinia enterocolitica (Kumar y Singh, 

1994), Campylobacter jejuni (Stern y Kazmi, 1989) y Escherichia coli O157:H7 (Doyle y 

Padhye, 1988). 
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Tabla 5. Biofilms encontrados en la industria de alimentaria.

Lugar Biofilms aislados (%)

Planta de procesado de lácteos, 

líneas de pasteurización 

Bacillus cereus (12)

Escherichia coli (11)

Shigella sp. (11)

Staphylococcus aureus (8)

Planta de elaboración de helados, 

cinta transportadora o unidad de producción

Listeria monocytogenes

Shigella

Industria de pescado,   

unidad de producción de caviar

Neisseriaceae (25) 

Pseudomonas (6) 

Vibrio (10)

Listeria (3)

Industria del camarón Pseudomonas (66) 

P. fluorescens 

P. putida

Industria del pescado Enterobacteriaceae (27)

Serratia liquefaciens
De: Shi y Zhu, 2009

Los programas de higienización que presenten limitaciones en sus procedimientos, ge-

neran una acumulación de microorganismos sobre las superficies de los equipos que 

resulta en la formación de biofilms, provocando una contaminación post-procesado y 

reduciendo la vida útil de los alimentos elaborados (Mattila et al., 1990). Se ha obser-

vado que las principales fuentes que participan en la acumulación de biofilms son los 

suelos, las tuberías de aguas residuales, cintas transportadoras, superficies de acero 

inoxidable, materiales de caucho y sellos de teflón (Fletcher, 1985; Mafu et al., 1990; 

Blackman y Frank, 1996).

3.16. HIGIENIZACIÓN EN EL ÁMBITO DOMÉSTICO

Al igual de lo que ocurre en los establecimientos de transformación de alimentos, los 

agentes patógenos pueden existir en los hogares durante largos periodos de tiempo. Sin 
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embargo, se presta poca atención a la higiene en el ámbito doméstico ya que se ha su-

puesto que en los hogares modernos se respetan las prácticas tradicionales de higiene. No 

obstante, una elevada proporción de enfermedades bacterianas transmitidas por los ali-

mentos tienen su origen en estos ambientes (Scott et al., 1982; Scott, 1996). Los hogares, y 

en particular las cocinas, ofrecen una variedad de posibilidades para la recontaminación 

bacteriana (Bloomfield, 2003; Redmond y Griffith, 2003; Garrett et al., 2008).

En el Reino Unido, se estima que se presentan 9 millones de casos de enfermedades 

digestivas cada año, muchas de las cuales se originan en los hogares. Así mismo, aproxi-

madamente el 16% de los brotes de intoxicación alimentaria en Inglaterra y Gales pue-

den estar asociados con el consumo de comidas preparadas en casas particulares. Los 

datos globales sobre la incidencia de las enfermedades infecciosas ha llevado a tomar 

iniciativas para mejorar la higiene en los hogares, estableciendo programas para la eli-

minación bacteriana de las superficies domésticas (Garrett et al., 2008).

Se ha considerado que la contaminación cruzada con patógenos bacterianos, en los 

ambientes domésticos y en establecimientos de servicios de preparación de comidas es 

el factor más importante para la propagación en forma esporádica o epidémica de las 

enfermedades transmitidas por alimentos (Chen et al., 2001). Experimentos de conta-

minación cruzada mostraron que las tablas de madera, sobre todo las gastadas por el 

uso, presentan un mayor potencial de riesgo para causar una contaminación cruzada 

(Gough y Dodd, 1998). Especies bacterianas como Campylobacter jejuni y Salmonella 

spp. pueden transferirse fácilmente desde productos como el pollo crudo hacia las ta-

blas de picar, platos y las manos (de Boer y Hahné, 1990).

3.17. CONTROL DE LA ADHERENCIA BACTERIANA A LAS SUPERFICIES 

Un adecuado control de la adherencia bacteriana puede ser bastante difícil para di-

versos tipos de microorganismos. Conociendo las posibles limitaciones, se han de-

sarrollado nuevas tecnologías para evitar la formación de biofilms. El estudio de las 

propiedades de los compuestos empleados en la limpieza y desinfección ha servido 

para determinar la elección de productos desinfectantes con propiedades que inhi-

ban el posterior crecimiento bacteriano sobre las superficies (Poulsen, 1999). Para la 
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higienización de superficies, lo ideal sería el empleo alternativo de dos o más méto-

dos de limpieza, ya que los microorganismos pueden adaptarse y sobrevivir a dife-

rentes productos desinfectantes cuando son utilizados de forma individual (Mattila-

Sandholm y Wirtanen, 1992). 

Incrementar el tiempo de la exposición de los detergentes sobre las superficies ha de-

mostrado que reduce los recuentos de bacterias viables ya que tienen menos proba-

bilidades de sobrevivir si los procedimientos de saneamiento han sido realizados co-

rrectamente. Una limpieza frecuente en intervalos cortos de tiempo es otro método 

eficaz para prevenir o limitar la esporulación o la formación de biofilms de Bacillus 

subtilis (Lindsay et al., 2005). 

3.17.1. Tipo de superficies empleadas

En la práctica, el uso exclusivo de detergentes y desinfectantes no siempre son sufi-

cientes para eliminar los biofilms. Humm (1992) concluyó que el tratamiento con 

desinfectantes solo reduce en un 50% el número de células de Listeria monocytogenes, 

Salmonella enteritidis, Salmonella typhimurium y Escherichia coli adheridas a superfi-

cies de acero inoxidable.

La elección de los materiales es, por tanto, de gran importancia en el diseño de los 

equipos en contacto con los alimentos y las superficies de procesado. Propiedades tales 

como la rugosidad, humectabilidad (determinado por la hidrofobicidad), vulnerabili-

dad al desgaste, facilidad para la limpieza y desinfección, influyen en la capacidad de 

las células a adherirse a una superficie determinada. Está demostrado que alimentos y 

microorganismos se acumulan como biofilms en superficies de acero inoxidable, alu-

minio, vidrio, caucho, teflón y materiales de nylon que forman parte de las infraes-

tructuras de las plantas de procesado de alimentos (Mafu et al., 1990; Notermans et al., 

1991; Blackman y Frank, 1996).

Numerosas superficies de contacto, como el acero inoxidable y el teflón, pueden mos-

trar atracción por moléculas orgánicas como la leche y llegar a ser un sustrato acondi-

cionante para la formación de biofilms (McGuire y Swartzel, 1989). Así mismo, muchas 

bacterias tienen una mayor afinidad por las superficies hidrófilas (superficies de metal, 



45

REVISIÓN BIBLIOGRÁFICA

vidrio, etc.) en comparación de las superficies hidrófobas (caucho, plásticos, etc.) (Ben-

dinger et al., 1993). Si bien el grado de formación de biofilms puede variar según los 

microorganismos presentes, Rogers et al. (1994) estudiaron la formación de biofilms 

de Legionella pneumophila en diferentes materiales, encontrando que el vidrio era el 

material con la mínima facilidad para la formación de biofilms, mientras que el látex 

presentaba la mayor facilidad (tabla 6). 

Tabla 6. Facilidad para la formación biofilms en diferentes materiales.

Facilidad Material

Mínima Vidrio

Acero Inoxidable

Polipropileno 

PVC clorado

PVC no plastificado

Polietileno

Etileno-propileno 

Máxima Látex
Fuente: Rogers et al., 1994; Meyer, 2003.

Las superficies fabricadas a partir de materiales que no son porosos, facilitan la limpie-

za en comparación de otros materiales. Las superficies de acero inoxidable son las más 

utilizadas en el procesado de alimentos, debido a su composición química, facilidad 

de limpieza y alta resistencia al calor (Zottola y Sasahara, 1994). Estas superficies son 

comúnmente tratadas con desinfectantes y productos de limpieza que contienen pe-

róxidos, cloraminas o hipocloritos. En particular los hipocloritos pueden ser agresivos 

incluso para las superficies de acero inoxidable si presentan alteraciones. Por tanto, la 

duración del contacto con los desinfectantes, así como la temperatura de aplicación y 

un enjuague a fondo con agua, deben ser controlados cuidadosamente para conservar 

las propiedades protectoras las superficies (BSSA, 2001).
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3.18. MATERIALES CON PROPIEDADES ANTIBACTERIANAS

Con el fin de eliminar o reducir sustancialmente la adhesión bacteriana y prevenir 

la formación de biofilms, se han realizado esfuerzos para fabricar superficies con 

propiedades antibacterianas, la aplicación de revestimientos para las superficies o la 

modificación y/o alteración de su arquitectura. Ejemplo de estos esfuerzos, es el uso 

de compuestos a base de polímeros para ser utilizados como revestimientos de super-

ficies y pinturas (Thouvenin et al., 2003; Tsibouklis et al., 2000). 

También materiales de embalaje de alimentos que contienen compuestos antimicro-

bianos han adquirido importancia práctica en los últimos años para el control bio-

lógico de los microorganismos patógenos y alterantes de los alimentos. Estos com-

puestos antibacterianos tienen la propiedad de migrar a las superficies, inhibiendo la 

adherencia bacteriana (Halek y Garg, 1989; Weng y Hotchkiss, 1992).  

Gottenbos et al. (2001) observaron una reducción en la tasa de adhesión bacteriana por 

el uso de caucho de silicona como biomaterial revestido con un compuesto de amo-

nio cuaternario. Park et al. (2004) emplearon la lisozima para mejorar las propiedades 

antimicrobianas del quitosán cuando se usa en forma de películas sobre las superficies 

de contacto con alimentos, observando una reducción del crecimiento de Streptococcus 

faecalis y Escherichia coli. 

Péptidos como las bacteriocinas presentan propiedades antibacterianas durante su uso 

(Tagg et al., 1976). La nisina es una bacteriocina producida por ciertas cepas de Lacto-

coccus lactis ssp. lactis que muestra actividad frente a bacterias Gram positivas, particu-

larmente sobre aquellas que forman esporas como Bacillus y Clostridium (Hurst, 1981; 

Ray, 1992; Hyde et al., 2006). 

En 1988, en los EEUU, la nisina fue aprobado por la U.S. Food and Drug Administration 

(FDA)  como aditivo alimentario para el control de las esporas de Clostridium botulinum 

en quesos fundidos para untar. La nisina cuando es incorporada al acero inoxidable, ma-

teriales de caucho y superficies de tereftalato de polietileno (PET) presentan actividad 

antibacteriana, inhibiendo el crecimiento de Enterococcus hirae (Guerra et al., 2005). Así 

mismo, las superficies de silicona, sílice y materiales para el embalaje de alimentos adsor-

bidas con nisina reducen la incidencia de la contaminación causada por Listeria mono-
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cytogenes (Daeschel et al., 1992; Bower et al., 1995; Ming et al., 1997).

Tabla 7. Materiales de uso comercial con propiedades antibacterianas. 

Compañía Aplicación Componente activo Aplicaciones

Sanitized AG,

Suiza /Clariant

Sanitized®

Actigard®

Saniprot®

Triclosán y otros Textiles, plásticos, cueros, 
papel, textiles del hogar, 
poliuretano

DuPont, USA MicroFreeTM Ag, oxido de cobre y 
silicato de zinc

Textiles, pinturas, laminas 
de empaque

Miliken Co., USA Novaron® Ag, fosfato de zirconio 
sustituido

Varias

Microban products, UK Microban® Triclosán Varias

Thomson Research Asso-
ciates, Canadá

Ultra-Fresh Triclosán y otros Polímeros, adhesivos, 
plásticos, etc.

Surfacine Development 
Company, USA  

Surfacine® Ag-Haluros/ complejo 
polímeros

Varias

Ishizuka Glass Co., Japón Ionpure Ag/cristal Varias

Fuente: Vermeiren et al., 2002.

3.18.1. Triclosán

El triclosán (2,4,4’-tricloro-2’-hidroxidifenilo éter) es un derivado fenólico sintético no 

iónico utilizado como agente antimicrobiano de amplio espectro e incorporado a di-

ferentes materiales (Møretrø y Langsrud, 2011). El triclosán fue desarrollado en la dé-

cada del 60 y es utilizado en productos de consumo como pastas de dientes, enjuagues 

bucales, desodorantes, jabones, productos textiles, juguetes, compuestos lavavajillas, 

plásticos, utensilios de cocina etc. (Jones et al., 2000; Dann y Hontela, 2011). 

En Europa y los Estados Unidos se producen cerca de 350 y 450 toneladas de triclo-
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sán, respectivamente, para diferentes aplicaciones comerciales (Singer et al., 2002; von 

der Ohe et al., 2011). En un estudio en los EEUU, un 76% de 395 jabones comerciales 

examinados contenían triclosán como componente antibacteriano (Perencevich et al., 

2001). 

El modo de acción del triclosán se basa en el bloqueo de la enzima enoil-acil proteína 

reductasa transportadora (ENR), una enzima que interviene en la generación de los 

ácidos grasos necesarios para la formación de la pared celular (Singh et al., 2011). El 

triclosán también interfiere en la síntesis del ARN y los ácidos nucleicos bacterianos 

(Regös y Hitz, 1974; Bhargava y Leonard, 1996).

Las concentraciones de uso común del triclosán varían entre el 0,3% al 2,0% y en la 

mayoría de los productos que lo contienen se usa en una concentración del 1,0%. 

Concentraciones inferiores tienen una eficacia cuestionada y deben estar formuladas 

con detergentes aniónicos y un pH ácido a neutro para aumentar su efectividad (Jo-

nes et al., 2000). 

El triclosán tiene una amplia actividad frente a diversos tipos de microorganismos 

como bacterias Gram positivas, Gram negativas, bacterias multirresistentes, algunos 

tipos de hongos, una elevada actividad frente a Staphylococcus aureus meticilino-

rresistente, Plasmodium falciparum y Toxoplasma gondii (Bhargava y Leonard, 1996; 

Jones et al., 2000; McLeod et al., 2001). 

El triclosán es uno de los productos más estudiados en relación con la resistencia 

bacteriana ya que existe la preocupación de que su uso generalizado pueda conducir 

a la aparición o la proliferación de bacterias resistentes tanto a productos biocidas 

como a los antibióticos (Kampf y Kramer, 2004; Yazdankhah et al., 2006). 

Si bien en la Unión Europea está restringido el uso del triclosán como aditivo en la 

fabricación de materiales y objetos destinados a entrar en contacto con productos 

alimenticios (OJEU, 2010; SCCS, 2010); en los Estados Unidos, la FDA (Food and 

Drug Administration) no tiene la suficiente evidencia para recomendar a los consu-

midores un cambio en el uso de los productos que contienen triclosán (FDA, 2010). 
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3.18.2. Aditivos inorgánicos con propiedades antibacterianas 

Aditivos inorgánicos con propiedades antibacterianas como la plata, cobre y zinc se 

presentan en diferentes formas como es el caso de sales metálicas y nanopartículas 

coloidales. En comparación con los antimicrobianos orgánicos, las ventajas de los adi-

tivos antibacterianos inorgánicos son la seguridad y la estabilidad de estos compuestos 

durante su uso (Domek et al., 1984; Södeberg, 1990; Petica et al., 2008; Kandelbauer y 

Widsten, 2009).

El zinc es un ión metálico necesario para el metabolismo celular, pero un exceso de 

este metal ejerce efectos tóxicos al actuar como un potente inhibidor del transporte de 

electrones en el sistema respiratorio bacteriano (Choudhury y Srivastava, 2001). El óxi-

do de zinc (ZnO) se ha estudiado al presentar propiedades para inhibir el crecimiento 

bacteriano de Staphylococcus aureus y Pseudomonas aeruginosa (Hallmans y Elmros, 

1980; Atmaca et al., 1998). 

La actividad antibacteriana del óxido de zinc es mayor en bacterias Gram positivas 

en comparación de las Gram negativas (Södeberg et al., 1990; Sawai et al., 1995). Este 

metal en forma de piritionato de zinc [zinc bis (2-pyridylthio)-n-óxido] se incorpora 

en productos de aseo, plásticos y pinturas, con el objetivo de evitar la degradación 

producida por la adherencia de bacterias, hongos, mohos y algas; además de aprove-

char sus propiedades antimicrobianas (Sun et al., 2006).

Las sales de plata han sido utilizadas durante mucho tiempo para inhibir la prolife-

ración de microorganismos a nivel clínico y ambiental. Estas sales en forma de ca-

tiones (Ag+), en su forma no iónica (plata elemental) o en forma de nanopartículas, 

intensifican las propiedades antimicrobianas de este elemento, siendo eficaces para la 

eliminación de hongos, bacterias y virus (Klueh et al., 2000; Hashimoto, 2001; Lok et 

al., 2006; Kandile et al., 2010). De todos los iones metálicos, la plata presenta la más 

alta toxicidad para los microorganismos y es el menos tóxico para las células anima-

les (Golubovich y Rabotnova, 1974). Materiales médicos son a menudo provistos de 

un revestimiento de plata que actúa como un inhibidor del crecimiento bacteriano 

(Schierholz et al., 1998).
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El cobre en forma de ion Cu2+ ha demostrado in vitro una amplia actividad bactericida 

al penetrar en la membrana celular bacteriana y dañar la cadena respiratoria de las 

células (Domek et al., 1984; Tong et al., 2005). El cobre también produce una interac-

ción con los procesos enzimáticos y la oxidación de los componentes de la membrana 

celular (Cervantes y Gutiérrez-Corona, 1994; Pearce y Sherman, 1999). En el año 2008, 

la Agencia de Protección Medio Ambiental (EPA) de los Estados Unidos reconoció al 

cobre como el primer metal con propiedades bactericidas, al observarse que superficies 

fabricadas con aleaciones de cobre inactivan diferentes tipos de especies bacterianas 

(Wilks, et al., 2005; Yoon et al., 2007; Borkow y Gabbay, 2009).

3.19. BIOFILMS EN SISTEMAS ACUÁTICOS

3.19.1. Formación de biofilms en la acuicultura

Desde principios del siglo XX, los estudios sobre la adherencia bacteriana a superficies 

en medios acuáticos, establecieron los modelos para conocer el desarrollo de los bio-

films (Lloyd, 1930; ZoBell, 1943). Los ambientes acuáticos representan más del 70% 

de la superficie de la tierra, incluyendo los océanos, estuarios, ríos, lagos, humedales, 

arroyos, manantiales y aguas subterráneas. Ya que los biofilms son ubicuos en las su-

perficies de ambientes acuáticos, al desprenderse las células bacterianas a las fuentes 

de agua pueden propagar diversos microorganismos (Harvell et al., 1999; Huq et al., 

2008). Pseudomonas aeruginosa, Vibrio cholerae y las micobacterias no tuberculosas son 

ejemplos de bacterias patógenas que forman biofilms en ambientes acuáticos naturales 

(Kierek y Watnick, 2003; Hall-Stoodley y Stoodley, 2005; Fong et al., 2006). 

Los recursos acuáticos, además de ser esenciales para la vida, proveen de los medios 

necesarios para actividades como la acuicultura. En el transcurso de aproximadamente 

medio siglo, la acuicultura ha pasado de ser una actividad secundaria en la producción 

de alimentos a equipararse a la producción de pesca de captura, suministrando pro-

ductos pesqueros necesarios para cubrir las necesidades alimentarias de la población 

mundial (Sandrin et al., 2009; FAO, 2012). 

En la acuicultura, el género Flavobacterium es un grupo de especies que persiste en forma 
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latente, causando brotes de enfermedades dentro de las granjas de crianza de salmones y 

truchas. Flavobacterium sp. (flavobacterias) se presentan como bacterias aisladas de aguas 

dulces, aguas marinas, aguas residuales o formando biofilms. El género Flavobacterium se 

ha detectado en alimentos como pescados, crustáceos, moluscos, carnes, leche y subpro-

ductos, y huevos; siendo aceptado como un contaminante de alimentos proteicos y del 

agua. Dentro de este género, Flavobacterium columnare y Flavobacterium psychrophilum 

son especies patógenas que merman la producción de la acuicultura de peces salmónidos 

(García-López et al., 2004; Bernardet y Bowman, 2006; Duchaud, 2007).

3.19.2. Flavobacterium psychrophilum

Flavobacterium psychrophilum (antes Flexibacter psychrophilus o Cytophaga psychrophi-

la), es una bacteria Gram negativa, aerobia estricta, tipo bacilo delgado con extremos 

redondeados. Las células de F. psychrophilum tienen un tamaño aproximado de 0,4 μm 

a 0,5 μm de diámetro y de 1,5-7,5 μm de largo. El principal hábitat del género Flavo-

bacterium es el suelo y agua donde existe materia orgánica en descomposición. Cuando 

esta especie bacteriana habita en ríos y lagos, su desarrollo se produce en un rango de 

temperatura de 4 ºC a 23 ºC (Holt, 1988; Dalsgaard, 1993). 

3.19.3. Enfermedades causadas por F. psychrophilum y su transmisión

Flavobacterium psychrophilum es el agente causal de la “enfermedad bacteriana del agua 

fría” (CWD) (Borg, 1960), el “Síndrome de la trucha de arco Iris” (RTFS) (Holt et al., 

1993) y el “Síndrome del alevín de trucha” (RTFS) (Lorenzen, 1994 y Rangdale et al., 

1995) en peces salmónidos y ocasionalmente en otras especies de peces. Originalmente 

se consideró que la distribución geográfica de F. psychrophilum estaba limitado a Amé-

rica del Norte (Anderson y Conroy, 1969). Actualmente, por la rápida expansión de la 

acuicultura, F. psychrophilum está reconocido como un patógeno en la acuicultura de 

agua dulce, causando cuantiosas pérdidas económicas en granjas de peces salmónidos 

alrededor del mundo (Madetoja et al., 2002).

Las condiciones de la enfermedad han sido descritas en toda Europa, tanto en peces 

salmónidos, así como en otras especies (Cipriano y Holt, 2005). El agente también ha 
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sido aislado de peces enfermos en distintos países como Japón (Wakabayashi et al., 

1991), Australia (Tasmania) (Schmidtke y Carson, 1995), Corea, Chile y Perú (Barnes 

y Brown, 2011).

Las manifestaciones de la “Enfermedad del agua fría” (CWD), así como el curso de la 

epizootia están estrechamente relacionados con la temperatura del agua ya que se pro-

duce entre los 4 ºC y 10 ºC (Cipriano y Holt, 2005). Aunque se han descrito epizootias 

a temperaturas de 16 °C, cuando las temperaturas son superiores a 15 °C, la mortalidad 

de los peces declina progresivamente y conduce a la desaparición de la enfermedad 

(Holt et al., 1989).

F. psychrophilum se ha encontrado en el mucus de la piel, tejido conectivo de las aletas, 

branquias, riñones, bazo, fluido ovárico y seminal, y sobre las superficies de huevos 

de los peces huéspedes (Holt et al., 1993; Madetoja et al., 2002). Puede transmitirse 

verticalmente, con la consiguiente diseminación en distintas áreas geográficas por el 

transporte comercial de peces adultos, alevines o huevos. El medio ambiente también 

puede representar un reservorio para este microorganismo ya que F. psychrophilum es 

capaz de sobrevivir en el agua durante muchos meses, adaptando su morfología para 

hacer frente a diversas condiciones adversas (Rangdale, 1995; Brown et al., 1997; Vatsos 

et al., 2001).

3.19.4. Aislamiento de Flavobacterium psychrophilum

El aislamiento de F. psychrophilum se ve limitado por el lento crecimiento de las células 

bacterianas, debiendo ser cultivado en medios específicos con una limitada cantidad 

de nutrientes, tiempos de incubación de 3 a 6 días y una temperatura de 15 ºC a 20 ºC 

(Wiklund et al., 2000; Cipriano y Holt, 2005). En algunos casos se ha señalado que F. 

psychrophilum crece débilmente en agar de soja triptona (TSA) (Wiklund et al., 1994; 

Madetoja et al., 2001). 

Otros autores, sin embargo, no han conseguido el crecimiento de F. psychrophilum en 

este medio (Ostland et al., 1997; Ekman et al., 1999). Los medios específicos de culti-

vos utilizados comúnmente en su aislamiento son agar Cytophaga (Anacker & Ordal’s 

agar) (Anacker y Ordal 1959; Daskalov et al., 1999) y triptone yeast extract salts agar 
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(TYES) (Holt et al., 1993), con una temperatura de incubación óptima entre los 15 ºC 

y 18 ºC. Asimismo, el aislamiento de F. psychrophilum a partir de muestras proveniente 

de aguas ambientales puede ser dificultoso ya que la presencia de bacterias ambientales 

de crecimiento rápido inhiben su desarrollo (Nematollahi et al., 2003; García-López et 

al., 2004).

3.19.5. Flavobacterium psychrophilum y formación de biofilms

La capacidad de adhesión y formación de biofilms de Flavobacterium psychrophilum 

contribuye a su difusión en granjas de peces salmónidos alrededor del mundo (Álvarez 

et al., 2006; Duchaud et al., 2007). En diferentes estudios, F. psychrophilum ha sido de-

tectado y aislado de aguas dulces y salobres asociadas con la crianza de peces (Bruun et 

al., 2000; Schmidt et al., 2000; Madetoja et al., 2002).

La capacidad de adhesión de este microorganismo afecta principalmente a la piel, aga-

llas y huevos de los peces, y la transmisión por el agua indica que las reservas de esta 

especie bacteriana pueden encontrarse en el agua utilizada en la crianza de peces (Ma-

detoja et al., 2003). 

El uso de agentes antimicrobianos en la acuicultura ha dado lugar a la aparición de bac-

terias resistentes a los antibióticos, provocando un aumento de la resistencia bacteriana 

y alteraciones de la flora bacteriana (Bruun et al., 2000; WHO, 2006). Las bacterias 

patógenas que se encuentran en los biofilms causan una exposición recurrente de los 

peces a las infecciones, convirtiéndolos en portadores asintomáticos. En una alta den-

sidad, las bacterias de F. psychrophilum, que forman biofilms, son menos susceptibles a 

dos antimicrobianos, la oxitetraciclina y la flumequina, al desarrollar resistencia a estos 

compuestos cuando son expuestos a concentraciones subinhibitorias de crecimiento 

(Sundell y Wiklund, 2007).

3.20. MÉTODOS PARA EL ANÁLISIS DE LA CONTAMINACIÓN 
BACTERIANA EN SUPERFICIES

Existen diversos procedimientos para el estudio de los biofilms, estos incluyen la acción 

mecánica, procedimientos químicos y la microscopía. Las fuerzas mecánicas por medio 
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de la agitación, sonicación y el raspado de superficies presentan el inconveniente de no 

contabilizar totalmente las bacterias cuando se encuentran fuertemente adheridas a las 

superficies al tratar de removerlas (Donlan y Costerton, 2002).

Los métodos químicos evalúan los biofilms por la producción de compuestos como el 

oxígeno, proteínas, enzimas y el adenosín trifosfato (ATP). El método ATP por biolu-

miniscencia detecta la energía celular, representando el número de células con activi-

dad metabólica de una muestra. Esta técnica proporciona en tiempo real una valora-

ción de la carga microbiana y de los restos celulares en los alimentos, siendo apropiada 

para evaluar los procedimientos de la limpieza y desinfección (Characklis et al., 1982; 

Baker, 1992; Chen, 2003). 

Tradicionalmente, la microscopía ha sido empleada para la observación de la contami-

nación bacteriana sobre las superficies. Con la microscopía electrónica de barrido se 

realizaron las primeras investigaciones para la observación de biofilms, utilizando di-

solventes (alcohol, acetona y xileno) para deshidratar las muestras gradualmente antes 

del examen, ya que el agua de hidratación no es compatible con el vacío utilizado por 

el haz de electrones y produciría la consiguiente distorsión de la imagen de la muestra. 

El desarrollo del microscopio confocal de barrido por láser (CLSM) en la década de 

1980, permitió examinar biofilms in situ, aunque a menor aumento, pero sin las limi-

taciones de uso del microscopio electrónico de barrido. De este modo, la limitación de 

la resolución fue compensada por la capacidad de obtener imágenes inalteradas de la 

matriz de los biofilms (Ladd y Costerton, 1990; Donlan y Costerton, 2002). 

3.20.1. Microscopía de fluorescencia 

La microscopía de fluorescencia es uno de los métodos directos más utilizados para la 

observación de biofilms. Este tipo de microscopía emplea un colorante fluorescente 

(fluorocromo) que permite detectar moléculas que fluorescen (componente fluores-

cente) al absorber luz de onda corta y reemitir una luz de longitud de onda mayor. 

La principal ventaja de la microscopía de fluorescencia es la distribución espacial de las 

células en la muestra y la posibilidad de observar su viabilidad. Sin embargo, la imagen 
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es bidimensional y observar los biofilms de forma tridimensional se consigue con el 

uso de la microscopía confocal (Caldwell et al., 1993; Maukonen et al., 2003). 

Existen dos tipos de microscopios de fluorescencia:

1. Microscopios de fluorescencia de luz transmitida. Estos microscopios presentan 

un haz de luz que atraviesa un lente condensador y lo concentra sobre la muestra 

para obtener una iluminación óptima de la misma. 

2. Microscopios de epifluorecencia. Estos microscopios presentan más ventajas que 

los microscopios de luz transmitida, al presentar una luz de alta intensidad y dos 

sistemas de filtros. Uno de los sistemas de filtros concentra la luz, dejando pasar 

solo la longitud de onda que excita a las moléculas fluorescentes que se quiere 

visualizar. La muestra se observa a través de un segundo sistema de filtros que 

conducen solo la longitud de onda correspondiente a la luz que reemiten los com-

ponentes fluorescentes. De esta forma, las estructuras fluorescentes de las células 

aparecen luminosas sobre un fondo oscuro cuando son observadas por los ocula-

res del microscopio. Así mismo, un sistema de análisis digital de imágenes en un 

sistema acoplado al microscopio de epifluorescencia es una herramienta eficiente 

que puede ser utilizado para evaluar de forma cualitativa y cuantitativamente la 

biomasa, dimensiones y parámetros morfológicos básicos de las bacterias y los 

biofilms (Takeuchi y Frank, 2001). 

3.20.2. Colorantes fluorescentes 

Los colorantes fluorescentes al incidir sobre ciertas moléculas emiten luz con una lon-

gitud de onda determinada. El color y la intensidad de la luz es una propiedad carac-

terística de las moléculas fluorescentes de distintas muestras analizadas (Suzuki et al., 

1997). Existen varios colorantes específicos para la detección de determinados compo-

nentes celulares. Para detectar la integridad de la membrana bacteriana y por tanto la 

viabilidad de las células, se emplean colorantes como el FITC (fluoresceína-5-isotiocia-

nato), utilizado para el marcado de biomoléculas como las proteínas, péptidos, ácidos 

nucleicos y polisacáridos. 
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El colorante DAPI (diclorhidrato de 4’,6-diamidino-2-fenilindol) es especifico para el 

ADN (Porter y Feig, 1980) y el SYTO®9, se une al ADN y ARN tanto de células viables 

como no viables. Para determinar las células no viables, se emplea el yoduro de propi-

dio que penetra solamente en las células que tienen dañada la membrana celular. De 

este modo, en microscopía, el yoduro de propidio puede ser utilizado junto al SYTO®9 

para determinar las células viables y no viables de una muestra bacteriana (Boulos et 

al., 1999). 



4.   MATERIALES Y MÉTODOS
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4.1. MATERIALES

4.1.1. Superficies de ensayo

Las superficies de ensayo fueron discos de acero inoxidable tipo 1.4301 (Anónimo, 

2002; Anónimo, 2006) de 2,0 cm de diámetro y un espesor de 1,2 mm. Previamente a 

los ensayos, los discos fueron limpiados y desinfectados. La limpieza se realizó sumer-

giendo los discos en una solución acuosa detergente de Dino-dis-dipol® al 5,0% duran-

te 1 hora. Posteriormente, se enjuagaron con agua destilada las veces necesarias hasta 

que se presentaron visiblemente limpios. A continuación, los discos se introdujeron en 

una solución con alcohol isopropílico (2-propanol) al 70% durante 15 minutos, favo-

reciendo con esto una desinfección parcial y secándolos en una cabina de flujo laminar 

de aire. 

Finalmente, para eliminar los microorganismos que pudieron permanecer viables, 

los discos fueron esterilizados en autoclave a vapor por presión a 121 ºC durante 15 

minutos. Los discos fueron utilizados una vez en los diferentes ensayos y se desecharon.

4.1.2. Agua dura

El agua dura se utilizó para preparar las concentraciones de los productos desinfectan-

tes y para el control de agua en los diferentes ensayos. La formulación del agua dura fue 

(Anónimo, 2002):

1. Solución “A”: se preparó disolviendo 19,84 g de MgCl
2 
anhidro y 46,24 g de CaCl

2
 

en 1000 ml de agua destilada. 

2. Solución “B”: se disolvió 35,02 g de NaHCO
3
 en 1000 ml de agua destilada.

Se añadió 600 ml de agua destilada a 6,0 ml de la solución “A”. Posteriormente se agre-

garon 8,0 ml de la solución “B” y se diluyeron con agua destilada hasta alcanzar 1000 

ml. El pH de la solución se ajustó a 7,0 ± 0,2 y la solución de agua dura se esterilizó a 

través de un filtro de membrana con un diámetro máximo de poro de 0,45 μm (Milli-

pore®). 
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4.1.3. Sustancia interferente

La sustancia interferente se emplea sobre las superficies para las condiciones sucias o 

limpias de los ensayos de desinfectantes. La acción interferente debe ser considerada en 

los diferentes ensayos de evaluación de productos desinfectantes ya que representa la 

suciedad sobre estas superficies en condiciones prácticas de uso. 

Reactivos como la albúmina bovina interfieren en la acción de los desinfectantes al 

reaccionar con estos de forma química o inespecífica. Cuanto mayor es la concentra-

ción de una sustancia con propiedades interferentes, el efecto protector sobre las super-

ficies aumenta y por tanto mayor es la sobrevivencia de los microorganismos en los en-

sayos de los productos desinfectantes (Bloomfield et al., 1993; Hunsinger et al., 2005). 

Para representar las condiciones sucias de ensayo, se empleó solución de albúmina bo-

vina (polvo liofilizado, grado estándar 96,0%, Sigma®) en una concentración final de 

3,0 g/l, disuelta en agua destilada y filtrada con membrana de 0,45 μm de diámetro de 

poro (Millipore®).

4.1.4. Neutralizante

En el proceso de evaluación de los diferentes productos desinfectantes es importante 

que estos sean neutralizados, a fin de evitar la continuación de la actividad bactericida 

una vez finalizado el tiempo de acción sobre las cepas bacterianas en estudio. Como 

agentes neutralizantes pueden ser utilizados una gran variedad de compuestos en los 

diferentes ensayos, dependiendo del desinfectante que se quiera inactivar. Los agen-

tes neutralizantes más comunes incluyen compuestos como la lecitina, polisorbato 80 

(Tween 80®), tiosulfato de sodio, etc.; siendo necesario que sean validados previamente 

a los ensayos, a fin de demostrar que la neutralización es eficaz e inocua para los mi-

croorganismos presentes (Van de Weyer et al., 1993; Taylor et al., 1999; Fraise, 2008). 

En el presente estudio, la solución neutralizante fue formulada con: lecitina, 3,0 g/l; 

polisorbato 80 (Tween 80®), 30,0 g/l (Panreac Química S.A.); tiosulfato de sodio, 5,0 

g/l (Panreac Química S.A.); l-histidina, 1,0 g/l (Sigma-Aldrich®); y saponina, 30,0 g/l 

(Sigma®); en disolución tampón fosfato (0,25 mol/l) al 1,0 % (v/v) y un pH de 7 ± 0,02 

(Anónimo, 2002).
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4.1.4.1. Neutralizante para la evaluación de productos desinfectantes a base 
de peróxido de hidrógeno

Se estandarizó una solución neutralizante para la evaluación de los desinfectantes a base 

de peróxido de hidrógeno como único principio activo o en combinación con otros com-

ponentes (tablas 8 y 9). Previamente a los ensayos, se evaluó la catalasa como neutrali-

zante en comparación al propuesto en el apartado 4.1.4 en doble concentración. Con 

los productos ensayados se observó que el objetivo de la neutralización del peróxido 

de hidrógeno era similar empleando catalasa (Sigma-Aldrich®) en comparación de la 

mezcla: lecitina, 6,0 g/l; polisorbato 80 (Tween 80®), 60,0 g/l; tiosulfato de sodio, 5,0 

g/l); l-histidina, 1,0 g/l; y saponina, 30,0 g/l; en disolución tampón fosfato 0,25 mol/l 

al 1,0% (v/v) y un pH de 7 ± 0,02. Dado que la actividad de la catalasa puede verse 

influenciada por los otros componentes que acompañan al peróxido de hidrógeno, el 

ensayo de validación de la neutralización para estos productos se efectuó con la mezcla 

anteriormente descrita (apartado 4.2.4.3).

4.1.5. Productos desinfectantes de ensayo para evaluar la 
actividad bactericida y el efecto residual en superficies 
de acero inoxidable 

Los productos desinfectantes para los ensayos fueron suministrados por una industria 

química dedicada a la elaboración de productos para la limpieza y desinfección. Estos 

productos fueron recibidos en frascos herméticamente cerrados y para su evaluación 

fueron conservados a temperatura ambiente entre los 18 ºC y 25 ºC. 

Los productos desinfectantes utilizados para evaluar la actividad bactericida fueron for-

mulados a base de peróxido de hidrógeno. Se evaluaron en las concentraciones del 25%, 

50% y 100%. Estas concentraciones para los ensayos fueron diluidas con agua dura es-

téril (apartado 4.1.2). Para evaluar el efecto residual bactericida sobre superficies de ace-

ro inoxidable, se emplearon productos basados en cloruro de benzalconio e hipoclorito 

de sodio. Las composiciones de los diferentes compuestos utilizados en los ensayos se 

muestran en las tablas 8, 9, 10 y 11.
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Tabla 8. Productos a base de peróxido de hidrógeno.  

Producto Composición Microorganismos
de ensayo

P1 1,0% de peróxido de hidrógeno S. aureus, E. Hirae

P2 2,0% de peróxido de hidrógeno S. aureus, E. Hirae

P3 0,25% de peróxido de hidrógeno 

0,25% de cloruro de benzalconio

S. aureus, E. hirae

P4 0,25% de peróxido de hidrógeno

0,20% de propionato de
N,N-didecil-N-metil-polioxietil amonio (*)

1,0% de tensoactivos no iónicos

5,0% de alcohol etílico

S. aureus, E. hirae

P5 0,50% de peróxido de hidrógeno 

0,20% propionato de
N,N-didecil-N-metil-polioxietil amonio (*)

1,0% de tensoactivos no iónicos

5,0% de alcohol etílico

S. aureus, E. hirae,

E. coli y P. aeruginosa

P6 1,0% de peróxido de hidrógeno

0,20% de propionato de
N,N-didecil-N-metil-polioxietil amonio (*)

1,0% de tensoactivos no iónicos

5,0% de alcohol etílico

S. aureus, E. hirae

P7 3,0% de peróxido de hidrógeno

1,80% de cloruro de benzalconio

3,0% de tensoactivos no iónicos

S. aureus, E. hirae

(*) Polímero catiónico 
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Tabla 9. Composición de los productos basados en peróxido de hidrógeno (%) para su 
evaluación frente a Staphylococcus aureus y Pseudomonas aeruginosa. 

Peróxido 
de

hidrógeno 

Monofenil-
glicol

Ácido
acetofos-

fónico

Ácido 
láctico

Polímero
catiónico(*)

Benzoato 
de sodio 

Ácido 
salicílico

Espesante

H1 3,0 1,0 0,30 3,50 0 0 0 0

H2 0,5 1,0 0,30 4,10 0 0 0 0

H3 0,5 1,0 0,85 3,50 0 0 0 0

H4 3,0 1,0 0,30 3,50 0 0 0 0

H5 3,0 1,0 0,30 3,50 0,20 0 0 0,10

H6 3,0 1,0 0,30 3,50 0,20 0 0 0

H7 3,0 0 0 0 0 0,25 0 0,15

H8 3,0 0 0 0 0 0,50 0 0,15

H9 3,0 0 0 0 0 1,0 0 0,15

H10 3,0 0 0 0 0 0 0,25 0,15

H11 3,0 0 0 0 0 0 0,50 0,15

H12 3,0 0 0 0 0 0 1,0 0,15

H13 3,0 0 0 0,25 0 0 0 0,15

H14 3,0 0 0 0,50 0 0 0 0,15

H15 3,0 0 0 1,0 0 0 0 0,15

H16 3,0 0,25 0 0 0 0 0 0,15

H17 3,0 0,50 0 0 0 0 0 0,15

H18 3,0 1,0 0 0 0 0 0 0,15

(*) Propionato de N,N-didecil-N-metil polioxietil amonio.
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Tabla 10. Productos desinfectantes a base de cloruro de benzalconio utilizados para 
evaluar el efecto residual a 24 horas.

Producto Composición

C1 1,0% cloruro de benzalconio

C2 1,0% cloruro de benzalconio + 0,20% NaOH + 1,0%NaClO

C3 1,0% cloruro de benzalconio + 0,20% NaOH + 3,0% NaClO

C4
1,0% cloruro de benzalconio + 0,20% NaOH + 0,3% NaClO + 1,0% 
óxido de amina

Tabla 11. Productos desinfectantes a base de hipoclorito de sodio utilizados para 
evaluar el efecto residual a 24 horas.

Producto Composición 

N1 3,5% NaClO + 0,5% cloruro de benzalconio + 2,4% óxido de 
amina mirístico + 1,0% NaOH

N2 3,5% NaClO + 0,8% cloruro de benzalconio + 2,4% óxido de 
amina mirístico + 1,0% NaOH 

N3 3,7% NaClO + 1,15% alcohol graso etoxilado + 1,05% NaOH + 
0,22% silicato de sodio

N4 4,0% NaClO

N5 4,0% NaClO + 1,0% NaOH

N6 4,0% NaClO + 1,0% NaOH + 1,0% cloruro de benzalconio + 
0,5% óxido de alquildimetilamina

N7 4,5% NaClO + 0,9% NaOH + 1,2% jabón + 2,0 oxido de amina 

4.1.6. Organismos de ensayo

4.1.6.1. Organismos para la evaluación de productos desinfectantes y el 
efecto residual

La elección de las cepas bacterianas para los ensayos de los productos a base de peróxi-

do de hidrógeno fueron tipo Gram positivas y Gram negativas, de acuerdo con la nor-

ma UNE-EN 13697 (Anónimo, 2002) y adquiridas directamente a la “American Type 
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Culture Collection” (ATCC):

•	  Enterococcus hirae   ATCC 10541

•	  Escherichia coli   ATCC 10536

•	  Pseudomonas aeruginosa ATCC 15442

•	  Staphylococcus aureus   ATCC  6538     

Para la evaluación de efecto residual bactericida de los productos a base de cloruro de 

benzalconio e hipoclorito de sodio, las cepas empleadas fueron: 

•	  Staphylococcus aureus   ATCC 6538

•	  Enterococcus hirae   ATCC 10541

4.1.6.2. Organismos para la evaluación de superficies con propiedades 
antibacterianas y halos de inhibición 

Las cepas bacterianas empleadas para la evaluación de superficies de plástico con acti-

vidad antibacteriana, fueron:

•	  Escherichia coli   ATCC 8739

•	  Staphylococcus aureus  ATCC 6538

•	  Klebsiella pneumoniae  OSA 0804

Para evaluar la actividad bacteriostática y la formación de halos de inhibición bacte-

rianos de las superficies de poliéster con triclosán en su composición, se utilizó Sta-

phylococcus aureus ATCC 6538. Esta cepa bacteriana Gram positiva es utilizada para la 

evaluación de desinfectantes en los Estados Unidos y Europa (Anónimo, 1997a; AOAC, 

2010). Staphylococcus aureus tiende a ser muy resistente, crece en un amplio margen de 

temperaturas, de pH, concentraciones de cloruro de sodio y, aunque no forma esporas, 

es capaz de formar biofilms. Además, S. aureus puede transmitirse de individuos asin-

tomáticos a superficies, con la consiguiente implicación que representa en las toxiin-
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fecciones alimentarias (Troller, 1993; Oie et al., 1996; Akiyama, 1998; Luppens et al., 

2002b).

4.1.6.3. Organismos para la evaluación de desinfectantes y formación  
de biofilms en condiciones de acuicultura

Con el objetivo de evaluar la formación de biofilms en diferentes materiales utilizados 

en la acuicultura se empleó la cepa bacteriana Flavobacterium psychrophilum NCIMB 

1947 (National Collection of Industrial, Marine and Food Bacteria, Reino Unido). La 

evaluación de los productos desinfectantes se realizó con células ambientales aisladas 

del agua circulante utilizada en la crianza de los peces en las instalaciones del Institute 

of Aquaculture, University of Stirling, Escocia, reino Unido.     

4.1.7. Materiales empleados para la evaluación de superficies 
plásticas con actividad antibacteriana

Para la evaluar las superficies plásticas con actividad antibacteriana, se ensayaron de 

acuerdo con la norma JIS Z 2801: 2000. Estas superficies previamente a los ensayos, 

fueron esterilizadas en autoclave a 121 ºC durante 15 minutos (Anónimo, 2000). Las 

soluciones y medios de cultivo para estos ensayos se muestran en la tabla 12. 

4.1.8. Superficies empleadas para evaluación de la actividad 
bacteriostática y la formación de halos de inhibición 

Las muestras de superficies empleadas para la evaluación cualitativa de la inhibición 

bacteriana fueron de poliéster, a las cuales se les agregó triclosán en diferentes concen-

traciones en el proceso de elaboración. El tamaño de las superficies de estudio fue de 

2,5 x 2,5 centímetros.    
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Tabla 12. Medios empleados para la evaluación de superficies con 
actividad bacteriostática.

Medio Componente

Caldo nutritivo 

Extracto de carne 3,0 g

Peptona 10,0 g

NaCl (cloruro de sodio) 5,0 g

Agua destilada 1000 ml

pH 7,0 ± 0,2

Agar nutritivo 

TSA (agar de soja triptona) 40,0 g

Agua destilada 1000 ml

Caldo SCDLP

TSB (tryptone soy broth) 30,0 g

Tween 80 1,0 ml

Agua destilada 1000 ml

Solución buffer fosfato

Fosfato de potasio dihidrógeno 34,0 g

Agua 1000 ml

pH 7,0 ± 0,2 

Solución salina buffer fosfato

Solución buffer fosfato 1,0 ml

Solución salina (0,85% NaCl) 800 ml
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4.1.9. Productos desinfectantes y formación de biofilms en 
condiciones de acuicultura

Los ensayos para la evaluación de productos desinfectantes y formación de biofilms 

en condiciones de acuicultura, se realizaron en el Institute of Aquaculture, Universi-

ty of Stirling, Reino Unido. Con este objetivo, se recuperaron células ambientales del 

agua potable de los tanques para la crianza de peces en superficies de acero inoxidable 

(apartado 4.1.1). Los productos desinfectantes empleados en estos ensayos se muestran 

en la tabla 13. 

La evaluación de la formación de biofilms se realizó con Flavobacterium psychrophilum 

NCIMB 1947 (apartado 4.1.6.3). El medio para el aislamiento y cultivo de trabajo de 

F. psychrophilum NCIMB 1947 fue “Triptone yeast extract salts” (TYES) en forma de 

agar o caldo (tabla 14), y agar de soja triptona (TSA) para la recuperación de las células 

ambientales. Se utilizó solución salina al 0,9% como diluyente de las suspensiones bac-

terianas de los diferentes ensayos. 

Tabla 13. Composición de los productos empleados para evaluar la actividad bactericida 
en Flavobacterium psychrophilum.

Compuesto Tensoactivos
Ácido

 salicílico
Ácido
láctico 

Etanol Cumensulfonato

“101” 14,3% aniónicos /
5,7% anfóteros

0,50 - - 1,0

“201” 14,3% aniónicos /
5,7% anfóteros

0,50 - 5,8 -

“300” 14,3% aniónicos /
5,7% anfóteros

- - - 1,0

“400” 14,3% aniónicos /
5,7% anfóteros

- 2,0 - 1,6

Peroximonosulfato de sodio (1,0%)

Hipoclorito de sodio (5,25%)
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  Tabla 14. Triptone yeast extract salts agar (TYES).

Componente Cantidad

Triptona 4,0 g

Extracto de levadura      0,4 g

MgS04
. 7H2O 0,5 g

CaCl2 
. 2H2O 0,2 g

Agua destilada  1000 ml

Agar bacteriológico 15,0 g

Ajustar a pH a 7,2 

Autoclave a 15 - 20 minutos a 121 ºC
Adaptación: Holt, R.A. (1988).

4.2. PROCEDIMIENTOS DE ENSAYOS PARA LA EVALUACIÓN DE LA 
ACTIVIDAD BACTERICIDA DE PRODUCTOS DESINFECTANTES 
Y EL EFECTO RESIDUAL EN SUPERFICIES DE ACERO INOXIDABLE

4.2.1. Cultivos de reserva y de trabajo 

Los cultivos de reserva de Enterococcus hirae, Escherichia coli, Pseudomonas aeruginosa 

y Staphylococcus aureus (apartado 4.1.6.1) fueron obtenidos de cepas bacterianas lio-

filizadas en viales y conservadas en refrigeración a 4 ºC. Las cepas se reactivaron aña-

diendo a los viales 1,0 ml de agua de peptona tamponada (Biomérieux®) y dejando que 

se estabilizasen a una temperatura de 18 ºC a 25 ºC durante 1 hora. Posteriormente, se 

transfirió el contenido de cada vial a un tubo con 9,0 ml de agua peptonada tamponada 

para obtener una suspensión bacteriana. La suspensión bacteriana se incubó a 37 ºC 

durante 24 horas. Transcurrido el tiempo de incubación, se procedió a realizar un sub-

cultivo en agar TSA durante 24 horas a 37 ºC. Del subcultivo se hicieron siembras por 

estrías en tubos inclinados para obtener los cultivos de reserva, que fueron conservados 

en refrigeración a 4 ºC.

Posteriormente, de los cultivos de reserva refrigerados, se realizaron dos subcultivos 

consecutivos en agar TSA, para obtener cada uno de los cultivos bacterianos de trabajo. 
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4.2.2.  Preparación y ajuste de la suspensión bacteriana

Por cada ensayo, se preparó una suspensión bacteriana. Con este objetivo, se transfi-

rieron con asas de siembra, células del cultivo bacteriano de trabajo a un matraz con-

teniendo 10 ml de diluyente (1,0 g de triptona y 8,5 g de NaCl en 1000 ml de agua 

destilada estéril) y 3,5 g de perlas de vidrio de 2,0 mm de diámetro (Afora, España). El 

matraz se agitó durante 3 minutos, transfiriendo la suspensión a un tubo de ensayo y 

se realizaron las diluciones hasta ajustar el número de unidades formadoras de colonias 

(UFC) a un valor comprendido entre 1,5 - 5,0 x 108 UFC/ml. El ajuste de la suspen-

sión bacteriana se hizo por espectrofotometría con una lectura de absorbancia a una 

longitud de onda de 405 nm. Las curvas de calibración empleadas tienen las siguientes 

fórmulas:

•	 Staphylococcus aureus  y = 0,4443Ln(x) + 9,01 R2= 0,95

•	  Enterococcus hirae  y = 0,8417Ln(x) + 8,88 R2= 0,97

•	  Escherichia coli   y = 0,7172Ln(x) + 8,69 R2= 0,89  

•	  Pseudomonas aeruginosa y = 0,4004Ln(x) + 8,50 R2= 0,95 

Donde “y” es el logaritmo decimal del recuento (log UFC/ml) y “x” el valor de la ab-

sorbancia leída. Inmediatamente después de cada suspensión bacteriana ajustada se 

realizaron los ensayos y recuentos correspondientes.  

4.2.3. Recuento de la suspensión bacteriana

Para determinar el número de UFC/ml de una suspensión bacteriana, se prepararon 

diluciones decimales de 10-6 y 10-7.. Se tomó 1,0 ml de cada una de las diluciones por 

duplicado y se inocularon en placas de Petri. Posteriormente se hizo una siembra en 

masa, añadiendo de 15-20 ml de agar TSA fundido a 45 ºC y se incubaron las placas a 

37 ºC durante 24 horas. Se desecharon las placas que por cualquier razón no permitie-

ron su recuento y se volvieron a incubar durante otras 24 horas. Finalmente se hizo el 

recuento de las placas que mostraron un número comprendido entre 50 y 300 de UFC.
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4.2.4. Ensayo para la evaluación de la actividad bactericida del 
peróxido de hidrógeno

Se empleó la norma UNE-EN 13697(Anónimo, 2002) “Ensayo cuantitativo de superfi-

cie no porosa para la evaluación de la actividad bactericida y/o fungicida de los desin-

fectantes químicos utilizados en productos alimenticios, en la industria, en el hogar y 

en colectividades. Método de ensayo sin acción mecánica y requisitos (fase 2, etapa 2)” 

para determinar la actividad bactericida de los diferentes productos a base de peróxido 

de hidrógeno.

Las condiciones escogidas (tiempo de contacto, temperatura, organismos de ensayo, 

etc.) reflejan los parámetros encontrados en condiciones prácticas, incluyendo las con-

diciones que puedan influir en la acción de los desinfectantes.

4.2.4.1. Procedimiento de ensayo

2 minutos antes de iniciar el ensayo, se agregó 1,0 ml de la suspensión bacteriana de 

trabajo a 1,0 ml de la solución de albúmina bovina para obtener la suspensión bacte-

riana de ensayo. 

Los ensayos se realizaron a una temperatura entre 18 ºC y 25 ºC. Se colocaron 4 super-

ficies de ensayo en posición horizontal, inoculando 50 μl de la suspensión bacteriana 

de ensayo a cada una de las superficies de los discos y permitiendo que el inóculo se 

distribuyera lo más homogéneamente posible. Las superficies inoculadas se secaron 

en una estufa a 37 ºC, retirándolas cuando estuvieron visiblemente secas (45 ± 5 mi-

nutos) y dejando que se equilibraran a temperatura ambiente. Se agregaron 100 μl de 

los productos desinfectantes de ensayo a 3 superficies con el inóculo bacteriano seco, 

asegurando que quedaran totalmente cubiertos. Para el control de agua, se agregaron 

100 μl de agua dura sobre otra superficie. Después de 5 minutos de acción de los pro-

ductos desinfectantes y el agua dura en las diferentes superficies, estás se transfirieron 

de forma invertidas a las caras inoculadas a placas de Petri de 50 mm de diámetro y 

23 mm de altura (Esterilin®) que contenían 10 ml de neutralizante (apartado 4.1.4.1) 

y 3,5 g de perlas de vidrio de 2,0 mm de diámetro. Se agitaron manualmente en una 

superficie plana durante un minuto, asegurando que las perlas estaban en contacto con 
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las superficies y eran capaces de moverse libremente para separar las células bacterianas 

adheridas a las superficies. 

Para el ensayo del desinfectante y el control de agua, después de un tiempo de neutra-

lización de 5 minutos ± 10 segundos, se prepararon diluciones decimales de 10-0, 10-1 

y 10-2 para cada uno de los ensayos del desinfectante y de 10-3 a10-6 para el control de 

agua. Se tomaron 1,0 ml de cada concentración por duplicado y se procedió a sembrar 

en placas Petri, en medio agar TSA, incubándolas por un tiempo de entre 24 y 48 horas 

a 37 ºC. 

Para el control de recuperación de los microorganismos, se recuperaron las superficies 

después de la neutralización y se lavaron con 10 ml de agua destilada estéril. Las su-

perficies se transfirieron a placas de Petri conteniendo aproximadamente 10 ml de agar 

TSA solidificado y se colocaron con la parte de la superficie inoculada hacia arriba. Se 

añadieron 100 μl de agua destilada estéril sobre cada uno de los discos recuperados y 

con una punta de pipeta estéril se efectuó un raspado sobre la superficie inoculada du-

rante 1 minuto para remover la posible presencia de células bacterianas no recuperadas 

durante los ensayos de los desinfectantes. Después del raspado de las superficies, se ver-

tieron aproximadamente 10 ml agar TSA fundido a 45 ºC en placas Petri y se incubaron 

a 37 ºC durante 24 - 48 horas. 

4.2.4.2. Determinación de la actividad bactericida

La actividad bactericida se demostró por un factor de reducción logarítmica de la via-

bilidad bacteriana igual o superior a 4 log
10

, en las condiciones de ensayo requeridas: 5 

minutos ± 10 segundos de acción del desinfectante, una temperatura entre los 18 ºC y 

25 ºC y en condiciones sucias de ensayo.

4.2.4.3. Ensayo de validación de la neutralización

Para cada uno de los productos desinfectantes de ensayo, se evaluó el correspondiente 

neutralizante empleado. Con este objetivo, se equilibraron los reactivos a 20 ºC y se 

inocularon 50 μl de la suspensión bacteriana en dos superficies de ensayo. Las superfi-

cies inoculadas se secaron en estufa a 37 ºC en un tiempo aproximado de 45 minutos. 
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Se añadieron 100 μl de agua destilada y 100 μl de la solución desinfectante de ensayo de 

la concentración al 100% a dos frascos con 10 ml de neutralizante y 3,5 g de perlas de 

vidrio de 2 mm de diámetro. Se mezclaron y se dejaron en contacto durante 5 minutos 

± 10 segundos. Las superficies con los inóculos secos se transfirieron a las placas de 

Petri con los lados inoculados hacia el interior y se agitaron con un agitador mecánico 

durante 1 minuto. Se prepararon una serie de diluciones de 10-3, 10-4 y 10-5, tanto para el 

control y para el ensayo de neutralización. Posteriormente, se tomaron 1,0 ml de cada 

concentración de estudio por duplicado y se sembraron en medio agar TSA, incubán-

dolos a 37 ºC durante 24 horas.

4.2.4.4. Verificación de la metodología y expresión de los resultados 

La comprobación de la metodología de los ensayos de los productos desinfectantes y 

de neutralización fue:

- La media de los recuentos obtenidos en placas por duplicado estaba comprendi-

da entre 50 y 300.

-  N - Nc no es superior a 2 log
10

. 

- N - NC no es superior a 2 log
10

.

- NC - NT no es superior a ± 0,3 log
10

.

- Nts es inferior a 100 UFC/ml para las concentraciones activas.

Donde: (N): Suspensión bacteriana, (Nc): Control de agua, (NC): Control de neutra-

lización, (NT): Ensayo de neutralización, (Nts): Recuperación de microorganismos.

El efecto bactericida (ME) se determina cuantitativamente por el número de UFC so-

brevivientes que puedan recuperarse de las superficies de los ensayos de los desinfec-

tantes (Nd): ME = Nc - Nd. Calculándose los valores ME para cada organismo y con-

centración de estudio de los productos de los ensayos. 
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4.2.5. Evaluación del efecto residual de desinfectantes sobre 
superficies 

Con el objetivo de evaluar el efecto residual bactericida sobre superficies no porosas 

de productos desinfectantes, se adaptó la norma UNE-EN 13697. Los desinfectantes 

empleados fueron cuatro formulaciones a base de cloruro de benzalconio y siete a base 

de hipoclorito de sodio (tablas 10 y 11). 

El procedimiento de ensayo se realizó inoculando en el centro de las superficies 100 

μl de las soluciones desinfectantes en las concentraciones del 25%, 50% y 100%. Las 

superficies con las diferentes soluciones desinfectantes se sometieron a un secado a 20 

ºC en una cabina de flujo laminar de aire. Inmediatamente tras su secado (0 horas) y 

transcurridas 24 horas, se inocularon las diferentes superficies con 50 μl de una suspensión 

bacteriana de Staphylococcus aureus ATCC 6538 o Enterococcus hirae ATCC 10541, 

ambas en una concentración de 1,5 - 5,0 x 108 UFC/ml. Las soluciones desinfectantes 

secas sobre las superficies tanto a 0 horas como a 24 horas, permanecieron en contacto 

con el inóculo bacteriano durante 30 minutos a una temperatura comprendida entre 

los 18 ºC y 25 ºC. Posteriormente, se inactivó el efecto del desinfectante colocando las 

superficies en el medio neutralizante (apartado 4.1.4) con 3,5 g de perlas de vidrio de 

2,0 mm de diámetro contenida en una placa de Petri de 50 mm de diámetro y 23 mm 

de altura (Esterilin®). Inmediatamente, se agitaron sobre una superficie plana durante 

1 minuto y se hicieron las diluciones correspondientes para ser sembradas en agar TSA 

por inmersión en placa durante 24-48 horas. Finalmente, para realizar el control de 

recuperación de microorganismos, se procedió de acuerdo al procedimiento para la 

evaluación de productos desinfectantes (apartado 4.2.4.1).

La validación de la neutralización, metodología y expresión de los resultados se realiza-

ron de acuerdo a los apartados 4.2.4.3 y 4.2.4.4.

Para determinar el efecto residual bactericida, se consideró las observaciones realizadas 

por Mosteller y Bishop (1993), quienes determinaron la eficacia desinfectante para el 

control del biofilms por una reducción de 3 log
10

; además de las pruebas de suspensión 

de la actividad bactericida básica, norma UNE-EN 1040 (Anónimo, 1997a) y la 

actividad sobre superficies, norma UNE-EN 13697 (Anónimo, 2002) que determinan 



75

MATERIALES Y MÉTODOS

una reducción de 5 log
10

 y 4 log
10

, respectivamente. 

En base a estas pruebas como antecedentes y contemplando la posible actividad 

bactericida residual de las soluciones desinfectantes secas, se estableció el efecto 

residual bactericida cuando el desinfectante mostró una actividad bactericida mayor 

o igual a 3 log
10

, después de 24 horas de exponerse el producto desinfectante seco con 

la suspensión bacteriana durante 30 minutos a temperatura ambiente (18 ºC - 25 ºC).

4.3. ENSAYOS PARA LA EVALUACIÓN DE LA ACTIVIDAD 
BACTERIOSTÁTICA Y FORMACIÓN DE HALOS DE INHIBICIÓN 
DE SUPERFICIES CON PROPIEDADES ANTIBACTERIANAS

4.3.1. Evaluación de superficies plásticas con actividad 
antibacteriana

La norma JIS Z 2801: 2000 determina la actividad de superficies con propiedades anti-

microbianas mediante la cuantificación de las células bacterianas en contacto con estas 

superficies y las recuperadas después de 24 horas a 35°C. El efecto antibacteriano se de-

termina comparando la sobrevivencia de las bacterias de un material tratado con estas 

propiedades con otro no tratado. Por cada procedimiento, se emplearon 3 superficies 

con propiedades antibacterianas y 6 superficies de acero inoxidable, de las cuales, 3 fue-

ron destinadas al control de 0 horas y las otras 3 para el control de 24 horas. 

El procedimiento de ensayo se realizó preparando la suspensión bacteriana con el cal-

do nutritivo y ajustándolo a un valor de 2,5 - 10 x 105 células/ml por microscopía de 

epifluorescencia (apartado 4.3.4). Posteriormente, se inocularon 50 μl de la suspensión 

bacteriana a las superficies. Los ensayos se realizaron por triplicado para cada muestra. 

Las superficies inoculadas se conservaron en una cámara en condiciones de humedad 

a 35 ºC durante 24 horas. Transcurrido este tiempo, las superficies plásticas se recupe-

raron en 10 ml de caldo SCDLP. De igual manera se procedió con las otras 3 superfi-

cies de control a 0 horas. Las superficies plásticas y discos contenidos en envases con 

caldo SCDLP y perlas de vidrio de 2,0 mm de diámetro se agitaron con un agitador 

mecánico durante 1 minuto. Posteriormente se hicieron las diluciones correspondien-
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tes en solución salina de buffer fosfato, siembra en placa con agar TSA y se incuba-

ron a 35 ºC durante 24 a 48 horas. Tras la incubación, se realizaron los recuentos de 

las colonias sembradas en las placas de Petri que contenían entre 50 y 300 colonias.

4.3.2. Determinación de la formación de los halos de inhibición 
bacterianos en superficies 

Este procedimiento tiene como objetivo determinar la inhibición bacteriana (halos de 

inhibición) de una superficie con propiedades antibacterianas. Para evaluar la formación 

de los halos de inhibición, se traspasaron colonias de cultivo de trabajo de Staphylococcus 

aureus ATCC 6538 a un tubo con diluyente (8,5 g de NaCl y 1,0 g de triptona pancreática en 

1000 ml de agua destilada estéril), ajustando el número de células a un rango comprendido 

entre 1,5 - 5,0 x 108 UFC/ml y obteniendo la suspensión bacteriana de ensayo. Se añadió 1,0 

ml de la sustancia interferente (0,6 g/100 ml de albúmina bovina) a la suspensión bacteriana 

para reproducir las condiciones sucias en el ensayo. Inmediatamente, se inocularon 50 μl de 

esta suspensión a las diferentes superficies con propiedades antibacterianas y se procedió 

a su conservación en condiciones húmedas o secas. Para las condiciones húmedas, se 

agregaron 1000 ml de agua destilada estéril en un recipiente de 4,5 litros de capacidad, 

con las diferentes superficies de ensayo en placas de Petri y controlando que las placas 

conteniendo las superficies no quedasen sumergidas en el agua. Posteriormente se cerró 

el recipiente con papel aluminio y se conservó a una temperatura de 20 ºC durante 24 

horas. Transcurrido este tiempo, las superficies se traspasaron a recipientes con 10 ml de 

neutralizante y 3,5 g de perlas de vidrio (apartado 4.1.4) y se agitaron con un agitador 

mecánico. Finalmente, se realizaron las diluciones correspondientes y se cultivaron en  

placa con agar TSA para determinar la actividad bacteriostática. 

Las superficies de los ensayos se recuperaron de los recipientes y se traspasaron a placas 

de Petri conteniendo 10 ml de medio TSA sólido. Se agregaron 100 μl de agua destilada 

estéril en cada una de las superficies para facilitar la recuperación de las células viables. 

Se realizó un raspado con una punta de pipeta sobre las superficies inoculadas durante 

1 minuto y se procedió a poner en contacto las caras de las superficies raspadas con el 

agar TSA sólido contenidas en las placas de Petri. Se vertieron aproximadamente otros 

10 ml de TSA, de tal manera que cubrieron la mayor parte de la superficie de ensayo. Las 
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placas de Petri con el agar y las superficies se incubaron durante 24 horas a 37 ºC. Trans-

currido el tiempo de incubación, usando una regla métrica, se midieron en centímetros 

(cm) el tamaño medio alcanzado por los halos de inhibición bacterianos de las superfi-

cies en las placas de Petri.

4.3.3. Procedimiento para la evaluación de la inhibición 
bacteriana sobre superficies a diferentes horas 

Para la evaluación de los halos de inhibición a diferentes horas, se procedió de igual 

forma que en el apartado 4.3.2. Después que las superficies fueron recuperadas, estas 

se enjuagaron con 200 ml de agua destilada estéril y se secaron en una estufa con flujo 

de aire a 45 ºC durante 24 horas para eliminar las posibles células bacterianas viables. 

Estas superficies se inocularon y en condiciones secas de ensayo se realizaron las eva-

luaciones de la formación de halos de inhibición correspondientes a las 24 horas, 48 

horas y 72 horas. 

4.3.4. Microscopía de epifluorescencia directa (DEM) para la 
evaluación de superficies

Con el objetivo de observar las superficies por microscopía, se utilizó el kit de tinción 

de viabilidad Live/Dead® (BacklightTM) compuesta por dos colorantes: SYTO®9 de co-

loración verde y el yoduro de propidio de color rojo para determinar las células vivas 

y las muertas o lesionadas, respectivamente, de las superficies de poliéster tratadas con 

triclosán. Las células con la membrana plasmática intacta son permeables al SYTO®9 

pero no al yoduro de propidio, por tanto se teñirán de color verde. En las células con la 

membrana plasmática dañada penetran los dos colorantes pero el yoduro de propidio 

reduce al colorante SYTO®9, produciendo una tinción de color rojo. Las superficies 

se tiñeron con 30 μl de Live/Dead® y transcurridos 5 minutos, se observaron con un 

microscopio de epifluorescencia directa Olympus® BX51-52, acoplado a una lámpara 

de mercurio Olympus® U-RFL-T y 3 filtros ópticos (tabla 15). Las imágenes fueron 

capturadas por microfotografía con una cámara digital acoplada Olympus DP-50 y 

analizadas con el programa Soft Imaging System® (AnalySIS® GMBH. Alemania). 
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Tabla 15. Filtros ópticos y rangos de longitud de ondas (nm) empleados en la 
microscopía de epifluorescencia directa.

Tipo filtro

percibido  

Rango de 

Excitación

Rango de 

Emisión
Color

B 460-490 515-550 Verde

G   510-550    >590                       Rojo

IB 480-495/515-535 550-570/590-620          Verde-Rojo

4.4. PROCEDIMIENTOS DE ENSAYOS PARA LA EVALUACIÓN DE 
DESINFECTANTES Y FORMACIÓN DE BIOFILMS EN CONDICIONES 
DE ACUICULTURA

Los ensayos de la evaluación de productos desinfectantes y formación de biofilms en 

condiciones de acuicultura se realizaron en el Institute of Aquaculture, University of 

Stirling, Escocia, Reino Unido, así como en la granja de peces Buckieburn de esta mis-

ma institución. 

4.4.1. Recuperación de células ambientales acuáticas de criaderos 
de peces

La recuperación de células ambientales acuáticas se realizó de los tanques de crianza de 

peces en las instalaciones de la granja de peces de Buckieburn del Institute of Aquaculture. 

Las superficies empleadas en el estudio fueron: acero inoxidable, plástico, vidrio, madera y 

plástico antibacteriano a base de piritionato de zinc. Estas superficies fueron sumergidas en 

el fondo de los tanques de crianza de peces, las cuales se mantuvieron con agua en circula-

ción durante siete días a una temperatura de entre 10 ºC a 14 ºC. Posteriormente se evaluó 

la adherencia bacteriana en las diferentes superficies por microscopía de fluorescencia.

4.4.2. Actividad bactericida de productos desinfectantes en 
condiciones de acuicultura

Para evaluar la actividad de productos con propiedades desinfectantes en condicio-
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nes de acuicultura, se recuperaron células ambientales en discos de acero inoxidable 

del agua potable de los tanques de crianza de peces en las instalaciones del Institute 

of Aquaculture. Estos discos permanecieron 3 días en agua potable en circulación y se 

traspasaron a placas de Petri con aproximadamente 10 ml de agar TYES sólido (apar-

tado 4.1.9). Se hicieron ligeros raspados de las superficies de los discos con una punta 

de pipeta para liberar las células adheridas hacia el medio agar sólido. Posteriormente 

se agregaron otros 10 ml de agar TYES licuado y se incubaron durante 72 horas a 22 

ºC. Las células ambientales fueron tipo bacilos, Gram negativos y oxidasa negativos. De 

las colonias recuperadas, se hicieron subcultivos en medio agar TYES para obtener los 

cultivos de trabajo. 

A partir de cada cultivo de trabajo, se realizó un subcultivo para obtener el cultivo de tra-

bajo de ensayo. Se traspasaron asadas de colonias bacterianas a solución salina (0,90%) 

para obtener una suspensión bacteriana de las células ambientales y se inocularon 50 μl 

de la suspensión sobre cada una de las caras de los discos de ensayo. Estos discos ino-

culados se secaron en estufa de 22 ºC durante 1 hora ± 10 minutos. Cuando se obser-

varon visiblemente secos, se procedió a agregar a las superficies 100 μl de los productos 

desinfectantes de ensayo en las concentraciones del 100%, 50%, y 25%. Transcurridos 5 

minutos de acción de los productos desinfectantes sobre los discos inoculados secos, se 

procedió a su neutralización en frascos con 10 ml de solución neutralizante (solución 

Tween 80, 30,0 g/l; saponina, 30,0 g/l; y tiosulfato de sodio, 5,0 g/l) y 3,5 g de perlas de 

vidrio de 2,0 mm de diámetro. Posteriormente se prepararon las diluciones correspon-

dientes y siembras por inmersión en agar TYES durante 72 horas a 22 ºC para deter-

minar la suspensión bacteriana (UFC/ml) inoculada sobre las superficies y la actividad 

antibacteriana de cada uno de los productos. 

4.4.3. Cultivo de trabajo de Flavobacterium psychrophilum

El cultivo de trabajo de Flavobacterium psychrophilum NCIMB 1947 se obtuvo de criobo-

las conservadas a -70 ºC. Las criobolas se recuperaron en caldo TYES y se incubaron a 15 

ºC durante 5 días. Con los cultivos en suspensión, se realizaron cultivos de reserva en agar 

TYES incubados durante 5 días a 15 ºC. Los cultivos de trabajo en agar TYES se obtuvieron  

a partir de cultivos de reserva en iguales condiciones de preparación.
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4.4.4. Formación de biofilms de Flavobacterium psychrophilum

4.4.4.1. Formación de biofilms en condiciones de laboratorio

A partir del cultivo de trabajo de Flavobacterium psychrophilum en agar TYES, se pro-

cedió a hacer una suspensión bacteriana en caldo TYES e incubarlo durante 5 días. 

Transcurrido el periodo de incubación, se inocularon 50 μl de la suspensión bacteriana 

en los discos de acero inoxidable, por triplicado, con una concentración de 6,30 log
10 

de 

células viables/cm2, cuantificadas por microscopía de fluorescencia en las superficies de 

acero inoxidable usando la tinción Live/Dead®. Las otras superficies inoculadas fueron: 

vidrio, plástico y plástico experimental antibacteriano a base de piritionato de zinc. Los 

cuatro tipos de superficies se conservaron en un ambiente cerrado y en condiciones de 

humedad a 15 ºC con agua destilada estéril durante 96 horas. Posteriormente se ana-

lizaron por microscopía de fluorescencia para evaluar la formación de biofilms de las 

células de F. psychrophilum. 

4.4.4.2. Formación de biofilms en condiciones de tanques de crianza de peces

Para evaluar la adherencia y formación de biofilms de F. psychrophilum en condiciones 

prácticas se emplearon dos tipos diferentes de agua:

1. Tanques con agua potable de uso común para la crianza de peces.

2. Tanques con agua lacustre, la cual fue filtrada por membrana de 0,45 μm previa-

mente a los ensayos.

El agua obtenida y filtrada del lago Airthrey (Stirling, Escocia), y el agua potable para 

los estudios, fueron sometidos a un análisis de minerales para evaluar su posible in-

fluencia en el desarrollo de F. psychrophilum. Estos análisis se realizaron en el Water 

Quality Laboratory, Institute of Aquaculture, University of Stirling.

La evaluación se realizó a partir de una suspensión bacteriana de trabajo de F. psy-

chrophilum en TYES, transfiriendo 1,0 ml de la suspensión a frascos con 500 ml de 

TYES e incubándolos durante 48 horas en un agitador (Kühner Shaker®) con una 
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agitación constante de 140 rpm a una temperatura de 15 ºC. Así mismo, se inocula-

ron las diferentes superficies para el ensayo: acero inoxidable, vidrio, plástico, madera 

y plástico experimental antibacteriano. El número inicial de células viables/cm2 de F. 

psychrophilum en los discos de acero inoxidable fue de 6,33 log
10 

y se mantuvieron en 

condiciones húmedas durante 72 horas. Transcurridos las 72 horas de contacto del 

inóculo con las superficies, se trasladaron a los tanques y se añadió conjuntamente 

la suspensión bacteriana de F. psychrophilum contenida en los frascos a los tanques 

de crianza de peces con una capacidad de 10 litros de agua corriente del lago o de 

agua potable. Las superficies se conservaron en los tanques durante 96 horas a una 

temperatura ambiente de 15 ºC. Después del tiempo de conservación en los tanques, 

se procedió a la evaluación de la adherencia bacteriana sobre las superficies por mi-

croscopía de fluorescencia. 

4.4.5. Evaluación de la actividad antibacteriana de superficies 
en condiciones de acuicultura

Con el objetivo de evaluar la actividad antibacteriana de las superficies usadas en acui-

cultura, se consideró la adherencia de las células viables de Flavobacterium psychro-

philum formando biofilms, comparando los resultados obtenidos en los discos de acero  

inoxidable con las otras superficies (plástico, madera, vidrio y plástico antibacteriano) 

en tres condiciones de ensayo:

1.  Condiciones de humedad. 

2.  Condiciones de crianza de peces en tanques con agua potable.

3.  Condiciones de crianza de peces en tanques con agua corriente de lago. 

4.4.6. Procesado de los resultados en la formación de biofilms

Para la evaluación de los resultados, se empleó un microscopio de fluorescencia Olym-

pus® IX70, analizando 10 imágenes por muestra. Los parámetros de configuración, ca-

libración de entrada y la adquisición de imágenes se ajustaron a valores estándares para 

conseguir imágenes homogéneas. Para contrastar las células vivas o muertas se empleó 
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el colorante Live/Dead® (apartado 4.3.4). La obtención de las microfotografías se hizo 

con el programa de imagen Cytovision® versión 2.51 y el análisis de imagen con el pro-

grama Soft Imaging System® (AnalySIS® GMBH. Alemania).

4.5. ANÁLISIS ESTADÍSTICO

Los ensayos de la actividad bactericida y el efecto residual de los distintos desinfectan-

tes se realizaron por duplicado en tres experimentos distintos (n=6). Los ensayos co-

rrespondientes a la evaluación de superficies y microscopía se realizaron por triplicado 

en tres experimentos distintos (n=9). Para el análisis estadístico se utilizó el programa 

SAS® v9.1.3.4 (SAS Institute, Inc; North Carolina, USA), evaluando los resultados por 

el análisis de la varianza (ANOVA). Para la comparación de las medias se utilizaron los 

test de Duncan y Student Newman Keuls (SNK) con un nivel de significación = 0,05. 



5.   RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
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5.1. EVALUACIÓN DE LA ACTIVIDAD BACTERICIDA Y EL 
EFECTO RESIDUAL DE PRODUCTOS DESINFECTANTES 
EN SUPERFICIES DE ACERO INOXIDABLE

5.1.1. Evaluación de la actividad bactericida del peróxido de 
hidrógeno

Los resultados de la evaluación de la actividad bactericida contra Staphylococcus aureus 

se muestran en la tabla 16. Se encontraron diferencias estadísticamente significativas 

(P<0,05) para los productos desinfectantes de ensayo en las tres concentraciones de 

estudio: 100%, 50% y 25%. 

Los productos desinfectantes que mostraron actividad bactericida igual o superior a 4 

log
10

 al 100% de concentración de estudio fueron el P3, el P5 y el P6. El producto P3 

con una actividad bactericida de 5,77 log
10

, está compuesto de 0,25% de peróxido de 

hidrógeno y 0,25% de cloruro de benzalconio. El P5 y el P6 están compuestos a base 

de 0,50% y 1,0% de peróxido de hidrógeno, respectivamente, tensoactivos no iónicos 

(1,0%), propionato de N,N-didecil-N-metil-polioxietil amonio al 0,20% (polímero ca-

tiónico) y alcohol etílico al 5,0% (tabla 8). La actividad bactericida más elevada fue para 

el producto P5 con un valor de 6,72 log
10

. Los productos que no presentaron actividad 

bactericida en esta concentración de estudio para S. aureus fueron el P1, P2, P4 y P7.

Los resultados de la actividad bactericida al 50% de concentración de estudio, mostra-

ron que los productos P3 y P6 presentaron unos valores de 4,77 log
10

 y 4,99 log
10

, res-

pectivamente; mientras que en esta misma concentración, el producto P5 no conservó 

la actividad bactericida superior a 4 log
10

, que sí se observó en este producto al 100% 

de concentración. 

En la concentración del 25% para S. aureus, los productos a base de peróxido de hidrógeno 

no mostraron actividad bactericida. Los ensayos empleando peróxido de hidrógeno como 

único componente en los productos P1 (1,0% de H
2
O

2
) y P2 (2,0% de H

2
O

2
), no presenta-

ron actividad bactericida frente a Staphylococcus aureus en ninguna de sus concentraciones 

de ensayo. Así también, los productos P4 y P7, al igual que en las concentraciones del 100% y 

50%, tampoco presentaron actividad bactericida al 25% de concentración.
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Los resultados de los productos P3, P4, P5 y P7 mostraron una reducción considerable 

de la actividad bactericida en las concentraciones de ensayo (100%, 50% y 25%) contra 

S. aureus (P<0,05). El producto P1, que no mostró ninguna actividad bactericida en 

los diferentes productos, tampoco mostró diferencias estadísticas (P>0,05) cuando fue 

evaluado en las tres concentraciones de ensayo. 

Tabla 16. Efecto bactericida (log10) de productos a base de peróxido de hidrógeno sobre 
Staphylococcus aureus.

Productos
Concentraciones de estudio

100% 50% 25%

P1 1,50 f A ± 0,14 1,48 e A ± 0,27 1,41d A ± 0,31

P2 2,69 d A ± 0,03 1,40 e B ± 0,10 1,37 d B ± 0,17

P3 5,77 b A ± 0,21 4,77 a B ± 0,06 2,01 c C ± 0,14

P4 3,79 c A ± 0,11 3,35 c B ± 0,19 2,84 ab C ± 0,16

P5 6,72 a A ± 0,26 3,74 b B ± 0,11 2,64 b C ± 0,25

P6 5,78 b A ± 0,18 4,99 a A ± 0,16 2,92 a B ± 0,17

P7 2,30 e A ± 0,12 1,73 d B ± 0,07 1,03 e C ± 0,22
a - f Valores medios en una misma columna con diferentes letras minúsculas son 
significativamente diferentes (P<0,05).

A - C Valores medios en una misma fila con diferentes letras mayúsculas son 
significativamente diferentes (P<0,05).

Los resultados obtenidos para Enterococcus hirae (tabla 17), mostraron diferencias es-

tadísticamente significativas (P<0,05) entre los diferentes productos. Al 100% de con-

centración de estudio, los productos presentaron actividad bactericida con la excep-

ción de los productos P1 y P7 (2,53 log
10

 y 2,67 log
10

, respectivamente). Estos mismos 

productos, tampoco fueron efectivos cuando fueron evaluados contra S. aureus. Así, 

en el producto P1, el peróxido de hidrógeno cuando actúa al 1,0%, sin la combinación 

de otros componentes, no tiene actividad bactericida frente a S. aureus o E. hirae; y el 

producto P7 que a diferencia de los productos P4, P5 y P6, no incluía alcohol etílico o 

un polímero catiónico en su composición.  

Al 50% de concentración, los productos P3 y P6 presentaron actividad bactericida su-
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perior a 4 log
10

. Mientras que al 25% de concentración de estudio, ningún producto de 

ensayo conservó dicha actividad. 

La actividad bactericida de los productos a base de peróxido de hidrógeno en Entero-

coccus hirae, se redujo significativamente (P<0,05) según las concentraciones del estu-

dio (100%, 50% y 25%) en los productos P2, P3, P4 y P6; mientras que no se observó 

esta reducción (P>0,05) en el producto P7, que no presentó actividad bactericida en 

ninguna de las concentraciones de ensayo.

Tabla 17. Efecto bactericida (log10) de productos a base de peróxido de hidrógeno 
en Enterococcus hirae.

Productos
Concentraciones de estudio

100% 50% 25%

P1 2,53 e A ± 0,26 1,44 g B ± 0,18 1,42 e B ± 0,19

P2 6,12 c A ± 0,34 2,68 d B ± 0,11 1,34 e C ± 0,14

P3 5,38 d A ± 0,16 4,55 a B ± 0,14 2,86 a C ± 0,14

P4 6,65 ab A ± 0,12 3,03 c B ± 0,23 2,33 b C ± 0,08

P5 6,78 a A ± 0,11 2,41 e B ± 0,17 2,08 c B ± 0,32

P6 6,57 b A ± 0,22 4,05 b B ± 0,16 2,39 b C ± 0,15

P7 2,67 e A ± 0,24 1,71 f A ± 0,24 1,62 d A ± 0,11
a - g Valores medios en una misma columna con diferentes letras minúsculas son 
significativamente diferentes (P<0,05).

A - C Valores medios en una misma fila con diferentes letras mayúsculas son 
significativamente diferentes (P<0,05).

De acuerdo con los resultados de las cepas bacterianas estudiadas, se observó una mayor 

resistencia de Staphylococcus aureus, ya que únicamente los productos P3, P5 y P6 al 

100% de concentración de estudio fueron efectivos en esta especie bacteriana, mientras 

que los resultados en Enterococcus hirae, mostraron que además de estos productos, tam-

bién fueron efectivos los productos P2 y P4 en la eliminación de este microorganismo. 

Se ha descrito que la alta resistencia del género Staphylococcus se produce al ser capaz 

de sintetizar grandes cantidades de catalasa y peroxidasa que descomponen el peróxido 

de hidrógeno en agua y oxígeno antes de ingresar y dañar la célula bacteriana (Man-
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dell, 1975; Watson et al., 1998; Clements y Foster 1999). Así mismo, otros estudios 

han señalado que S. aureus, como bacteria Gram positiva, tiende a ser más resistente 

para muchos tipos de desinfectantes en comparación de las bacterias Gram negativas 

(Troller, 1993; Luppens et al., 2002a,b). Respecto a la mayor sensibilidad de E. hirae 

en comparación de S. aureus a los productos basados en peróxido de hidrógeno eva-

luados en nuestro estudio, no se corresponde con el número creciente de infecciones 

nosocomiales causadas por este organismo, lo que demuestra una creciente resistencia 

a una amplia gama de antibióticos en ambientes hospitalarios. Incluso el género Ente-

rococcus ha mostrado resistencia a desinfectantes de uso común como agentes clorados, 

alcoholes y el glutaraldehído, así como una alta resistencia a condiciones ambientales 

adversas para su desarrollo (Bradley y Fraise, 1996; Leclercq, 1997; Morrison, 2002; 

Giraffa, 2004). Nuestros resultados, por tanto, no son coincidentes con estos autores 

y nos indican que la cepa de referencia, empleada por nosotros, no es especialmente 

resistente a los desinfectantes evaluados.

El peróxido de hidrógeno al 0,25% cuando fue usado conjuntamente con el cloruro de 

benzalconio (producto P3); y en combinación con el alcohol etílico y el propionato de 

N,N-didecil-N-metil-polioxietil amonio (P4, P5 y P6), potenciaron su actividad bacte-

ricida sin incrementar necesariamente las concentraciones de uso. Así el producto P6, en 

combinación de estos productos y 1,0% de peróxido de hidrógeno, mostró alta eficacia 

bactericida en ambas cepas bacterianas al 100% y 50% de concentración. Este incre-

mento de la actividad del peróxido de hidrógeno se debe a la acción combinada entre 

oxidación e incremento de la permeabilidad de la membrana bacteriana, al combinarse 

con el cloruro de benzalconio y el alcohol etílico, que reducen más la tensión superficial 

de la célula bacteriana, facilitando el proceso de su desnaturalización y eliminación.

El producto P5, compuesto por 0,50% de peróxido de hidrógeno, se empleó para eva-

luar todas las cepas de referencia de la norma UNE-EN 13697, por contener la con-

centración de estudio intermedia entre el P4 (0,25% de H
2
O

2
) y el P6 (1,0% de H

2
O

2
), 

efectivo el primero frente a E. hirae al 100% y el P6, efectivo tanto para E. hirae y S. 

aureus en la misma concentración de estudio.

Los resultados del producto P5 al 100% de concentración, mostraron que tiene acti-

vidad bactericida superior a 4 log
10 

para las 4 cepas bacterianas (figura 2). En las con-
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centraciones del 50% y 25%, el producto P5 es solo efectivo contra Escherichia coli, con 

una reducción de 5,41 log
10

 y 4,03 log
10

, respectivamente. Estos resultados muestran 

que este producto tiene actividad bactericida en las diferentes concentraciones de es-

tudio y en condiciones sucias de ensayo para Escherichia coli, que puede explicarse por 

ser una especie Gram negativa de mayor susceptibilidad a los desinfectantes de uso 

común, en comparación de otras especies bacterias como S. aureus o P. aeruginosa 

(D’Aquino y Núñez, 1997). Así, de acuerdo a los resultados mostrados en la figura 2, 

los productos desinfectantes con peróxido de hidrógeno, a baja concentración, son es-

pecialmente eficaces contra microorganismos de origen fecal, como Escherichia coli. La 

eficacia contra microorganismos de la piel, el ambiente o el agua será limitada si existe 

dilución o pérdida del biocida por evaporación, envejecimiento del producto, etc.

Figura 2. Actividad bactericida (log10) para el producto P5 a base de 0,5% de H2O2 en las 

concentraciones del 100%, 50% y 25%.
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5.1.2. Actividad bactericida del peróxido de hidrógeno sobre 
Staphylococcus aureus y Pseudomonas aeruginosa

Los ensayos sobre Staphylococcus aureus ATCC 6538 y Pseudomonas aeruginosa ATCC 

15442 se realizaron en 18 productos con el peróxido de hidrógeno como componente co-

mún y en combinación de otros compuestos bacteriostáticos, estabilizantes o detergentes 

como el monofenilglicol, ácido acetofosfónico, ácido láctico, propionato de N,N-didecil-

N-metil polioxietil amonio (polímero catiónico, con propiedades de solubilidad en el 
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agua), benzoato de sodio y ácido salicílico (tabla 9). En la tabla 18 se observa la actividad 

bactericida superior a 4 log
10

 para Pseudomonas aeruginosa en los 18 productos de ensayo, 

siendo la máxima actividad bactericida para el producto H6 y la mínima para el H2 (7,01 

log
10

 y 4,54 log
10

, respectivamente).

Tabla 18. Actividad bactericida de productos basados en peróxido de hidrógeno sobre 
Staphylococcus aureus y Pseudomonas aeruginosa.

Producto Pseudomonas aeruginosa Staphylococcus aureus

H1 5,02 ab A ± 0,11 5,04 b A ± 0,08

H2 4,54 b A ± 0,02 3,20 e B ± 0,09

H3 5,15 ab A ± 0,08 3,55 e B ± 0,03

H4 5,66 ab A ± 0,12 6,58 a A ± 0,74

H5 5,21 ab A ± 0,09 6,10 a A ± 0,93

H6 7,01 a A ± 0,93 6,98 a A ± 0,16

H7 5,40 ab A ± 0,21 4,80 cb A ± 0,32

H8 4,96 ab A ± 0,71 4,33 cd B ± 0,06

H9 6,36 a A ± 0,74 4,62 cb B ± 0,05

H10 5,13 ab A ± 0,04 4,50 cb A ± 0,13

H11 5,58 ab A ± 1,26 4,57 cb B ± 0,02

H12 5,76 ab A ± 0,32 3,41 e B ± 0,05

H13 5,40 ab A ± 0,37 3,47 e B ± 0,07

H14 5,08 ab A ± 0,31 3,30 e B ± 0,05

H15 5,76 ab A ± 0,32 3,62 e B ± 0,09

H16 5,24 ab A ± 0,05 3,75 ed B ± 0,03

H17 5,36 ab A ± 0,65 3,70 ed B ± 0,22

H18 5,66 ab A ± 0,40 4,69 cb B ± 0,15
a - e Valores medios en una misma columna con diferentes letras minúsculas son 
significativamente diferentes (P<0,05).

A - B Valores medios en una misma fila con diferentes letras mayúsculas son significativamente 
diferentes (P<0,05).



91

RESULTADOS Y DISCUSIÓN

En los ensayos con Staphylococcus aureus, los productos con mayor actividad bacteri-

cida fueron el H4, H5 y H6, con valores de 6,58 log
10

, 6,10 log
10

 y 6,98 log
10

, respectiva-

mente, y la menor actividad fue para el producto H2 con 3,20 log
10

.

 Al comparar las dos cepas bacterianas en el presente estudio, se observó mayor sensibi-

lidad de P. aeruginosa a los compuestos de peróxido de hidrógeno en las diluciones que 

van desde el 0,50% al 3,0% en 12 productos (P<0,05). Así también, a diferencia de los 

resultados obtenidos en Pseudomonas aeruginosa, en donde todos los productos fueron 

efectivos, los ensayos en Staphylococcus aureus no detectaron actividad bactericida igual 

o mayor a 4 log
10

 en 8 productos evaluados (tabla 18). 

Estos resultados pueden ser atribuidos a que la actividad del peróxido de hidrógeno 

se incrementó, especialmente en P. aeruginosa, al combinarse este producto con com-

puestos con propiedades antimicrobianas como el ácido láctico (concentraciones del 

0,25% al 4,10%), el benzoato de sodio (0,25% al 1,0%) y el ácido salicílico (0,25% al 

1,0%) (tabla 9).

En otros estudios, el ácido láctico (0,5% al 2,0%) ha demostrado un gran potencial 

para inhibir el crecimiento bacteriano (Oh y Marshall, 1995) y el benzoato de sodio 

ha mostrado propiedades inhibitorias para la formación de biofilms (Al-Ahmad et al., 

2008). El ácido salicílico tiene propiedades antibacterianas, siendo más efectivo contra 

hongos y levaduras (Lück y Jager, 1997). La presencia de Pseudomonas sp. como género 

predominante en las plantas de industrias de alimentos es importante por su capacidad 

para sobrevivir a las rutinas de limpieza y desinfección y formar biofilms, con el riesgo 

que implica su desprendimiento durante la producción y la posibilidad de contaminar 

los alimentos. Esto es atribuido a su alta resistencia a los desinfectantes, bajos reque-

rimientos nutritivos y la facilidad para adherirse a las superficies (Bagge-Ravn et al., 

2003). Al mismo tiempo, el género Pseudomonas posee una elevada actividad catalasa, 

por lo que el empleo de peróxido de hidrógeno no se presupone muy eficaz. Nuestros 

resultados demuestran que al mezclar el peróxido de hidrógeno con otras sustancias 

que facilitan su penetrabilidad o que potencian su acción oxidante, se consigue un efec-

to biocida aceptable, por lo que puede abrirse una vía de su uso en situaciones en las 

que se produce una elevada contaminación microbiana en áreas con elevada humedad.
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Como producto desinfectante, el peróxido de hidrógeno no es tóxico, es inofensivo para 

el medio ambiente a mediano y largo plazo porque se descompone en agua y oxígeno, no 

produciendo subproductos nocivos. La actividad del peróxido de hidrógeno se produce 

al liberar OH- y radicales libres que interactúan con los componentes de las membranas 

celulares lipofílicas y el ADN. Esta acción del H
2
O

2
 es inmediata, por lo que se degrada 

rápidamente, precisando de compuestos estabilizadores para conservar su acción. El pe-

róxido de hidrógeno se utiliza cada vez más como desinfectante en el tratamiento del 

agua potable, aguas residuales y en la mezcla con alimentos en concentraciones a par-

tir del 3,0% (Fraise, 1999). Si además, se puede conseguir una cierta acción persistente 

o acción residual, el efecto de pequeñas concentraciones podría mejorar los niveles de 

higiene y de seguridad alimentaria. En este sentido, el peróxido de hidrógeno, al liberar 

oxígeno en el agua, es un principio activo que puede utilizarse en operaciones próximas 

a los alimentos, valorando el posible riesgo de inducir a la oxidación de los componentes 

alimenticios (Gerald y Gilbert, 1998; Wildbrett, 2000; Tofant et al., 2006).

5.1.3. Peróxido de hidrógeno y eliminación de biofilms 

Los productos a base de peróxido de hidrógeno tienen la capacidad de eliminar bio-

films, ya que su efecto se basa en la producción de radicales libres que afectan a los po-

lisacáridos y glicoproteínas presentes en los biofilms (Christensen, 1989; Blanchard 

et al., 1998 y Wirtanen et al., 2001). 

La acción del peróxido de hidrógeno contra S. aureus se ve rápidamente limitada cuan-

do las concentraciones utilizadas están en el límite de la eficacia in vitro, al ser descom-

puesto por las catalasas celulares. Se han realizado estudios sobre el papel de la catalasa 

y productos a base de peróxido de hidrógeno en Escherichia coli y Pseudomonas aeru-

ginosa para conocer las respuestas al estrés provocado por el H
2
O

2
 en la prevención de 

la formación de biofilms, pero su eficacia no está totalmente aclarada (Demple, 1991; 

Elkins et al., 1999). En otro estudio, se ha observado que el peróxido de hidrógeno 

muestra un buen efecto bacteriostático contra células adheridas a superficies, sin em-

bargo, la actividad bactericida es baja en estas condiciones (Baldry, 1983). Esto puede 

deberse a que el peróxido de hidrógeno cuando es utilizado como único componente, es 

más débil que en combinación de compuestos como los iones de plata, que utilizados de 
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forma sinérgica, potencian la acción de ambos productos químicos, consiguiendo una 

baja toxicidad y presentando efecto residual duradero sobre las superficies (Pedahzur, 

1995). 

En los ensayos del presente estudio se proponen alternativas en la formulación de des-

infectantes para prolongar la acción del H
2
O

2
 e inhibir la formación de biofilms, al 

usarlo conjuntamente con productos de acción sinérgica o estabilizantes como el clo-

ruro de benzalconio, polímeros catiónicos y tensoactivos no iónicos. Se han encontra-

do resultados similares al formularse el peróxido de hidrógeno de forma única o con 

otros productos. Así, Felix (1991), encontró que el peróxido de hidrógeno en concen-

traciones del 3,0% al 6,0%, en solución acuosa y aplicado a una temperatura de 82 ºC, 

es suficientemente efectivo para eliminar biofilms, con una mayor eficacia frente a pro-

ductos clorados o yodados, por lo que propone la aplicación de este biocida, solo, y a 

elevada temperatura. En otro estudio, se demostró que la combinación de peróxido de 

hidrógeno y amonios cuaternarios son útiles para proteger superficies de la formación 

de biofilms en ambientes industriales y de salud (Makdesi, 2010). 

5.1.4. Efecto residual de productos desinfectantes sobre superficies 
de acero inoxidable

Para determinar la actividad bactericida inicial de los productos desinfectantes (0 ho-

ras), se consideró una reducción del inóculo inicial igual o superior a 4 log
10

 (UFC/ml), 

después de permanecer 5 minutos en contacto sobre las superficies de los discos de 

ensayo (Anónimo, 2002). Para la actividad bactericida residual, en base a los estudios 

de la protección de superficies frente a la adhesión bacteriana y formación de biofilms 

(Mosteller y Bishop, 1993), se estableció que el efecto residual se produce por una re-

ducción igual o superior de 3 log
10

 al permanecer un determinado inóculo bacteriano 

sobre las superficies con el residuo seco de un desinfectante durante 30 minutos (apar-

tado 4.2.5). 

La composición de los desinfectantes empleados fue a base de cloruro de benzalconio 

e hipoclorito de sodio (tablas 10 y 11), tanto para las 0 horas como transcurridas 24  

horas, después de actuar el producto desinfectante seco sobre las superficies en las con-
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centraciones de 100%, 50% y 25%. 

5.1.5. Efecto residual del cloruro de benzalconio sobre S. aureus 
y E. hirae

Los productos a base de cloruro de benzalconio en las diferentes concentraciones de 

estudio mostraron actividad bactericida y efecto residual a 24 horas tanto para S. aureus 

como para E. hirae. Las reducciones observadas para las 0 y 24 horas fueron superiores 

a 4 log
10

 y 3 log
10

, respectivamente (tablas 19 y 20). 

Tabla 19. Efecto bactericida (log10) a 0 horas y efecto residual a 24 horas de productos a 
base de cloruro de benzalconio sobre Staphylococcus aureus.

Concentraciones 
de estudio

Producto
Horas

0 horas 24 horas

  100%

C1 6,42 b A ± 0,05 5,95 c B ± 0,06

C2 6,74 ab A ± 0,19 6,89 a A ± 0,13

C3 6,93 a A ± 0,13 6,72 a A ± 0,21

C4 6,81 ab A ± 0,17 6,21 b A ± 0,11
 

  50%

C1 5,94 b A ± 0,12 5,97 b A ± 0,06

C2 6,83 a A ± 0,16 6,92 a A ± 0,09

C3 6,96 a A ± 0,14 5,42 c B ± 0,07

C4 6,21 b A ± 0,03 3,95 d B ± 0,28

  25%

C1 6,12 b A ± 0,05 5,98 b A ± 0,08

C2 6,81 a A ± 0,22 6,94 a A ± 0,27

C3 5,18 d A ± 0,15 5,08 c A ± 0,10

C4 5,73 c A ± 0,13 3,58 d B ± 0,16
a - d Valores medios en una misma columna con diferentes letras minúsculas son 
significativamente diferentes (P<0,05).

A - B Valores medios en una misma fila con diferentes letras mayúsculas son 
significativamente diferentes (P<0,05).
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Tabla 20. Efecto bactericida (log10) a 0 horas y efecto residual a 24 horas de productos a 
base de cloruro de benzalconio sobre Enterococcus hirae.

Concentraciones 
de estudio

Producto
Horas

0 horas 24 horas

  100%

C1 6,30 b A ± 0,11 6,26 b A ± 0,06

C2 6,75 ab A ± 0,24 6,19 b A ± 0,17

C3 6,94 a A ± 0,15 6,73 a A ± 0,20

C4 6,91 a A ± 0,20 6,70 a A ± 0,04

  50%

C1 6,31 c A ± 0,08 5,96 b B ± 0,08

C2 6,71 b A ± 0,13 6,16 a A ± 0,12

C3 6,04 d A ± 0,02 6,13 a A ± 0,08

C4 6,91 a A ± 0,03 5,80 c B ± 0,01

  25%

C1 5,82 c B ± 0,10 5,99 a A ± 0,10

C2 6,72 b A ± 0,21 4,84 c B ± 0,04

C3 4,88 d B ± 0,09 5,65 b A ± 0,11

C4 6,96 a A ± 0,13 4,65 c B ± 0,20
a - d Valores medios en un mismo grupo de columnas con diferentes letras 
minúsculas son significativamente diferentes (P<0,05).

A - B Valores medios en un mismo grupo de filas con diferentes letras mayúsculas 
son significativamente diferentes (P<0,05).

Las máximas actividades a 0 horas sobre S. aureus, se presentaron en los productos C3 

(6,93 log
10

 al 100% y 6,96 log
10

 al 50%) y en el producto C2 (6,81 log
10

 al 25%). 

En Enterococcus hirae, la máxima actividad al 100% de concentración de estudio 

también se presentó en el producto C3 (6,94 log
10

); mientras que al 50% y 25%, los 

valores máximos de actividad bactericida se presentaron en el producto C4 (6,91 log
10

 

y 6,96 log
10

, respectivamente).

El efecto residual a 24 horas fue elevado en aquellos productos que presentaron una 

formulación a base de cloruro de benzalconio con hidróxido de sodio en la concentración 
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de 100%. Así, el producto C2 con una reducción de 6,89 log
10

 y el producto C3, con 

una reducción de 6,73 log
10

 fueron los más eficaces frente a Staphylococcus aureus y 

Enterococcus hirae, respectivamente. Si bien todos los productos basados en cloruro 

de benzalconio presentaron efecto residual a las 24 horas, se observaron reducciones 

considerables (P<0,05) de la actividad para Staphylococcus aureus en los productos C1 

al 100%, C3 y C4 al 50%, y C4 al 25% transcurridas 24 horas. Respecto a Enterococcus 

hirae, se observó una reducción considerable (P<0,05) para los productos C1 y C4 al 

50%, y en los productos C2 y C4 al 25% de concentración. 

Estos resultados muestran una elevada estabilidad del cloruro de benzalconio como 

desinfectante y alta eficacia contra E. hirae y S. aureus, conservando sus propiedades 

bactericidas sobre las superficies de acero inoxidable transcurridos 24 horas de su 

aplicación. Los compuestos de amonio cuaternario son considerados desinfectantes 

eficientes, ya que se ha observado que tienen la propiedad de adherirse químicamente a 

las superficies, proporcionando efectividad antibacteriana duradera tras la desinfección 

(Speier y Malek, 1982; Kemper y White, 1991). En este sentido, el acondicionamiento 

de superficies con sales de amonio cuaternario es una excelente medida para inhibir la 

adhesión bacteriana (Whitekettle, 1991). Los amonios cuaternarios actúan en un mayor 

nivel frente a bacterias Gram positivas en comparación de las bacterias Gram negativas, 

que tienden a presentar mayor resistencia (especialmente Pseudomonas sp.); asimismo, 

también son efectivos para la eliminación de mohos y levaduras (Carsberg, 1996; 

Langsrud et al., 2003b). Los productos formulados con amonios cuaternarios, como el 

cloruro de benzalconio están indicados por su elevado poder bactericida. Este producto 

no se ve afectado por la carga orgánica, pudiendo ser un sustituto de la lejía, con la 

ventaja que en su manipulación no presenta agresividad a la piel, presenta baja toxicidad 

y puede clasificarse como un compuesto biodegradable (Kümmerer et al., 2002). 

En el presente estudio, si bien el cloruro de benzalconio, solo, al 1,0% (producto C1), 

presentó alta actividad del efecto residual a las 24 horas, tanto para Staphylococcus aureus 

como para Enterococcus hirae en las tres concentraciones de ensayo, la actividad sinérgica 

con el hidróxido de sodio y el óxido de amina potenciaron la actividad bactericida 

residual de este compuesto. El aumento de la eficacia del efecto residual se observó en la 

combinación de estos componentes en el producto C2 ensayado contra Staphylococcus 

aureus. Incluso, la actividad residual de este producto a las 24 horas fue superior a la 
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actividad bactericida ensayada a 0 horas sobre S. aureus en las tres concentraciones de 

estudio. En este sentido, se ha indicado que la relación entre la destrucción bacteriana y 

la concentración de los desinfectantes no siempre es lineal. Normalmente las poblaciones 

bacterianas son difíciles de eliminar en bajas concentraciones, pero si la concentración 

aumenta, se llega a un punto donde se elimina la mayor parte de la población bacteriana, 

y a mayores concentraciones, los microorganismos pueden volverse difíciles de destruir 

por fenómenos de resistencia. Es importante por tanto, utilizar los desinfectantes en el 

rango de las concentraciones óptimas, y en caso de omitir las indicaciones de su uso, 

pueden aumentar los efectos o disminuir su actividad (Holah, 1995b). De donde puede 

concluirse que, son necesarias pruebas que simulen las condiciones prácticas de uso de 

los desinfectantes para determinar las concentraciones adecuadas.  

5.1.6. Efecto residual del hipoclorito de sodio sobre 
Staphylococcus aureus

A las 0 horas, los ensayos de los productos desinfectantes basados en hipoclorito de sodio 

sobre S. aureus (tabla 12), mostraron actividad bactericida superior a 4 log
10

 para las 

concentraciones del 100% y 50% (tabla 21). Los valores más elevados fueron obtenidos 

en los productos N5 (6,99 log
10

) al 100% de concentración y en el producto N3 (6,55 

log
10

) al 50% de concentración. 

El efecto residual de los productos a base de hipoclorito de sodio sobre S. aureus al 

100% de concentración de estudio, con la excepción de los productos N4 y N6, se 

conservaron en los otros 5 productos (N1, N2, N3, N5 y N7). El producto N4, solo 

incluía hipoclorito de sodio al 4,0%. El producto N6, incluía 4,0% de NaClO, 1,0% 

de cloruro de benzalconio, 1,0% de NaOH y 0,5% de óxido de alquildimetilamina. El 

óxido de alquildimetilamina, al ser un surfactante, podría interferir en la estabilidad 

de los otros componentes como el cloruro de benzalconio, ya que este producto no 

conservó el efecto residual en ninguna de las concentraciones de estudio. Sin embargo, 

el cloruro de benzalconio sí produjo una acción potenciada con el hipoclorito de sodio 

en los productos N1 y N2 (concentraciones de 0,5% y 0,8%, respectivamente, de cloruro 

de benzalconio). Al 50% de concentración, el efecto residual solo se conservó en los 

productos N5 y N7. Al 25% de concentración, el hipoclorito de sodio no presentó 
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actividad bactericida residual en ninguno de los productos ensayados (tabla 21).

Tabla 21. Efecto bactericida (log10) a 0 horas y efecto residual a 24 horas de productos a 
base de hipoclorito de sodio en Staphylococcus aureus.

Concentraciones 
de estudio

Producto
Horas

0 horas 24 horas

100%

N1 6,14 c A  ± 0,07 3,57 b B ± 0,12

N2 5,43 d A  ± 0,22 4,76 a A ± 0,09

N3 6,55 b A  ± 0,17 4,79 a B ± 0,10

N4 6,50 b A  ± 0,12 0,94 d B ± 0,14

N5 6,99 a A  ± 0,11 3,41 b B ± 0,12

N6 6,78 ab A ± 0,05 1,26 c B ± 0,20

N7 5,15 e A  ± 0,15 3,43 b B ± 0,11

50%

N1 6,09 ab A  ± 0,20 1,79 c B ± 0,07

N2 5,02 bc A  ± 0,13 1,92 c B ± 0,06

N3 6,55 a A   ± 0,09 2,97 b B ± 0,18

N4 5,60 abc A ± 0,08 0,85 e B ± 0,13

N5 5,39 abc A ± 0,19 3,31 a B ± 0,12

N6 4,78 bc A   ± 0,21 1,23 d B ± 0,02

N7 4,54 c A   ± 0,16 3,24 a A ± 0,05

25%

N1 4,54 c A ± 0,13 1,68 b B ± 0,07

N2 2,50 f A ± 0,02 1,81 b A ± 0,14

N3 6,67 a A ± 0,15 1,64 b B ± 0,17

N4 5,83 b A ± 0,06 0,65 a B ± 0,10

N5 2,89 e A ± 0,03 2,94 a A ± 0,23

N6 1,40 g A ± 0,04 1,26 c A ± 0,17

N7 3,23 d A ± 0,14 1,68 b A ± 0,11
a - g Valores medios en un mismo grupo de columnas con diferentes letras minúsculas 
son significativamente diferentes (P<0,05).

A - B Valores medios en un mismo grupo de filas con diferentes letras mayúsculas son 
significativamente diferentes (P<0,05).
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El hipoclorito de sodio como único componente (producto N4), no presentó efecto 

residual bactericida en ninguna de sus concentraciones de ensayo. Sin embargo, el 

efecto residual sí se presentó cuando este compuesto fue formulado con otros productos 

como el cloruro de benzalconio, hidróxido de sodio, cloruro de benzalconio, óxido de 

amina mirístico y el alcohol graso etoxilado (tensoactivo no iónico).

5.1.7. Efecto residual del hipoclorito de sodio sobre 
Enterococcus hirae

Los valores obtenidos para Enterococcus hirae (tabla 22) muestran que todos los 

productos basados en el hipoclorito de sodio al 100% de concentración, presentaron 

actividad bactericida a las 0 horas. El efecto residual a las 24 horas no se presentó en 

los productos N4, N6 y N7. Los productos de ensayo que conservaron efecto residual 

bactericida en las tres concentraciones de estudio fueron las muestras N2, N3 y N5, 

efecto producido por la potenciación del hipoclorito de sodio al combinarse con el 

óxido de amina mirístico, el alcohol graso etoxilado y el hidróxido de sodio (tabla 

11). El producto N4 (NaClO al 4,0%) no conservó efecto bactericida en ninguna de 

sus concentraciones para E. hirae. Estos resultados también fueron observados en los 

resultados del efecto residual del hipoclorito de sodio en Staphylococcus aureus. 

La existencia de resistencias, a bajas concentraciones, respecto al hipoclorito de sodio 

ha sido descrita en el género Enterococcus. Por ello, se recomienda un tiempo de acción 

mínimo de 30 minutos cuando se emplea en una concentración igual o menor del 

0,5%, mientras que una concentración del 5,25% puede ser adecuada para eliminar 

Enterococcus faecalis en 30 segundos (Gomes, 2001). Esta acción inmediata del NaClO 

se estima que puede inactivarse entre los 90 minutos y 3 horas de contacto del producto 

con las superficies, restableciéndose posteriormente la contaminación bacteriana a los 

niveles previos por recontaminación microbiana (Scott et al., 1984). 

La combinación del hipoclorito de sodio con el cloruro de benzalconio, hidróxido 

de sodio, óxido de amina mirístico y el alcohol graso etoxilado permitió poner de 

manifiesto una acción bactericida residual frente a E. hirae o S. aureus en alguna de 

sus concentraciones de ensayo con excepción del producto N6. El producto N6 está 

compuesto de NaClO (4,0%), hidróxido de sodio (1,0%), cloruro de benzalconio 
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(1,0%) y 0,5% de óxido de alquildimetilamina. El óxido de alquildimetilamina, en el 

producto N6, al igual que en S. aureus, cuando fue ensayado en E. hirae, no mostró 

actividad bactericida residual a las 24 horas. 

Tabla 22. Efecto bactericida (log10) a 0 horas y efecto residual a 24 horas de productos a 
base de hipoclorito de sodio en Enterococcus hirae.

Concentraciones 
de estudio

Producto
Horas

0 horas 24 horas

100%

N1 5,89 b A ± 0,20 6,90 a A ± 0,04

N2 6,60 a A ± 0,11 6,17 b A ± 0,16

N3 6,62 a A ± 0,02 6,21 b B ± 0,06

N4 6,69 a A ± 0,09 1,47 d B ± 0,02

N5 5,88 b A ± 0,11 5,61 c A ± 0,26

N6 5,45 b A ± 0,28 1,39 d B ± 0,05

N7 4,50 c A ± 0,31 1,74 d B ± 0,04

50%

N1 5,17 c A ± 0,07 3,41 d B ± 0,04

N2 5,90 b A ± 0,28 4,87 c A ± 0,10

N3 6,71 a A ± 0,17 6,27 a A ± 0,04

N4 6,83 a A ± 0,09 1,42 e B ± 0,06

N5 5,90 b A ± 0,04 5,61 b A ± 0,16

N6 1,37 e A ± 0,06 1,36 f A ± ,0,11

N7 3,19 d A ± 0,03 1,55 e B ± 0,09

25%

N1 3,06 e A ± 0,04 2,09 c B ± 0,07

N2 4,91 d A ± 0,15 3,90 b A ± 0,02

N3 6,68 a A ± 0,05 5,61 a A ± 0,13

N4 6,09 b A ± 0,05 1,47 d B ± 0,08

N5 5,60 c A ± 0,20 5,51 a A ± 0,14

N6 1,31 g A ± 0,06 1,35 d A ± 0,06

N7 1,65 f A ± 0,03 1,50 d A ± 0,04
a - g Valores medios en un mismo grupo de columnas con diferentes letras 
minúsculas son significativamente diferentes (P<0,05).

A - B Valores medios en un mismo grupo de filas con diferentes letras mayúsculas 
son significativamente diferentes (P<0,05).
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Los efectos sinérgicos de los compuestos con propiedades bactericidas han sido 

descritos por Aarnisalo et al. (2000), donde la acción del hipoclorito de sodio al 13,5%, 

conjuntamente con el hidróxido de sodio y el óxido de amina, se consideró mucho más 

eficiente que actuando este producto de forma única en superficies de acero inoxidable 

en condiciones sucias de ensayo. Así mismo, se ha observado una influencia significativa 

sobre la actividad bactericida de los desinfectantes que contienen hipoclorito de sodio, 

cuando actúan de forma conjunta con el hidróxido de sodio y tensoactivos no iónicos  

(Bodík et al., 2008).

5.1.8. Resistencia de S. aureus y E. hirae al cloruro de benzalconio 
e hipoclorito de sodio

Al comparar la resistencia entre S. aureus y E. hirae, se observó, que en los ensayos con 

el cloruro de benzalconio, ambas cepas fueron sensibles tanto a 0 horas, como al efecto 

residual a 24 horas (tablas 19 y 20).

Si bien se ha descrito una alta resistencia del género Enterococcus contra diferentes 

antimicrobianos, desinfectantes y el calor (Tsai et al., 1998; Eaton y Gasson, 2001), 

Staphylococcus aureus presentó una mayor resistencia a los productos basados en hi-

poclorito de sodio en comparación de Enterococcus hirae. Así, en la tabla 21 se observa 

que en los resultados para S. aureus, de los productos a base de NaClO a 24 horas en la 

concentración de estudio al 25%, estos no mostraron efecto residual superior a 3 log
10

.

De acuerdo con nuestros resultados, el hipoclorito de sodio ha sido efectivo en sus 

diferentes concentraciones de estudio para ser utilizado como un producto de acción 

inmediata en superficies. Sin embargo, puede inactivarse rápidamente en presencia de 

biofilms por la protección de la matriz de exopolisacáridos y otros mecanismos que se 

comportan como obstáculos para la destrucción bacteriana (Stewart et al, 2001). En 

otro estudio, se ha indicado que la limitada penetración de cloro en la matriz del bio-

film es probable que sea un factor importante que influya en la reducción de la eficacia 

de los productos clorados contra los biofilms, en comparación de su buena actividad 

en células en estado planctónico (De Beer, 1994). 

El incremento de las concentraciones de los productos clorados pueden potenciar 
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la acción bactericida pero existen límites de las concentraciones de cloro usados 

en los ambientes de procesado de alimentos, ya que altas concentraciones pueden 

representar un peligro en la manipulación y ser excesivamente corrosivo para el 

acero inoxidable y otros metales (Eifert y Sanglay, 2002). Sin embargo, la acción 

de los productos clorados, como el hipoclorito de sodio, pueden incrementarse al 

emplearlo conjuntamente con compuestos como el peróxido de hidrógeno en la 

eliminación de biofilms de P. aeruginosa en superficies de las plantas de procesado 

de alimentos (DeQueiroz y Day, 2007).

5.1.9. Empleo de desinfectantes con acción residual sobre 
superficies

Mosteller y Bishop (1993) y Sharma y Anand (2002), indicaron que un producto 

desinfectante presenta actividad bactericida frente a las células adheridas formando 

biofilms cuando presenta actividad antibacteriana igual o mayor de 3 log
10

. Esta pro-

tección de las superficies frente a la adherencia bacteriana no siempre se puede con-

seguir con el uso tradicional de desinfectantes. Así, Chen y Stewart (1996) señalan 

que los compuestos de cloro activo reaccionan con la materia orgánica en las capas 

superficiales de los biofilms más rápido de lo que pueden difundirse hacia el interior. 

Norwood y Gilmour, (2000) observaron que eran necesarias concentraciones supe-

riores a 1000 ppm para la reducción del número de células presentes en un biofilm, 

comparados con 10 ppm, suficientes para la eliminación de células de Listeria mono-

cytogenes, Pseudomonas fragi y Staphylococcus xylosus en estado planctónico.  

En el presente trabajo, al combinarse el hipoclorito con compuestos como el cloruro 

de benzalconio, que presenta propiedades tensoactivas, se observó actividad bacterici-

da. Si bien, en las superficies húmedas, la recontaminación a partir de la flora residual 

puede ser muy rápida, se han realizado estudios que muestran que el empleo de pro-

ductos tensoactivos, presentan acción residual sobre las superficies y evitan la rápida 

propagación de biofilms. En el caso del cloruro de benzalconio, este producto tiene una 

alta  capacidad para penetrar y adherirse a superficies difíciles de limpiar (McDonnell 

y Russell, 1999). 
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De acuerdo con otros estudios, las superficies preacondicionadas con tensoactivos no 

iónicos y aniónicos fueron eficaces en la inhibición de la adhesión de Pseudomonas 

aeruginosa en más de un 90%, tanto si eran superficies de acero inoxidable, como de 

vidrio (Cloete y Jacobs, 2001). Meylheuc et al., (2006) mostraron que el acondiciona-

miento previo de superficies de acero inoxidable con tensoactivos aniónicos reducen 

los niveles de contaminación de Listeria monocytogenes, que favorece la actividad bac-

tericida de desinfectantes y el control de la formación de biofilms. Al mismo tiempo, 

Splendiani et al., (2006) describieron que los tensoactivos pueden incrementar la carga 

de la pared celular, reduciendo la capacidad para formar biofilms. Así, en condiciones 

prácticas de uso, la rotación de desinfectantes o la elaboración de compuestos con di-

ferentes clases de desinfectantes, debe ser considerado, con el objetivo de proporcionar 

una protección añadida, gracias a la acción residual de compuestos como los amonios 

cuaternarios, teniendo en cuenta su correcto uso y en las concentraciones indicadas 

para evitar una posible contaminación desde los equipos y superficies a los alimentos.  

5.2. EVALUACIÓN DE LA ACTIVIDAD BACTERIOSTÁTICA 
Y FORMACIÓN DE HALOS DE INHIBICIÓN DE 
SUPERFICIES CON PROPIEDADES ANTIBACTERIANAS

5.2.1. Estudio de la evaluación de superficies plásticas con 
actividad antibacteriana

Los resultados de la evaluación de superficies plásticas mediante la norma JIS Z 2801: 

2000 (Anónimo, 2000) muestran la actividad antibacteriana de las tres superficies que 

incluyen triclosán en su composición (J1: 1400 ppm, J2: 1200 ppm y J3: 1000 ppm), 

donde la efectividad antibacteriana se demuestra por una reducción igual o superior a 

2 log
10

, al comparar el inóculo bacteriano sobre una superficie que no contenga aditivos 

antimicrobianos (control) y el recuento bacteriano en las superficies tratadas transcu-

rridas 24 horas. 

Los resultados de la tabla 23 muestran diferencias estadísticamente significativas 

(P<0,05) entre las cepas bacterianas empleadas, siendo Escherichia coli ATCC 8739 más 

sensible que Staphylococcus aureus ATCC 6538 y Klebsiella pneumoniae, no encontrán-
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dose diferencias significativas entre estas dos últimas cepas bacterianas (P>0,05).

Los resultados para Escherichia coli ATCC 8739, muestran actividad antibacteriana 

para la muestra J1, de 5,57 log
10

;
 
para la J2, 5,54 log

10
; y para la J3, 4,40 log

10
. En el caso 

de Staphylococcus aureus y Klebsiella pneumoniae, si bien se presentó una reducción 

máxima de 1,22 log
10

, y 1,02
10

, respectivamente, en la muestra J1, las tres muestras de 

plástico no presentaron actividad antibacteriana igual o superior a 2 log
10

.

 

Tabla 23. Evaluación de la actividad antibacteriana (log10) de superficies plásticas con 
triclosán (ppm) en Escherichia coli, Staphylococcus aureus y Klebsiella pneumoniae.

Microorganismo  J1 (1400 ppm) J2 (1200 ppm) J3 (1000 ppm)

Escherichia coli 5,57 a ± 0,14 5,54 a ± 0,23 4,40 a ± 0,58

Staphylococcus 
aureus

1,22 b ± 0,59 0,79 b ± 0,45 0,90 b ± 0,87

Klebsiella 
pneumoniae

1,02 b ± 3,46 0,45 b ± 0,05 0,55 b ± 0,88

a-b Valores medios en una misma columna con diferentes letras son significativamente diferentes 
(P<0,05). 

Nuestros resultados evidencian una mayor sensibilidad de Escherichia coli en compa-

ración con Staphylococcus aureus y Klebsiella pneumoniae a superficies plásticas con ac-

tividad antibacteriana. En este sentido, Ghazani et al. (2008) describieron la capacidad 

de sobrevivencia y formación de biofilms de E. coli en superficies plásticas. Del mismo 

modo, DeVere y Purchase (2007) describieron una mayor sensibilidad de Escherichia 

coli en superficies plásticas al tiempo de secado en comparación de S. aureus, indicando 

que el orden de sobrevivencia bacteriana era mayor en superficies de vidrio, plástico, 

plástico antibacteriano y finalmente las superficies de madera. Así también, se ha des-

crito que Escherichia coli presenta una mayor susceptibilidad a los desinfectantes de uso 

común en comparación de otras especies bacterianas como S. aureus y P. aeruginosa 

(D’Aquino y Núñez, 1997). 

La importancia del género Klebsiella radica en que es ubicuo en el entorno humano y está 
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ampliamente distribuida en la naturaleza. Klebsiella pneumoniae actúa como patógeno 

oportunista frecuentemente implicados en infecciones graves, en individuos debilitados 

o comúnmente asociado con infecciones nosocomiales y pacientes con enfermedades 

respiratorias crónicas (Vanhooren et al., 1999; Clegg y Schurtz Sebghati, 2002). También 

se ha descrito la alta capacidad de formar biofilms de K. pneumoniae en comparación 

de Salmonella enteritidis o Escherichia coli, proporcionando evidencias adicionales de la 

sobrevivencia y persistencia de este microorganismo (Jones y Bradshaw, 1996). 

5.2.2. Superficies con propiedades bacteriostáticas en condiciones 
secas y húmedas de ensayo tratadas con triclosán

Los resultados de las 5 superficies de ensayo con concentraciones de 0 ppm a 850 

ppm de triclosán se muestran en la tabla 24. Se evaluó la actividad bacteriostática y 

la formación de halos de inhibición en 24 horas de contacto de las superficies con el 

inóculo bacteriano de Staphylococcus aureus en condiciones secas y húmedas de ensayo. 

En los resultados se observa diferencias estadísticamente significativas (P<0,05) para 

las condiciones secas en comparación de las condiciones húmedas en las cinco mues-

tras de ensayo estudiadas, encontrándose una disminución apreciable de la actividad 

bacteriostática cuando las muestras fueron ensayadas en condiciones húmedas. Sin 

embargo, la actividad del triclosán no fue muy elevada. De hecho, en ninguna de las 

muestras se consigue una reducción de carga igual o superior a 2 logaritmos del re-

cuento inicial, ni en las muestras conservadas en sequedad, ni en las muestras en condi-

ciones húmedas. Esto nos indica que la capacidad antibacteriana del triclosán en estas 

concentraciones de estudio es baja, por lo que si se utiliza este biocida, la capacidad 

para controlar el crecimiento bacteriano en superficies es de carácter bacteriostático. 

En condiciones húmedas, la elevada humedad fue un factor negativo para la inhibi-

ción del desarrollo de S. aureus. Estos resultados concuerdan con los observados por 

Møretrø et al. (2003), quienes evaluaron la capacidad de S. aureus, E. cloacae y P. aeru-

ginosa para desarrollarse y multiplicarse en superficies húmedas. En los tres casos, de 

acuerdo con estos autores, existía un potencial peligro por la contaminación cruzada 

desde las superficies hacia los alimentos en superficies húmedas.
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Tabla 24. Actividad bacteriostática (log10) en S. aureus de superficies con triclosán (ppm) 
después de permanecer 24 horas en condiciones secas y húmedas de ensayo.

Muestra Triclosán (ppm) Condiciones secas Condiciones húmedas

Id1 0 0,74 a A ± 0,13 0,34 a B ± 0,06

Id2 400 0,99 a A ± 0,42 0,19 a B ± 0,02

Id3 500 0,68 a A ± 0,16 0,25 a B ± 0,03

Id4 650 1,02 a A ± 0,16 0,16 a B ± 0,01

Id5 850 1,17 a A ± 0,39 0,20 a B ± 0,02
a - b Valores medios en una misma columna con diferentes letras son significativamente diferen-
tes (P<0,05).

A - B Valores medios (mayúsculas) en una misma fila con diferentes letras son significativamente 
diferentes (P<0,05).

Si bien el riesgo de contaminación se reduce cuando las superficies se encuentran se-

cas, porque el crecimiento bacteriano y la sobrevivencia se ven reducidas, estudios en 

condiciones de sequedad muestran que la viabilidad de S. aureus puede representar un 

riesgo durante largos periodos de tiempo, al menos de 72 a 96 horas (Kusumaningrum 

et al., 2003; Fuster-Valls, 2008). Así mismo, las condiciones húmedas son un factor de-

terminante en la sobrevivencia de las bacterias que puede contrarrestarse con el uso de 

materiales con propiedades bacteriostáticas de diversos tipos (McEldowney y Fletcher, 

1988; Robine et al., 2002). Por tanto, la prevención del riesgo de proliferación bacteria-

na en superficies húmedas de distintos ambientes de elaboración de alimentos, ha de 

contemplarse mediante el uso de materiales con propiedades antimicrobianas. 

5.2.3. Evaluación de superficies con actividad bacteriostática 
mediante los halos de inhibición bacterianos

El objetivo de los biocidas con propiedades bacteriostáticas es impedir la proliferación 

de los microorganismos, y por tanto, controlar la formación de biofilms. Para evaluar 

las concentraciones de triclosán en las superficies que incorporan este compuesto, se 

estudió la inhibición bacteriana mediante la observación de la formación de halos de 
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inhibición. Estos halos pueden presentarse sobre estas superficies cuando están inmer-

sos en agar en periodos de tiempo definidos, demostrando la presencia de un compues-

to biocida, su eficacia y su concentración (tabla 25). 

En la figura 3 se muestra una superficie previamente sometida a condiciones secas 

de ensayo, sin tratamiento con triclosán (0 ppm), donde se observa el crecimiento de 

colonias bacterianas de Staphylococcus aureus alrededor de toda la superficie de poliéster 

inmersa en agar TSA contenida en una placa Petri de 90 mm de diámetro, sin la 

formación de halo de inhibición bacteriano. En contraposición, en la figura 4, se observa 

una superficie de poliéster de un tamaño de 2,5 cm x 2,5 cm que contenía 400 ppm 

de triclosán, y donde se forma un halo de inhibición sobre el agar TSA transcurridas 

24 horas de incubación, utilizando Staphylococcus aureus. En condiciones húmedas de 

ensayo, el tamaño del halo de inhibición en esta concentración de ensayo fue de 0,48 cm.

Figura 3. Superficie de poliéster sin propiedades antibacteriana sobre una placa de 

Petri de 90 mm de diámetro, donde se aprecia el crecimiento de colonias de S. aureus 

después de 24 horas de ser inoculada.
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Figura 4. Halo de inhibición bacteriano difundido en agar TSA durante 24 horas en una 

superficie de poliéster tratada con triclosán (400 ppm) y conservada en condiciones 

húmedas con Staphylococcus aureus. La superficie se observa en una placa de Petri de 90 

mm de diámetro. 

Tabla 25. Halos de inhibición (cm) de superficies que incorporan triclosán (ppm) tras 24 
horas en condiciones secas y húmedas de ensayo.

Muestra Triclosán (ppm) Condiciones secas Condiciones húmedas

Id1 0 0,00 ± 0,00 0,00 ± 0,00

Id2 400 0,36 c B ± 0,05 0,48 c A ± 0,07

Id3 500 0,61 b A ± 0,08 0,56 b A ± 0,05

Id4 650 0,63 b A ± 0,07 0,64 b A ± 0,07

Id5 850 0,88 a A ± 0,05 0,94 a A ± 0,07
a - c Valores medios en letras minúsculas en una misma columna con diferentes letras 
son significativamente diferentes (P<0,05).

A - B Valores medios en una misma fila con diferentes letras son significativamente 
diferentes (P<0,05).
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De acuerdo a las 5 muestras de estudio, aunque no se encontraron diferencias signi-

ficativas (P>0,05) entre las concentraciones de 500 ppm (Id3) y los 650 ppm (Id4) en 

ambas condiciones de ensayo, se observa un incremento del tamaño de los halos de in-

hibición de acuerdo a la concentración del triclosán (de 400 ppm a 850 ppm) tanto en 

condiciones secas como húmedas. Los mayores tamaños también se encontraron para 

la concentración más alta de estudio (850 ppm), siendo estos valores de 0,88 cm para 

las condiciones secas y 0,94 cm para las condiciones húmedas. 

Probablemente si las concentraciones del triclosán fueran más elevadas, la eficacia bio-

cida también puede ser manifiestamente superior. Sin embargo, la concentración es 

equivalente a durabilidad. Un mayor halo significa una mayor reserva de biocida, por 

lo que equivaldrá a un mantenimiento de la actividad biológica durante más tiempo. 

En consecuencia, la elección de la concentración dependerá de la durabilidad del efecto 

deseado.

Si bien se ha indicado que las condiciones húmedas son favorables para la colonización 

y posterior adherencia de bacterias a las superficies, al añadir un biocida, con propie-

dades bacteriostáticas las condiciones favorables para la formación de biofilms se ven 

reducidas (Chmielewski y Frank, 2003). En el caso del presente estudio, con concentra-

ciones de triclosán desde los 400 ppm (Id2) hasta los 850 ppm (Id5), no presentaron 

las condiciones adecuadas para la formación de biofilms (tabla 25). Este hecho es im-

portante, si tenemos en cuenta que la presencia de los microorganismos patógenos en 

superficies, tanto de uso doméstico como en las industrias de alimentos, constituye un 

peligro para la recontaminación de las superficies durante largos periodos de tiempo. 

Así mismo, el secado de las superficies no debe descartarse en condiciones prácticas de 

uso después del proceso de higienización, debido a que la propagación bacteriana en 

un medio líquido es un elemento esencial para la adherencia y posible formación de 

biofilms (Humphrey et al., 1994). 

En la figura 5 se aprecia la relación de las concentraciones del triclosán en las superfi-

cies de ensayo y el tamaño de los halos de inhibición. Los coeficientes de determinación 

(R2) fueron de 0,97 para las condiciones secas de ensayo y 0,99 para las condiciones 

húmedas. Estos resultados muestran una alta relación entre las superficies tratadas con 

triclosán y el tamaño de los halos de inhibición. El hecho que los halos de inhibición se 
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conserven tanto en condiciones húmedas o secas, permite evaluar la inhibición bacte-

riana de las superficies tratadas con antibacterianos en diferentes periodos de tiempo y 

estimar la vida útil de este tipo de superficies. 

Figura 5. Coeficiente de determinación de las concentraciones de triclosán (ppm) y el 

tamaño de los halos de inhibición (cm) en Staphylococcus aureus en condiciones secas y 

húmedas de ensayo.
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5.2.4. Evaluación de los halos de inhibición en diferentes periodos 
de tiempo

En la tabla 26 se observa la evaluación de los halos de inhibición en Staphylococcus 

aureus después de los tratamientos de lavado y secado a las 24 horas, 48 horas y 72 ho-

ras para cada una de las 7 muestras de estudio. 

Los resultados obtenidos indican que las muestras con contenido de triclosán entre 

los 400 ppm y 600 ppm (muestras A, B, C y D), pierden una considerable actividad 

(P<0,05) transcurridas las 24 horas, 48 horas y 72 horas, no llegando a ser suficiente-

mente estables; mientras que a partir de los 700 ppm (muestras E, F y G) no se obser-

van pérdidas significativas (P>0,05) en la actividad del triclosán entre las 48 horas y 72 

horas. Así, las concentraciones más elevadas, presentaron las actividades bactericidas  

más altas: 1,82 cm y 1,18 cm a las 24 y 48 horas, respectivamente, en el producto G (850 

ppm) y 1,03 cm a las 72 horas en el producto F (800 ppm de triclosán).     
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Tabla 26. Halos de inhibición (cm) en Staphylococcus aureus para los productos tratados a 
24 horas, 48 horas y 72 horas.

Muestra
Concentración 

(ppm)
24 horas 48 horas 72 horas

A 400 0,69 A ± 0,13 0,55 B ± 0,06 0,35 C ± 0,10

B 450 0,90 A ± 0,17 0,62 B ± 0,12 0,38 C ± 0,09

C 500 1,33 A ± 0,20 0,70 B ± 0,24 0,33 C ± 0,10

D 600 1,54 A ± 0,16 0,68 B ± 0,18 0,43 C ± 0,13

E 700 1,32 A ± 0,27 0,80 B ± 0,31 0,80 B ± 0,08

F 800 1,51 A ± 0,29 1,17 B ± 0,05 1,03 B ± 0,17

G 850 1,82 A ± 0,18 1,18 B ± 0,12 0,97 B ± 0,12
A - C Valores medios en una misma fila con diferentes letras son significativamente diferentes 
(P<0,05).

Las líneas de tendencia mostraron altos coeficientes de determinación (R2) de las con-

centraciones del triclosán (ppm) en las muestras ensayadas, 0,84 para las 24 horas, 0,86 

para las 48 horas y 0,82 para las 72 horas de estudio (figura 6). A partir de los resulta-

dos, considerando un descenso de las propiedades bacteriostáticas de las superficies, 

es de esperar que también pierdan actividad en mayores intervalos de tiempo. En el 

presente estudio, después de los 3 tratamientos de lavado y secado, a partir de las 72 

horas pueden hacerse subsiguientes pruebas rápidas de tratamientos de lavado y seca-

do en diferentes periodos de tiempo y considerar una proyección de la protección real 

por tipo de superficies, tipo de compuesto bacteriostático incluido en su elaboración y 

resistencia por cepa bacteriana. 

La incorporación de agentes bacteriostáticos tiene como objetivo garantizar una adecua-

da higienización de las superficies inhibiendo el crecimiento de las bacterias y mante-

niendo sus propiedades bacteriostáticas durante largos periodos de tiempo. El tratamien-

to de superficies que no entren en contacto directo con los alimentos, en el proceso de 

su fabricación, pueden incorporar componentes antibacterianos en las concentraciones 

adecuadas y lo más homogéneamente posible, de tal forma que no alteren las propie-

dades físicas del material empleado. En el caso de compuestos como el triclosán, estas 
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propiedades bacteriostáticas dependen si se emplea a bajas concentraciones, como es en 

el caso del presente estudio, o si emplea en concentraciones más elevadas, este compuesto 

presentará propiedades bactericidas (Bhargava y Leonard, 1996; Suller y Russell, 2000). 

Figura 6. Coeficiente de determinación (R2) de las concentraciones de triclosán de las 

muestras (ppm) y el tamaño de los halos de inhibición (cm) en Staphylococcus aureus a 

las 24 horas, 48 horas y 72 horas de ensayo. 
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5.2.5. Microscopía de epifluorescencia directa

Para evaluar por microscopía las superficies de poliéster de 2,5 cm x 2,5 cm sin tra-

tamientos con triclosán, se inocularon 2,96 x 108 células/ml de Staphylococcus aureus 

y se conservaron durante 24 horas a 37 ºC en condiciones húmedas de ensayo. En las 

figuras 8 y 9 se observan microscópicamente las superficies de ensayo no tratadas con 

triclosán. En las imágenes se aprecian células teñidas de verde correspondientes a las 

bacterias viables que darán origen a las colonias bacterianas tras la incubación con agar 

TSA a 37 ºC en los ensayos de halos de inhibición. Mientras que en superficies con un 

contenido de triclosán de 400 ppm, se observó residuos orgánicos sin desarrollo apre-

ciable de células bacterianas viables (figura 7). Esto se evidenció por la formación de 

halos de inhibición bacterianos. 
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El empleo en este estudio de la tinción vital Live/Dead® mostró microscópicamente 

las células viables (color verde) después de 24 horas en condiciones húmedas, que se 

encontraron en un mínimo porcentaje en comparación de las células que se tiñeron de 

color rojo (células muertas o lesionadas). 

La mayor proporción de células con las membranas citoplasmáticas dañadas (muertas 

o lesionadas) puede deberse al estrés producido, el tiempo, sequedad y las propiedades 

físicas de las superficies; sin embargo, no necesariamente estas células son inviables, 

ya que pueden mantenerse en estado de latencia, reactivándose si se presentan condi-

ciones más favorables para su desarrollo (Berney et al, 2006; Fuster-Valls, 2006).  De 

acuerdo con los resultados obtenidos, la inclusión de un biocida en un material, impide 

la formación de biofilms, por lo que la detección de un halo, según nuestro procedi-

miento analítico, implica que las bacterias no se adhieren, con el consiguiente factor de 

seguridad para los manipuladores y para el producto elaborado.

Figura 7. Imagen por microscopía de fluorescencia de superficie de poliéster con triclosán 

en su composición, sin desarrollo de células bacterianas donde se aprecia residuos 

orgánicos de la inoculación bacteriana. 
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Figura 8. Imagen por microscopía de fluorescencia de células viables de S. aureus 

(en color verde) y de color rojo (lesionadas o muestras) sobre superficies de poliéster sin 

propiedades antibacterianas en su composición. 

Figura 9. Imagen por microscopía de fluorescencia de células de S. aureus formando 

biofilms (células viables en color verde. En color rojo, las células lesionadas o muertas) 

tras 24 horas de su inoculación sobre superficies sin propiedades antibacterianas en su 

composición. 
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5.3. EVALUACIÓN DE DESINFECTANTES Y FORMACIÓN DE BIOFILMS EN 
CONDICIONES DE ACUICULTURA

5.3.1. Adherencia de bacterias ambientales a los tanques de 
crianza de peces en condiciones de acuicultura 

Para evaluar la adherencia de bacterias ambientales en la crianza de peces salmónidos, 

se utilizaron superficies de acero inoxidable, plástico, vidrio y plástico antibacteriano a 

base de piritionato de zinc. Las diferentes superficies de ensayo permanecieron en el in-

terior de los tanques de crianza de peces en agua corriente circulante durante siete días, 

para ser posteriormente recuperadas para su estudio microbiológico. Microscópica-

mente las células adheridas fueron tipo bacilos Gram negativos. En la tabla 27 se mues-

tran los resultados de la adherencia de las células ambientales log
10

 (células/cm2) sobre 

los distintos tipos de superficies mediante microscopía de fluorescencia empleando la 

tinción vital Live/Dead®.

Tabla 27. Recuperación de células ambientales acuáticas adheridas sobre distintos 
materiales (log10 células/cm2).

Material Vivas Muertas

Acero inoxidable 4,51 ª A ± 0,17 4,75 ª A ± 0,12

Plástico 4,65 ª A ± 0,07 4,86 ª A ± 0,02

Vidrio 4,90 ª A ± 0,27 4,41 ª A ± 0,26

Madera 4,54 ª A ± 0,02 4,77 ª A ± 0,63

Plástico antibacteriano 3,83 b B ± 0,55 4,37 ª A ± 0,16

a-b Valores estadísticamente significativos (P<0,05) leídos en columna.

A - B Valores medios en una misma fila con diferentes letras son significativamente 
diferentes (P<0,05).

Las superficies de acero inoxidable, plástico, vidrio y madera mostraron una adheren-

cia de células vivas significativamente mayor (P<0,05) que los obtenidos para el plás-

tico antibacteriano (3,83 log
10

). En estos resultados, los recuentos por microscopía de 

fluorescencia de las células vivas y lesionadas o muertas, no presentaron diferencias 

estadísticamente significativas (P>0,05). Con la excepción del plástico antibacteriano, 
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los valores obtenidos de células bacterianas viables en plástico, vidrio y madera fueron 

superiores a los observados en el acero inoxidable (4,51 log
10

). 

La capacidad de las células planctónicas para adherirse a las superficies es la primera 

etapa de la formación de biofilms, cuando las condiciones del medio ambiente son 

adecuadas (Palmer et al., 2007; Garrett et al., 2008). Esta característica nos muestra 

que las superficies utilizadas en las instalaciones acuícolas para la crianza de peces es 

una fuente para la propagación bacteriana, con el riesgo de transmisión hacia los peces 

durante los ciclos de producción.

5.3.2. Actividad bactericida de productos desinfectantes en 

células ambientales 
Para la evaluación de la actividad bactericida en las células ambientales recuperadas, 

se usaron compuestos a base de tensoactivos, peroximonosulfato de sodio al 1,0%, y 

el hipoclorito de sodio (tabla 13). Tras la recuperación de las células en las superficies 

de acero inoxidable adheridas a los tanques de crianza con agua circulante, estos se 

incubaron en agar TYES (figura 10) con las características microscópicas de ser célu-

las tipo bacilo Gram negativas.

Figura 10. Presencia de colonias bacterianas recuperadas a partir de disco de acero inoxi-

dable (2,0 cm de diámetro) e incubadas durante 72 horas en agar TYES.

.
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Los ensayos de los productos desinfectantes de las células recuperadas se realizaron 

a partir de una suspensión bacteriana inicial de 6,33 log
10 

(UFC/ml). Los resultados 

obtenidos de la evaluación de los productos desinfectantes se observan en la tabla 28. 

Estos resultados muestran diferencias estadísticamente significativas (P<0,05) para los 

diferentes productos de ensayo en sus diferentes concentraciones.

Al 100% de concentración de estudio, se presentó alta significación estadística (P<0,05) 

para el peroximonosulfato de sodio al 1,0%, hipoclorito de sodio al 5,25% y el produc-

to “400”; los cuales mostraron eficacia bactericida superior a 4 log
10

. El producto “400” 

presentó una composición tensoactiva (14,3%, aniónico y 5,7%, anfóteros), además 

de ácido láctico y ácido orgánico, compuestos con propiedades antimicrobianas que 

incrementan la actividad bactericida de la composición tensoactiva al inhibir el desa-

rrollo bacteriano en las superficies (Helander et al., 1997 y Han, 2005). 

Al 50% de concentración de estudio de los productos ensayados, solo el hipoclorito 

de sodio presentó actividad bactericida superior a 4 log
10

 (6,32 log
10

), mientras que al 

25% de concentración de estudio, este compuesto no presentó actividad bactericida 

(3,60 log
10

).

 Tabla 28. Eficacia de productos desinfectantes en bacterias ambientales recuperadas 
de tanques de crianza de peces (log10 de UFC/ml) de diferentes compuestos en las 
concentraciones del 100%, 50% y 25%.

Producto 100% 50% 25%

Peroximonosulfato de 
sodio (1,0%) 6,30 a ± 0,17 2,94 b ± 0,12 2,67 b ± 0,13

 Hipoclorito de sodio 6,32 a ± 0,12 6,32 a ± 0,27 3,60 a ± 0,60

 “101” 3,40 b ± 0,32 3,13 c ± 0,23 2,39 b ± 0,07

 “201” 4,11 b ± 1,23 3,34 c ± 0,62 3,10 b ± 0,62

 “300” 2,79 c ± 0,11 2,56 c ± 0,14 2,65 b ± 0,15

 “400” 6,31 a ± 0,24 3,68 b ± 0,07 2,68 b ± 0,17

a-c Valores estadísticamente significativos (P<0,05) leídos en columna.
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De acuerdo a estos resultados, el peroximonosulfato de potasio al 1,0%, y el hipoclorito 

de sodio al 5,25% presentaron una actividad bactericida frente a las células ambientales 

recuperadas. El peroximonosulfato de potasio se utiliza como un agente oxidante de los 

componentes celulares bacterianos, al desnaturalizar los ácidos nucleicos y provocar 

una disrupción de la pared celular bacteriana. Este compuesto tiene propiedades bac-

tericidas, viricidas y fungicidas, y es utilizado en diferentes sectores como los hospitales, 

laboratorios, plantas de alimentos, etc. (Dunowska et al., 2005; Anipsitakis et al., 2008).

En general, el hipoclorito de sodio es ampliamente utilizado para la desinfección de 

superficies, como se ha observado en estos resultados; debiendo tener en cuenta que 

este producto es inactivado por la presencia de restos de materia orgánica propia de los 

peces o de los sistemas de alimentación en los tanques de crianza, lo que justifica una 

adecuada limpieza con detergentes no iónicos de las superficies de plástico previamen-

te a la desinfección (McDonnell y Russell, 1999; Chmielewski y Frank, 2003). 

Además, la rotación de desinfectantes es importante en el manejo de la producción de 

peces, ya que las células bacterianas acuáticas pueden generar la formación de biofilms 

en superficies cuando las condiciones son apropiadas, con la consiguiente propagación 

de bacterias patógenas de importancia en la acuicultura. Los productos tensoactivos 

aniónicos con anfóteros, como es el caso del producto “400”, presentan ventajas refe-

rentes a: detergencia, humectancia y poder espumante. Esta capacidad bactericida es 

incrementada por el ácido láctico. Por ello pueden ser utilizadas en concentraciones 

mayores en las formulaciones de productos con acción detergente y desinfectante (Oh 

y Marshall, 1995). 

5.3.3. Formación de biofilms de F. psychrophilum en condiciones 
de humedad 

Después de 5 días de incubación de F. psychrophilum en caldo TYES a 15 ºC, se ino-

cularon 50 μl en los discos de acero inoxidable de 2,0 cm de diámetro con un valor 

de 7,98 log
10 

de células/cm2, de los cuales 6,30 log
10

 correspondieron a células vivas 

(coloración verde) y 1,68 log
10

 a células lesionadas o muertas (coloración roja). La 

relación entre volumen inoculado y el área del disco de acero inoxidable fue conser-
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vada para los otros materiales empleados: plástico, vidrio y plástico antibacteriano. 

Los inóculos permanecieron 96 horas en las diferentes superficies y posteriormente 

se realizaron los exámenes de microscopía de fluorescencia con la coloración Live/

Dead®. 

Las características morfológicas mostraron a las células vivas de F. psychrophilum 

(coloración verde) de apariencia delgadas y de una longitud aproximada de 3 μm a 8 

μm; incluso algunas bacterias con un tamaño de 10 μm. Por el contrario, las células 

lesionadas o muertas teñidas de rojo, presentaron tamaños más reducidos, con una 

longitud entre 1,0 μm y 6,0 μm (figura 11). 

Transcurridas 96 horas en las diferentes superficies en condiciones húmedas, las cé-

lulas de F. psychrophilum contenidas en los biofilms, presentaron tamaños individua-

les más reducidos respecto al inóculo inicial (figura 12). Estos cambios morfológicos 

fueron más notables en las células vivas que en las células lesionadas o muertas. 

Figura 11. Células de Flavobacterium psychrophilum de 96 horas en caldo de cultivo TYES, 

observadas por microscopía de fluorescencia (coloración Live/Dead®).
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Figura 12. Células de F. psychrophilum formando biofilms tras permanecer 96 horas 

en una superficie de acero inoxidable observada por microscopía de fluorescencia 

(Coloración Live/Dead®). 

Los cambios morfológicos se presentan cuando las bacterias en condiciones húmedas 

tienden a agruparse formando microcolonias, secretando sustancias poliméricas extra-

celulares y reduciendo su tamaño para formar biofilms, los cuales en la etapa madura 

de su desarrollo están formados por más células dañadas (muertas o no viables) que 

células vivas (Allison y Sutherland, 1987; Chmielewski y Frank, 2003). 

Algunas células lesionadas o muertas presentaron formas anilladas, aproximadamente 

de un tamaño de 1,0 μm a 3,0 μm de diámetro (figura 13). La característica de formas 

anilladas en células de F. psychrophilum NCIMB 1947, en el presente estudio, también 

ha sido observada en células de F. psychrophilum aisladas de peces salmónidos con la 

enfermedad conocida como “Síndrome de la trucha de arco iris” en el Reino Unido. 

En dicho estudio, las formas anilladas fueron observadas por microscopía electrónica, 

tras permanecer las bacterias en suspensión líquida durante 4 semanas (Vatsos et al., 

2003). Estos cambios morfológicos pueden haberse acelerado bajo condiciones de cre-

cimiento directamente sobre las superficies de ensayo, produciéndose una alteración 

de la membrana plasmática, fenómeno observado por Boulos et al. (1999). Asimismo, 
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el desarrollo de células bacterianas sobre superficies en condiciones adversas, como la 

falta de nutrientes, disminuye el tamaño celular, característica que ha sido observada en 

Staphylococcus aureus (Fuster-Valls, 2006).

Figura 13. Células lesionadas o muertas de Flavobacterium psychrophilum con forma de 

anillo tras permanecer 96 horas en una superficie de acero inoxidable, fotografiadas por 

microscopía de fluorescencia (coloración Live/Dead®).

5.3.3.1. Comparación de distintos materiales en la formación de biofilms 
de F. psychrophilum en condiciones de humedad

Los resultados de la tabla 29 muestra la formación de biofilms de Flavobacterium 

psychrophilum después de haber sido conservadas las superficies inoculadas en condi-

ciones húmedas a 15 ºC y examinarse por microscopía de fluorescencia.

La formación de biofilms de F. psychrophilum en las diferentes superficies de ensayo 

mostraron los siguientes valores: 6,15 log
10

 para el acero inoxidable, 5,96 log
10

 para el 

plástico, 5,92 log
10

 para el vidrio y 3,81 log
10

 para el plástico experimental antibacte-
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riano (figura 14). Se apreció una mayor adhesión bacteriana a las superficies de acero 

inoxidable, plástico y vidrio. Este grupo fue estadísticamente más significativo (P<0,05) 

que el plástico antibacteriano, tanto para las células vivas y lesionadas o muertas. 

Tabla 29. Formación de biofilms (log10 de células/cm2) de Flavobacterium psychrophilum 
en diferentes materiales en condiciones húmedas de ensayo.

Material Células

Vivas Lesionadas o muertas

 Acero inoxidable 6,15 a ± 0,37 5,54 a ± 0,45

 Plástico 5,96 a ± 0,06 5,97 a ± 0,48

 Vidrio 5,92 a ± 0,02 5,75 a ± 0,05

 Plástico antibacteriano 3,81 b ± 0,17 4,04 b ± 0,28

a-b Valores estadísticamente significativos (P<0,05) leídos en columna.

Los niveles de adhesión de las bacterias a distintos materiales no solo están influencia-

dos por sus irregularidades o la porosidad, sino también dependen de la cepa bacte-

riana y su capacidad de adhesión, temperatura, condiciones de humedad o desecación 

y de la naturaleza del fluido desde donde se adhieren las bacterias (Flint et al., 2000; 

Jullien et al., 2002). Sin embargo, la capacidad de F. psychrophilum para sobrevivir a la 

desecación no ha sido descrito todavía, fenómeno que sí se ha observado en las células 

Gram negativas sobre superficies de acero inoxidable (Fuster-Valls et al., 2008). 

En el presente estudio, los resultados mostraron que en condiciones húmedas, se pro-

dujo una reducción a partir del inóculo inicial de 6,30 log
10

 a 6,15 log
10 

de bacterias 

vivas y un aumento de 1,68 log
10

 a 5,54 log
10

 de las células lesionadas o muertas tras 

permanecer F. psychrophilum 96 horas sobre las superficies de acero inoxidable. 

En este sentido, en condiciones de desecación, se espera que la presencia de células le-

sionadas o muertas sea sensiblemente mayor. Incluso, en condiciones adecuadas de hu-

medad, la falta de nutrientes pueden favorecer la formación de biofilms (Chmielewski 

y Frank, 2003). Así, el aumento de las células lesionadas o muertas en comparación 

de las presentes en el inóculo inicial pueden indicar los cambios celulares hacia la for-
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mación de biofilms maduros, los cuales están formados mayoritariamente por células 

lesionadas o muertas. 

Figura 14. Imágenes por microscopía de fluorescencia (coloración Live/Dead®) de biofilms de 

Flavobacterium psychrophilum expuestas durante 96 horas en condiciones de humedad 

a diferentes superficies de ensayo: a. Acero inoxidable, b. Plástico, c. Vidrio y d. Plástico 

antibacteriano.

a. Acero inoxidable     b. Plástico 

c. Vidrio      d. Plástico antibacteriano
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5.3.4. Formación de biofilms de F. Psychrophilum en condiciones 
de tanques de crianza de peces

5.3.4.1. Contenido de minerales (ppb) del agua utilizada en los tanques 
de crianza

En la figura 15 se muestran las concentraciones de los minerales contenidos en el agua 

corriente obtenida del lago Airthrey tras su filtración por membrana de 0,45 μm (Mi-

llipore®). La composición mineral del agua corriente muestra una concentración más 

alta en sodio, magnesio, potasio y calcio (ppb) en comparación de lo encontrado en el 

agua potable. Si bien en condiciones normales, en el agua corriente no potable hay una 

mayor concentración de elementos minerales y una mayor cantidad de residuos que 

favorecen la presencia de bacterias ambientales, se ha observado que la capacidad de 

adhesión de los microorganismos en los sistemas de tuberías de distribución de agua 

potable no se ve necesariamente disminuida, ya que la presencia de nutrientes es sufi-

ciente para el desarrollo de células planctónicas, y a pesar de que la posible presencia 

de estas células no son elevadas, tienen una alta capacidad de formar biofilms (Mattila-

Sandholm y Wirtanen, 1992; Percival y Walker, 1999).

Figura 15. Composición de minerales (ppb) del agua potable y de lago empleados para 

la formación de biofilms de F. Psychrophilum en condiciones de tanques de crianza de 

peces. Análisis realizados en el Water Quality Laboratory, Institute of Aquaculture, 

University of Stirling.
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5.3.4.2.  Comparación de los distintos materiales empleados para la 
formación de biofilms de F. psychrophilum 

Los ensayos de la formación de biofilms de F. psychrophilum en tanques de crianza de 

peces se realizaron con una concentración inicial 6,33 log
10

 de células viables/cm2. Los 

resultados muestran las células adheridas formando biofilms, 4,94 log
10

 para las super-

ficies de acero inoxidable, 5,04 log
10

 para el plástico, 4,93 log
10

 para el vidrio y 5,05 log
10

 

para la madera. Estas superficies presentaron un grupo que fue estadísticamente más 

significativo (P<0,05) a la del plástico experimental antibacteriano, que presentó una 

adherencia bacteriana de 2,46 log
10

 para las células vivas al examen de microscopía de 

fluorescencia (tabla 30).

Tabla 30. Formación de biofilms para diferentes superficies en agua potable y de lago 
(log10 de células/cm2) en tanques de crianza de peces.

Material

empleado 

Agua potable Agua corriente 

 Células vivas
Células lesiona-
das o muertas 

 Células vivas
Células lesiona-
das o muertas 

Acero inoxidable 4,94 a ± 0,12 5,17 ab ± 0,12 5,36 a ± 0,13 5,19 a ± 0,40

Plástico 5,04 a ± 0,08 4,77 ab ± 0,11 5,47 a ± 0,08 5,49 a ± 0,50

Vidrio 4,93 a ± 0,11 5,10 ab ± 0,12 5,38 a ± 0,09 5,37 a ± 0,28

Madera 5,05 a ± 0,10 5,45 a ± 0,39 5,14 b ± 0,07 5,19 a ± 0,40

Plástico
antibacteriano

2,46 b ± 2,13 4,07 c ± 0,34 3,78 c ± 0,17 4,32 b ± 0,19

a-c Valores estadísticamente significativos (P<0,05) leídos en columna.

Para las condiciones de estudio en los tanques con agua corriente obtenidas del lago 

Airthrey, se observó mayor significancia estadística (P<0,05) para las células vivas 

adheridas al acero inoxidable (5,36 log
10

), plástico (5,47 log
10

) y vidrio (5,38 log
10

). Las 

células adheridas a la madera presentaron una adherencia de 5,14 log
10

 y una menor 

significancia estadística para el plástico antibacteriano (3,78 log
10

).
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De acuerdo a los resultados de la adhesión de las células, se observaron valores su-

periores para las células en las superficies que permanecieron en los tanques de agua 

corriente. Dado que la concentración de la composición mineral del agua corriente 

de lago fue superior al encontrado en el agua potable en este estudio, estos resultados 

concuerdan con otros estudios, donde se ha observado que sedimentos orgánicos e 

inorgánicos influyen en la formación de biofilms de Flavobacterium sp. Así, Mattila-

Sandholm y Wirtanen (1992) informan que en los suministros de aguas naturales 

e industriales, la formación de biofilms se produce a pesar de que el contenido de 

nutrientes es bajo, además que el número de células planctónicas es de 500 a 50,000 

veces inferior al de las células formando biofilms sobre las superficies en este tipo 

instalaciones. Flavobacterium, Moraxella, Acinetobacter, Bacillus, Pseudomonas, Alca-

ligenes y Achromobacter son los géneros que normalmente se encuentran en el agua 

potable. Staroscik y Hunnicutt, (2007) observaron por microscopía confocal que la 

adición de iones de Ca2+ y Mg2+ al medio de cultivo de Anacker-Ordal (Anacker y 

Ordal, 1959) causó la formación de biofilms con formas irregulares y la adición de 

mucosidades de la piel de salmón y glucosa inducía la formación de biofilms relativa-

mente uniformes en F. columnare. Así mismo, se ha observado que F. psychrophilum 

aumenta su sobrevivencia por la presencia de sedimentos que contienen nutrientes 

en el agua por largos periodos de tiempo y llegar a ser fácilmente propagable en las 

explotaciones de peces donde existen sistemas de recirculación del agua (Madetoja 

et al., 2003).

5.3.5. Actividad antibacteriana de superficies empleadas en 
acuicultura

La tabla 31 muestra la cantidad de células viables adheridas en las superficies de ace-

ro inoxidable como control en condiciones húmedas y condiciones de agua potable 

(6,15 log
10 

y 4,94 log
10

, respectivamente). Al comparar los valores, el plástico antibac-

teriano a base de piritionato de zinc presentó una reducción del número de células 

viables de 2,34 log
10

 en condiciones húmedas de ensayo, y 2,48 log
10 

en los taques de 

crianza de peces en condiciones de agua potable. En los ensayos usando agua co-

rriente de lago, presentó una reducción antibacteriana de 1,58 log
10

. Mientras que se 
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observaron reducciones mínimas o se presentó un aumento del número de células en 

el plástico, vidrio y la madera de uso en las instalaciones de crianza de peces. La re-

ducción de las propiedades antibacterianas del plástico a base de piritionato de zinc 

en los ensayos con el agua corriente de lago difieren de los encontrados para este ma-

terial en los experimentos en condiciones húmedas (2,34 log
10

) o en el agua potable 

(2,48 log
10

), donde fueron más eficaces. Esto puede deberse a la presencia de restos de 

minerales que interfieren con las propiedades bacteriostáticas propias de la superficie 

del plástico experimental antibacteriano; así como la alta densidad de elementos mi-

nerales en comparación del agua potable, que favorece la formación de biofilms del 

género Flavobacterium (Madetoja et al., 2003; Staroscik y Hunnicutt, 2007). Actual-

mente, el piritionato de zinc tiene muchos usos prácticos. Además de usarse por sus 

propiedades antibacterianas, también se emplea en la prevención de la degradación 

microbiana de superficies, evitando el deterioro en la fabricación de materiales como 

plásticos, polímeros y látex, etc. (Maraldo y Dahllöf, 2004; Sun et al., 2006). 

Tabla 31. Actividad antibacteriana de diferentes materiales empleados en la formación 
de biofilms de F. psychrophilum en comparación del acero inoxidable en condiciones 
húmedas y en tanques de crianza de peces (log10 de células/cm2). 

Materiales Condiciones 
de humedad

Condiciones en tanques
de crianza de peces

Agua potable
Agua corriente 

de lago

Acero inoxidable 6,15 4,94 5,36

Diferencias de los materiales respecto al acero inoxidable 

Plástico 0,19 -0,10 -0,11

Vidrio 0,23 0,01 -0,02

Madera - -0,11 0,22

Plástico antibacteriano 2,34 2,48 1,58

(-) Signo negativo representa un aumento de la cantidad de células (log10) respecto a 
las superficies de acero inoxidable como control.

El conocimiento de la formación de biofilms y los inhibidores de crecimiento bacte-
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riano sobre las superficies empleadas en los criaderos de peces como F. psychrophilum 

puede proporcionar información útil en cuanto a la naturaleza de la adhesión de esta 

bacteria a diferentes superficies. 

Coincidiendo con el estudio del genoma de F. psychrophilum, se ha observado que esta 

especie bacteriana contiene muchos factores determinantes para la biosíntesis, difu-

sión, modificación, la polimerización de exopolisacáridos y la capacidad de almace-

nar cianoficina que son necesarios para la formación de biofilms. Estas características 

podrían explicar la larga sobrevivencia de F. psychrophilum fuera de los peces huéspe-

des (Duchaud et al., 2007), la posterior transmisión a las mucosidades de los peces y 

producir diversos cuadros patológicos (Madetoja et al., 2000; Nematollahi et al., 2003; 

Morgan et al., 2007). Sundell y Wiklund, (2007) mostraron que en altas densidades de 

células de F. psychrophilum formando biofilms son menos susceptibles a antibióticos 

como la oxitetraciclina y la flumequina, de uso común en la acuicultura, e incluso 

pueden desarrollar una rápida resistencia si son expuestas a concentraciones subinhi-

bitorias. Estas características, junto con las fuertes propiedades adherentes, probable-

mente contribuyan a su difusión en la acuicultura, por lo que el uso de materiales que 

inhiban el desarrollo bacteriano puede abrir vías de desarrollo en la prevención de la 

propagación de Flavobacterium psychrophilum, así como de otras especies bacterianas 

implicadas en brotes de enfermedades.      



6.   CONCLUSIONES
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1. La evaluación de las propiedades bactericidas de las formulaciones con: 

0,25% de peróxido de hidrógeno y 0,25% de cloruro de benzalconio; y 1,0% 

de peróxido de hidrógeno, 5,0% de alcohol etílico y 0,2% de polímeros ca-

tiónicos, presentaron alta eficacia bactericida frente a Staphylococcus aureus y 

Enterococcus hirae; mientras que el empleo de peróxido de hidrógeno como 

único compuesto al 1,0%, no presentó actividad bactericida en ambas cepas 

bacterianas.

2. La resistencia de Staphylococcus aureus es mayor, en comparación con Pseudo-

monas aeruginosa, a los compuestos de peróxido de hidrógeno en las concen-

traciones del 0,5% al 3,0%. La actividad bactericida del peróxido de hidrógeno 

frente a Staphylococcus aureus se incrementó cuando actuó en combinación 

de compuestos como el ácido láctico, benzoato de sodio y el ácido salicílico.

3. El método para evaluar el efecto residual bactericida de desinfectantes sobre 

superficies basado en la norma UNE EN 13697 es funcional para determi-

nar esta actividad en productos desinfectantes a base de cloruro de benzal-

conio e hipoclorito de sodio.

4. El cloruro de benzalconio a una concentración del 1,0% como único com-

puesto o en combinación de hidróxido de sodio al 0,20% y el óxido de amina 

al 1,0%, presentó actividad bactericida residual después de 24 horas sobre 

superficies de acero inoxidable. El hipoclorito de sodio al 4,0% como único 

compuesto bactericida no presenta efecto residual en 24 horas. La actividad 

residual bactericida del hipoclorito de sodio se incrementó al combinarse 

con otros compuestos, como el cloruro de benzalconio, hidróxido de sodio, 

óxido de amina mirístico y el alcohol graso etoxilado. 
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5. La evaluación de superficies plásticas que contienen triclosán como compues-

to antibacteriano, demostró que Escherichia coli es más sensible a la actividad 

antibacteriana de estas superficies en comparación de Staphylococcus aureus y 

Klebsiella pneumoniae.

6. La actividad bacteriostática de superficies que incluyen triclosán en su com-

posición, no se ve inhibida por las condiciones secas de ensayo. En estas con-

diciones, Staphylococcus aureus presentó mayor susceptibilidad a la acción del 

triclosán en comparación de las condiciones húmedas. 

7. El estudio de la formación de los halos de inhibición bacterianos como un 

método para evaluar la actividad antibacteriana de superficies, evidencia la 

propagación de los compuestos con propiedades antimicrobianas cuando se 

hallan presentes en las superficies, encontrándose una relación entre la con-

centración de triclosán presente en las superficies y el tamaño de los halos de 

inhibición formados. 

8. La capacidad de formación de los halos de inhibición de superficies con pro-

piedades antibacterianas se presenta en diferentes periodos de tiempo. Este 

método puede emplearse para determinar el tiempo de vida útil de dichas 

propiedades en distintos materiales.

9. Los compuestos de peroximonosulfato de sodio al 1,0%, hipoclorito de sodio 

al 5,25%, y la combinación de compuestos tensoactivos aniónicos, anfóteros, 

ácido láctico y cumensulfonato, mostraron efecto bactericida al evaluarlos en 

células ambientales recuperadas del agua circulante utilizada en criaderos de 

peces.
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10.  Flavobacterium psychrophilum es un microorganismo que tiene la capacidad 

de formar biofilms, con cambios en su morfología celular, como reducción 

del tamaño celular y un incremento de las células lesionadas o muertas des-

pués de permanecer 96 horas en superficies de acero inoxidable. La capacidad 

de adherirse y desarrollar biofilms, también se observó en las superficies plás-

ticas de crianza de peces, vidrio y madera.

11. El plástico antibacteriano a base de piritionato de zinc tiene la capacidad de 

inhibir la formación de biofilms en condiciones de crianza de peces. La acti-

vidad antibacteriana se ve interferida cuando el agua circulante con estas su-

perficies presenta altas concentraciones de sodio, magnesio, potasio y calcio.
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