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RESUMEN 

 
 

Salmonella Typhimurium es una bacteria enteropatógena capaz de formar 

biopelículas, lo cual otorga mayor resistencia a procesos de desinfección, 

haciendo necesario el aumentar las dosis efectivas para su erradicación. Por 

otro lado, el aceite esencial de clavo (AEC) ha demostrado tener un efecto 

antibacteriano contra S. Typhimurium en células planctónicas, sin ser evaluado 

contra biopelículas. Existiendo evidencia que indica que los terpenos presentes 

en aceites esenciales pueden afectar la estructura del agregado haciéndolo 

más sensible al efecto de tratamientos sucesivos. En este punto, se propuso a 

la irradiación UV tipo C como tratamiento aditivo al AEC para mejorar la 

capacidad de erradicación de biopelículas de S. Typhimurium en comparación 

con su aplicación individual. El componente principal del AEC fue eugenol 

(82.5%), seguido de cariofileno (9.97%), isoeugenol (4.192%) y α-cariofileno 

(2.10%). Los resultados mostraron que los valores de concentración mínima 

inhibitoria (CMI) y concentración mínima bactericida (CMB) contra células 

planctónicas fueron de 0.4  y 0.6 mg/mL, respectivamente. La concentración de 

1.2 mg/mL del AEC logró reducir 1.83 log UFC/cm2 de acero inoxidable utilizado 

como sustrato, respecto al control (6.11 log UFC/cm2), mientras que a la dosis 

más alta utilizada de 620.4 mJ/cm2 de irradiación UV-C se encontraron 3.12 log 

UFC/cm2. Una vez realizada la combinación del AEC (1.2 mg/mL) con la 

irradiación UV-C (76.41 mJ/cm2) se logró una erradicación total del agregado 

bacteriano. Los resultados de este estudio demostraron el efecto sinérgico de la 

combinación del AEC y la irradiación UV-C para erradicar biopelículas de S. 

Typhimurium. 

Palabras clave: Concentración mínima inhibitoria, Concentración mínima 

bactericida, Microscopía confocal de barrido, Microscopía de Fuerza Atómica, 

Cromatografía de gases. 
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ABSTRACT 

 
 

Salmonella Typhimurium is an enteropathogenic bacteria able to form biofilms, 

which gives greater resistance to disinfection processes, making it necessary to 

increase the effective doses for its eradication. On the other hand, clove 

essential oil (CEO) possess an antibacterial effect against S. Typhimurium on its 

planktonic state, without being evaluated against biofilms. There is evidence that 

the terpenes present in essential oils may affect this aggregated structure 

making it more sensitive to the effect of successive treatments. At this point, UV 

irradiation type C was proposed as an additive treatment to CEO, improving 

their ability to eradicate biofilms of S. Typhimurium compared to single 

technologies. Eugenol was the main component of CEO (82.5%), followed by 

caryophyllene (9.97%), isoeugenol (4.192%) and α-caryophyllene (2.10%). 

Results showed that the values of minimum inhibitory concentration (MIC) and 

minimum bactericidal concentration (MBC) of CEO against planktonic cells were 

0.4 and 0.6 mg/mL, respectively. The concentration of 1.2 mg/mL of CEO was 

able to reduce 1.83 log CFU/cm2 of stainless steel used as the substrate, 

compared to control (6.11 log CFU/cm2), while at the maximum dose applied of 

620.4 mJ/cm2 of  UV-C irradiation a 2.99 log CFU/cm2 reduction was achieved. 

Combination of CEO with UV-C achieved a total bacterial eradication with doses 

of 1.2 mg/mL and 76.41 mJ/cm2, respectively. Results of this study 

demonstrated the synergistic effect of the combination of CEO and UV-C 

irradiation to eradicate biofilms of S. Typhimurium.  

 

Keywords: Minimum inhibitory concentration, Minimum bactericidal 

concentration, Microscopy confocal scanning, Atomic Force Microscopy, Gas 

chromatography. 
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I. INTRODUCCIÓN 

 
 
 

Salmonella Typhimurium es una bacteria bacilo Gram negativa, anaerobia 

facultativa, con flagelos perítricos y agente causal de salmonelosis. Las fuentes 

más frecuentes de infección son los alimentos crudos o mal cocidos, 

especialmente los alimentos que contienen huevo, destacándose la importancia 

de controlar la elaboración de alimentos (López et al., 2012). La salmonelosis 

se estima que causa más de 1.2 millones de enfermedades cada año en los 

Estados Unidos, con más de 23,000 hospitalizaciones y 450 muertes (CDC, 

2015). Las infecciones por Salmonella con mayor frecuencia causan 

gastroenteritis, que puede variar de leve a grave. Sin embargo, las infecciones 

invasivas también pueden ocurrir y puede ser grave y potencialmente mortal. 

De los aproximadamente 2,500 serotipos de Salmonella Gram-negativas, S. 

Typhimurium es el serotipo más frecuentemente aislado, que representa 

alrededor del 35% de los aislamientos humanos que han sido reportados  

(Nguyen et al., 2014). Aunque la adhesión es una ventaja y tal vez sea 

necesario para su supervivencia en el medio natural, la capacidad de los 

microorganismos para adherirse a las superficies y formar biopelículas plantea 

un riesgo significativo para la industria alimentaria (Nguyen, Yang et al., 2014). 

Por ejemplo, el deterioro del producto, la reducción de la eficiencia de 

producción, la corrosión, olores desagradables, la infección, la contaminación 

biológica y fallo del equipo pueden ser efectos perjudiciales de biopelículas. 

La persistencia de las células dentro de una biopelícula ha sido demostrada al 

ser más resistentes a los biocidas que las células planctónicas
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(Van Houdt y Michiels, 2010). Puesto que, los microorganismos al adherirse a 

superficies comienzan a multiplicarse y a crear una matriz viscosa compuesta 

de sustancias poliméricas extracelulares (SPE) en la cual se envuelven (Srey et 

al., 2013). Por lo tanto, la formación de biopelículas de las bacterias conduce a 

infecciones resistentes al tratamiento antimicrobiano convencional y es hoy en 

día una causa importante de fracaso de los tratamientos (Römling y Balsalobre, 

2012). 

La aparición de cepas bacterianas resistentes y la percepción de los 

consumidores sobre el uso de desinfectantes químicos, han puesto presión 

sobre la industria de alimentos para encontrar sustitutos antimicrobianos 

naturales para agentes sintéticos (Leonard et al., 2010). Entre las alternativas 

naturales a los antimicrobianos convencionales los aceites esenciales han 

demostrado tener un alto potencial antibacteriano el cual ha sido probado por 

varios autores (Chamdit y Siripermpool, 2012; Leonard et al., 2010; Naveed et 

al., 2013a). En particular, el aceite esencial de clavo (AEC) ha presentado 

actividad antibiopelícula, atribuida frecuentemente a alto porcentaje de terpenos 

presentes en el aceite (Elexson et al., 2013; Leonard et al., 2010). De manera 

que, estos terpenos han demostrado que pueden afectar estructuras de los 

agregados bacterianos haciéndolos más susceptibles a otros tratamientos 

(Iannitelli et al., 2011). Sin embargo, destaca que las concentraciones 

requeridas para la erradicación  de biopelículas son relativamente altas 

comparadas contra desinfectantes comerciales; además, el efecto del AEC sólo 

ha sido evaluado contra S. Typhimurium en estado planctónico.  

Los métodos utilizados para erradicar la matriz de la biopelícula en superficies 

de contacto son importantes para el aseguramiento de la inocuidad en la 

industria de alimentos. Considerando que una desinfección deficiente favorece 

la persistencia bacteriana en las biopelículas (Van Houdt y Michiels, 2010). Es 

por esto, que se requieren nuevas estrategias de control,  una alternativa puede 

ser la combinación de distintos métodos, lo que es conocido como tecnología 

de barreras (Simões et al., 2006). La irradiación UV-C ha mostrado tener buen 
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efecto de erradicación contra biopelículas de S. Typhimurium, ya que presenta 

algunas ventajas sobre otros métodos, como una fácil aplicación, daño material 

genético afectando su replicación, entre otros (Mansor et al., 2014). Sin 

embargo, cuenta con limitantes como su efectividad superficial y su capacidad 

de inactivarse cuando es absorbida por ciertas biomoléculas presentes en el 

medio (Chun et al., 2010). De manera que, se podría proponer el uso de 

irradiación UV-C para combinarse con el AEC para el control de biopelículas de 

este patógeno. Por lo tanto, en el presente estudio, se evaluó el uso de AEC 

como potenciador de la irradiación UV-C en la erradicación biopelículas de S. 

Typhimurium formadas sobre superficies de acero inoxidable (304). 
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II. ANTECEDENTES 

 
 
 

2.1. Formación de Biopelículas de S. Typhimurium 

 

La formación y el desarrollo de biopelículas de S. Typhimurium están 

influenciados por muchos factores, incluyendo características de los materiales 

de la superficie y los parámetros ambientales tales como el pH, los niveles de 

nutrientes y temperatura (Srey et al., 2013). Estos consorcios estructurados 

tienen distintas funciones, como retención de agua, acumulación de nutrientes, 

intercambio de información genética, barrera protectora, facilita la adhesión a 

las superficies y la formación de agregados (Flemming y Wingender, 2010). La 

formación de biopelículas es un proceso que está constituido por cuatro etapas 

secuenciales; adhesión inicial, adhesión irreversible, maduración y dispersión 

(Figura 1). 

 

2.1.1. Adhesión Inicial 

 

La adhesión bacteriana a la superficie constituye el primer paso esencial de la 

formación de biopelículas (Renner y Weibel, 2011). Por lo que, la adhesión de 

células durante este proceso depende en gran medida de las propiedades 

fisicoquímicas de la superficie celular bacteriana (Ferreira et al., 2010). 

Asimismo, la adhesión a superficies abióticas también se ve influida por el 

entorno que rodea a las células bacterianas, tales como la temperatura, la 

materia orgánica y el pH.  Por  lo  tanto, estos factores pueden cambiar las pro- 
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Figura 1. Representación de la formación de biopelícula bacteriana. Se 
observan las 4 etapas de desarrollo de una biopelícula: 1) adhesión inicial, 2) 
adhesión irreversible, 3) maduración, 4) dispersión. 
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piedades de superficie bacteriana, sustrato y la capacidad de las bacterias para 

adherirse a superficies (Abdallah et al., 2014). 

En general, cualquier superficie puede estar sujeta a la formación de 

biopelículas, principalmente materiales utilizados en la elaboración de 

alimentos, tales como acero, aluminio, nylon, teflón, caucho, plástico, vidrio, 

entre otros (Sofos, 2009). Por otra parte, las propiedades físico-químicas de las 

superficies que pueden afectar la adhesión son la textura, la carga superficial y 

la hidrofobicidad (Abdallah et al., 2009; Donlan, 2002). Sin embargo, si se 

encuentran SPE pre-existentes facilitarían la adhesión, por lo que procesos 

eficaces de desinfección en esta etapa son de suma importancia para poder 

controlarlas. 

 

2.1.2. Adhesión Irreversible 

 

El segundo paso en la formación de biopelículas es la adhesión irreversible, la 

cual está influida por la presencia de estructuras superficiales tales como 

fimbrias (Beloin et al., 2008). Después de la adhesión inicial, las células 

comienzan a replicarse en microcolonias, convirtiendo a la adhesión reversible 

en irreversible principalmente a través de la secreción de SPE que forman la 

matriz de la biopelícula. De manera que, las SPE están constituidas de una 

mezcla de compuestos poliméricos tales como polisacáridos, proteínas, ácidos 

nucleicos y lípidos (Flemming y Wingender, 2010). La producción de SPE ayuda 

a fortalecer el vínculo entre las bacterias y el sustrato y estabiliza la colonia de 

cualquier tipo de estrés ambiental (Ghafoor et al., 2011). Asimismo, las 

microcolonias pueden resultar muy beneficiadas ya que proporcionan 

intercambio de sustratos (Chmielewski y Frank, 2003).  

Además, después de la unión irreversible, se necesita de una mayor fuerza de 

corte o la rotura química de las fuerzas de unión por enzimas, detergentes, 

desinfectantes y/o  calor para la eliminación de la biopelícula (Srey et al., 2013). 
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Por lo que, es ahora cada vez más claro que la formación de una biopelícula 

está bajo el control de varias señales ambientales tales como la temperatura y 

la disponibilidad de nutrientes (Karatan y Watnick, 2009). Del mismo modo, las 

bacterias pueden detectar estas señales ambientales y activar las redes de 

regulación con el fin de modular la formación de biopelículas. 

 

2.1.3. Maduración 

 

El tercer paso en la formación de biopelículas es la maduración, en esta etapa 

la biopelícula adopta una estructura tridimensional (Stoodley et al., 2002). 

Igualmente, este crecimiento se debe principalmente a las interacciones 

bacteria-bacteria; varias proteínas superficiales y componentes de la matriz 

extracelular que están implicadas en la adhesión bacteriana y la arquitectura de 

la biopelícula (Beloin et al., 2008). Además, esta comunicación célula-célula, 

denominada convencionalmente quorum sensing, beneficia a la bacteria al 

permitirle sentir la presencia de microorganismos vecinos y responder a 

eventuales condiciones ambientales (Li y Tian, 2012). El proceso quorum 

sensing funciona debido a que cada bacteria que se une a una superficie 

produce una molécula señal indicando su presencia, de tal manera que 

mientras más bacterias se unen, se incrementa la concentración de esta señal 

(Heilmann y Götz, 2010). 

Conforme aumenta el número de bacterias adheridas a la superficie, se 

incrementa la concentración de las moléculas de señalización, lo que induce 

cambios fenotípicos en las bacterias que resultan de la expresión de genes 

(Heilmann y Götz, 2010). De manera que, para coordinar la expresión de genes, 

las bacterias utilizan estos procesos de comunicación, produciendo y 

secretando moléculas señal llamadas autoinductoras (Vogeleer et al., 2014). De 

ahí que, las principales moléculas empleadas para comunicarse entre bacterias 

Gram (-) son las acil homoserina lactonas (Heilmann y Götz, 2010; Stacy et al., 



8 
 

2013). Por lo tanto, los dos factores más importantes para esta etapa son las 

autoinductoras para las interacciones célula-célula y SPE para la arquitectura 

de la matriz.  

 

2.1.4. Dispersión 

 

La última fase del ciclo de vida de la biopelícula es la dispersión, lo que 

representa una opción de las células para contaminar otras superficies, y luego 

repetir el ciclo (Abdallah et al., 2014). De manera que, la dispersión es un 

proceso complejo que implica varias señales y es utilizado por todas las 

especies bacterianas. Es decir, las bacterias generalmente cambian de un estilo 

de vida planctónica a biopelícula mediante la detección de los cambios 

ambientales (Kaplan, 2010). La dispersión es el resultado de varios eventos 

ambientales, tales como alteraciones en la disponibilidad de nutrientes, el 

agotamiento del oxígeno, y otras condiciones de estrés, que promueven la 

expresión de genes implicados en la dispersión (McDougald et al., 2011). 

También, procesos de biopelícula internos, como la degradación enzimática 

endógena, o la liberación de SPE o proteínas de unión de superficie, son todas 

las causas posibles de dispersión de biopelículas (Kaplan et al., 2004). 

 

2.2. Impacto de las Biopelículas de S. Typhimurium en la Industria Alimentaria 

 

Las enfermedades transmitidas por alimentos son uno de los grandes 

problemas a nivel mundial, estas enfermedades son causadas por la presencia 

de bacterias patógenas que son el principal punto a combatir en la industria 

alimentaria. Las biopelículas formadas en entornos de procesamiento de 

alimentos son de especial importancia, ya que se ha comprobado el potencial 

que éstas tienen de actuar como una fuente de contaminación bacteriana más 
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persistente. Por esta razón, pueden conducir a la descomposición de los 

alimentos o la transmisión de enfermedades (Van Houdt y Michiels, 2010). Se 

han presentado en una amplia gama de industrias de alimentación como la 

cervecera, procesamiento de mariscos, elaboración de productos lácteos, el 

procesamiento de aves de corral y procesamiento de carne (Chmielewski y 

Frank, 2003; Flemming y Ridgway, 2008; Harvey et al., 2007; Shikongo-

Nambabi et al., 2011; Sofos y Geornaras, 2010).  

S. Typhimurium es uno de los patógenos transmitidos por los alimentos más 

importantes clínicamente y se han reportado varios brotes por consumo de 

alimentos, contaminados por esta bacteria (Cuadro 1) (CDC, 2013). En el 2013 

se reportó un brote causado por contacto de S. Typhimurium en laboratorios de 

universidades de microbiología en los Estados Unidos de América, en este caso 

se reportaron 41 personas infectadas de las cuales resultaron 15 hospitalizadas 

(CDC, 2014). En el 2012 se reportó un brote por melón Cantaloupe donde 461 

personas fueron infectadas por este patógeno y 94 resultaron hospitalizadas y 3 

de éstas murieron. Además, para el tratamiento de esta enfermedad se estiman 

alrededor de $ 365 millones USD al año en costos médicos directos en EEUU 

(CDC, 2015). Por otro lado, la Autoridad Europea de Seguridad Alimentaria 

reportó más de 100,000 casos humanos de la enfermedad debido a Salmonella 

sp., con un costo aproximado de 3 mil millones de euros anuales (EFSA, 2015). 

Estos reportes indican la habilidad que tiene S. Typhimurium de causar 

problemas para la industria alimentaria y las consecuencias que esto puede 

traer, lo que representa la necesidad de controlar este patógeno. 
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Cuadro 1. Brotes de enfermedades transmitidas por alimentos contaminados 
con S. Typhimurium. 

Brote Consecuencias 

Infecciones relacionadas con clínicas y 
laboratorios de enseñanza de 
microbiología (2013) 

41 personas infectadas y 15 hospitalizadas 

Aves de corral (2013) 356 personas infectadas y 62 
hospitalizadas  

Carne molida  (2013) 22 personas infectadas y 7 hospitalizadas 

Melón Cantaloupe (2012) 261 personas infectadas, 94 hospitalizadas 
y 3 muertas 

Fuente: CDC, 2016 
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2.3. Control de Biopelículas 

 

Para erradicar biopelículas de S. Typhimurium que se encuentran en las 

superficies de contacto con alimentos, se requieren de procesos de limpieza y 

desinfección, por ejemplo, mediante métodos físicos y químicos los cuales han 

sido utilizados ampliamente (Giaouris et al., 2014). También, se establece que 

bacterias adheridas a las superficies son más resistentes a estos procesos en 

comparación con las células en estado planctónico. Además, los métodos 

actuales de saneamiento en instalaciones de alimentos tienen algunos 

inconvenientes bien conocidos, tales como la posible toxicidad de los residuos 

de agentes de desinfección o la promoción de la resistencia a estos agentes en 

los microorganismos transmitidos por los alimentos (Moen et al., 2012). 

El objetivo principal de un proceso de limpieza es la eliminación de residuos del 

producto. Puesto que, indirectamente la eliminación de estos residuos es 

también un primer punto crítico en la eliminación y el control de biopelículas. 

Asimismo, los métodos adecuados para eliminar los residuos en superficies de 

contactos, así como matriz de la biopelícula ya existente son importantes para 

la industria de procesamiento de alimentos. Ya que, la eliminación incompleta 

facilitaría la reinserción de las bacterias a la superficie y la formación de una 

nueva biopelícula aun cuando las bacterias de la biopelícula anterior murieran 

en el proceso de limpieza (Van Houdt y Michiels, 2010). De manera que, los 

métodos utilizados en muchas industrias de procesamiento de alimentos, son 

sólo adecuados en la eliminación de biopelículas cuando los parámetros del 

proceso son correctos: es decir, formulaciones adecuadas, concentraciones, 

tiempo, temperatura y energía cinética (flujo) (Antoniouand y Frank, 2005). A 

continuación, se presentan algunos de los métodos que se están estudiando: 
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2.3.1. Agentes Químicos 

 

Los agentes químicos siguen siendo el modo más común de inactivación 

bacteriana por razones de costo y practicidad (Cuadro 2). Sin embargo, existen 

numerosos factores que determinan su eficacia, tales como tiempo de contacto, 

el medio ambiente y la concentración del desinfectante. Además, ahora se 

reconoce que los estudios de células planctónicas no reflejan la eficacia de los 

desinfectantes contra bacterias en forma de biopelículas y muchos 

desinfectantes son menos eficaces contra las biopelículas (Wong et al., 2010). 

Sin embargo, el uso de desinfectantes va en decremento debido a la mala 

percepción que tienen los consumidores hacia estos, además de que las 

bacterias pueden generar resistencia. A continuación se describen algunos 

agentes químicos de desinfección que más se utilizan en la industria 

alimentaria.  

 

Hipoclorito de sodio. El hipoclorito de sodio (NaOCl) ha sido ampliamente usado 

como un potente agente antimicrobiano y a pesar de algunas propiedades 

deseables incluyendo la disponibilidad y bajo costo, tiene algunos 

inconvenientes.  Puesto que,  debido a su potencial de oxidación, su aplicación 

frecuente a ciertas superficies puede causar la corrosión (Krug et al., 2012). Por 

otro lado, muchos investigadores han informado que es un desinfectante eficaz 

para la inactivación de biopelículas (Nguyen y Yuk, 2013; Tyagi et al., 2013; 

Vaid et al., 2010).  En cierto modo, esta eficacia se podría ver más favorecida 

en entornos de pH ácido que en lugar de pH alcalino (Araújo et al., 2011). En un 

estudio se evaluó el efecto del hipoclorito de sodio contra biopelículas de S. 

Typhimurium donde se probaron distintas concentraciones. La concentración 

que tuvo mejor efecto al erradicar por completo las biopelículas fue de 1.31 g/L 

(Wong et al., 2010). 
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Cuadro 2. Agentes químicos para controlar biopelículas bacterianas. 

Agente químico Concentración Reducción  Referencia 

Peróxido de 
hidrógeno 

0.23 % 7 a 3 log 
UFC/mL para 
Pseudomonas 
aeruginosa  

Rushdy y Othman 
2011 

Peróxido de 
hidrógeno 

0.2%. Reducción total 
log UFC/cm2  
Vibrio spp. 

Shikongo-
Nambabi, 
Kachigunda et al., 
2010 

Hipoclorito de 
sodio 

50 ppm Reducción total 
log UFC/cm2 S. 
Typhimurium  

Nguyen y Yuk, 
2013 

Hipoclorito de 
sodio 

1.31 g/L Reducción total 
log UFC/mL S. 
Typhimurium 

Wong et al., 2010 

Ácido peracético 0.1% 8 a 2 log 
UFC/cm2  S. 
Typhimurium  

Nguyen y Yuk, 
2013 

Cloro 100 ppm 6 log UFC/cm2  

S. Typhimurium 
Joseph et al., 2001 

 

 

 

 

 

 

 



14 
 

En otro estudio realizado por Nguyen y Yuk (2013) se evaluó el efecto de 

distintos agentes químicos, como el hipoclorito de sodio sobre biopelículas de 

S. Typhimurium. La concentración de este sanitizante en la que se logró 

eliminar por completo la biopelícula fue de 50 ppm. Por lo que, acorde a estos 

estudios, puede ser sugerido el uso de soluciones de hipoclorito de sodio para 

erradicar y remover biopelículas. 

 

Peróxido de Hidrógeno (H2O2). El peróxido de hidrógeno se está utilizando cada 

vez más para la desinfección en campos médicos, industrias de alimentos y 

aplicaciones industriales, pero también en los ambientales, tales como el 

tratamiento de aguas. Asimismo, se ha demostrado la eficacia como parte de 

las formulaciones líquidas y en forma de vapor contra bacterias, esporas, virus y 

hongos (Linley et al., 2012; Rutala et al., 2012). Shikongo-Nambabi et al. (2010) 

utilizaron H2O2 contra cuatro cepas de Vibrio spp. en agua de mar, donde se 

encontró ser muy eficaz en la inhibición y erradicación de biopelículas. De 

manera que, se inhibió a una concentración de 0.05% (500 mg/L) y erradicó 

biopelículas maduras a concentraciones entre 0.08% y 0.2%. Además, se 

postula que los diferentes iones minerales presentes en el agua de mar son 

esenciales en la mejora de la reacción del H2O2 contra microorganismo 

(Shikongo-Nambabi et al., 2010).  

Rushdy y Othman (2011) determinaron la eficacia de 8 desinfectantes sobre 

biopelículas de Bacillus subtilis y Staphylococcus aureus (bacterias Gram-

positivo), Escherichia coli, Pseudomonas aeruginosa y S. typhi (bacterias Gram-

negativo) formadas en acero inoxidable. De manera que, la investigación reveló 

que el más efectivo de todos los desinfectantes probados fue H2O2 (0.23 % a 

3.75%), ya que eliminó todas las células bacterianas viables en las biopelículas 

bacterianas. Además, en otro estudio se determinó que las biopelículas de 3 

bacterias Gram-negativa podrían ser erradicadas con distintos desinfectantes 

basados en peróxido de hidrógeno (Perumal et al., 2014). Sin embargo, se 

demostró que estas no fueron susceptibles a las concentraciones utilizadas. Por 
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lo cual, esto puede comprometer la capacidad de erradicar biopelículas de 

estos patógenos con tales productos. 

 

Ácido peracético. El ácido peracético es el perácido más popular debido a que 

se sintetiza fácilmente y es ambientalmente benigno. Asimismo, es un 

bactericida muy eficaz para la desinfección sobre un amplio rango de pH y 

temperatura. Recientemente, el uso de ácido peracético como un agente de 

desinfección benigno ha atraído interés hacia el medio ambiente, en la industria 

alimentaria, en la industria de la salud y en el tratamiento de aguas residuales. 

Puesto que, el uso de ácido peracético no conduce a la formación de 

subproductos de desinfección que puede causar peligros para la salud (Choi et 

al., 2015). Nguyen y Yuk (2013) probaron el efecto de ácido peracético sobre 

biopelículas de S. Typhimurium. En este estudio se vio una reducción de hasta 

6 log/UFC con una concentración de 0.1% de ácido peracético. Por lo que, este 

agente químico demostró ser efectivo contra las biopelículas de S. Typhimurium 

y se podría tomar en cuenta para controlarlas en la industria alimentaria. 

El ácido peracético es eficaz contra biopelículas de P. aeruginosa formadas 

sobre superficies de poliestireno, inhibiendo casi el 100% de la población 

microbiana (Martín-Espada et al., 2014). Además, la relación de concentración-

efectividad obtenida en este estudio pone de manifiesto un alto nivel de 

seguridad en su acción desinfectante, ya que incluso en la mitad de la 

concentración recomendada mantiene un nivel significativo de la eficacia en 

este tipo de biopelícula. Sin embargo, aunque estos agentes químicos 

demuestren efectos positivos contra las biopelículas; existen otros factores 

como el rechazo del consumidor hacia estos y el deterioro que pueden causar a 

los equipos, que juegan un papel muy importante a la hora de considerarlos 

para controlar este problema. 
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Cloro. Es uno de los desinfectantes más utilizados, práctico y efectivo para la 

desinfección de microorganismos patogénicos y se puede aplicar de manera 

individual o después del uso de otros agentes durante el proceso de limpieza. 

Previamente, se encontró que un tratamiento con cloro durante 15 min (100 

ppm) erradico por completo biopelículas de Salmonella sp  formadas en 

superficies de acero inoxidable., mientras que 50 ppm no erradicó las 

biopelículas incluso después de 25 min (Joseph et al., 2001). 

En otro estudio por Schlisselberg y Yaron (2013), con tratamientos de 50 ppm 

de cloro lograron reducir 2.21 y 4.78 log/UFC cm2 de biopelículas de S. 

Enteritidis formadas en cupones de acero inoxidable a temperatura de 25 y 4 

°C, respectivamente. Por lo que, esto nos demuestra la eficacia que pueden 

tener los sanitizantes, pero que muchos factores tales como la temperatura, pH 

y tiempo de exposición pueden afectar su efecto contra las biopelículas al 

incrementar la resistencia a estos tipo de agentes quimicos. 

 

2.3.2. Aceite Esencial de Clavo como Antibacteriano Natural  

 

El aceite esencial de clavo posee propiedades antibacterianas y se ha 

proyectado como fuente potencial de nuevos compuestos antimicrobianos y 

agentes que promuevan la conservación de los alimentos (Solorzano-Santos y 

Miranda-Novales, 2012). Los aceites esenciales son líquidos aceitosos 

aromáticos obtenidos a partir de partes de plantas (flores, hierbas, brotes, 

hojas, frutos, ramas, corteza, semillas, madera y raíces). El porcentaje de los 

componentes de aceites esenciales varía entre especies y partes de la planta; 

principalmente son monoterpenos, sesquiterpenos, y sus derivados oxigenados 

(alcoholes, aldehídos, ésteres, éteres, cetonas, fenoles y óxidos) (Alviano y 

Alviano, 2009). Por lo que, se le atribuyen estas actividades antibacterianas 

principalmente a sus compuestos mayoritarios o la acción sinérgica que existe 

entre ellos. 
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El principal modo de acción de los aceites esenciales es la desestabilización de 

la membrana celular (Figura 2). Los aceites esenciales son de naturaleza 

lipofílica y, por tanto, fácilmente permeables a través de la pared celular y la 

membrana celular. Interacciones de los aceites esenciales y sus componentes 

con polisacáridos, ácidos grasos y fosfolípidos hacen las membranas 

bacterianas más permeables, de modo que la pérdida de iones y contenido 

celular conduce a la muerte bacteriana (Saad et al., 2013). Del mismo modo, la 

interferencia en la actividad de la bomba de protones, la pérdida de integridad 

de la membrana y la filtración de los contenidos celulares puede resultar en la 

pérdida de viabilidad. Otros mecanismos de acción importantes incluyen, la 

desnaturalización de las proteínas citoplasmáticas y la inactivación de las 

enzimas celulares que conducen a la muerte celular bacteriana (Raut y 

Karuppayil, 2014). Estos mecanismos propuestos son basados en la presencia 

de bacterias en estado planctónico, sin embargo, hoy en día conocemos los 

mecanismos de resistencia que adoptan las bacterias al formar biopelícula. En 

este punto, existe muy poca información acerca de la capacidad de los aceites 

esenciales para la erradicación de biopelículas bacterianas y sobre todo en el 

posible mecanismo de acción de estos agentes en las distintas etapas de 

formación de la biopelícula.  

El AEC también ha demostrado tener alto potencial contra bacterias patógenas 

y este potencial es atribuido a los compuestos que lo componen, donde se ha 

reportado principalmente el eugenol como componente mayoritario y en menor 

medida otro tipo de compuestos como cariofileno (Chaieb et al., 2007). En un 

estudio por Kavanaugh y Ribbeck (2012) determinaron la concentración mínima 

de erradicación de biopelículas (CMEB) de S. aureus con distintos aceites 

esenciales. En particular, la CMEB del AEC fue de 18000 ppm sobre 

biopelículas de S. aureus. Por otro lado, Chamdit y Siripermpool (2012) también 

determinaron la CMEB de AEC sobre S. aureus. Sin embargo, en este estudio 

la concentración fue de 50000 ppm, lo que indica que otros factores como el 

tiempo de exposición, composición del aceite y concentraciones utilizadas 

también pueden influir en la eficacia de estos tratamientos. El efecto del AEC  
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Figura 2. Interacciones entre eugenol (componente mayoritario del AEC) y la 
membrana celular bacteriana, provocando pérdida de contenido celular. 
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sobre biopelículas de Vibrio parahaemolyticus fue probado en una 

investigación, donde mostró reducir hasta un 90% con una concentración de 

62500 ppm. Por lo que, estos reportes indican la eficacia que puede llegar a 

tener el AEC contra diferentes biopelículas bacterianas a pesar de que no ha 

sido reportada evidencia de su aplicación contra S. Typhimurium. 

En un estudio realizado por Iannitelli et al. (2011) se evaluó el efecto de 

carvacrol en la viscosidad de biopelículas de S. epidermidis: este mostró una 

reducción significativa en los valores de la viscosidad de flujo estable cuando se 

comparó con biopelículas sin carvacrol. Por lo que, este hallazgo permite 

especular un posible papel del carvacrol sobre modificaciones estructurales en 

la matriz de SPE de biopelículas bacterianas, lo cual, corresponde a una 

fluidificación de la matriz que podría potenciar la penetración de los agentes 

antimicrobianos en el núcleo de la biopelícula, donde se encuentran las células 

persistentes. 

Por lo anterior, la creciente percepción negativa de los consumidores contra los 

productos químicos sintéticos, ha propiciado al desarrollo de alternativas, 

desinfectantes ecológicos, que los consumidores perciban como "naturales". 

Además, es probable que sea más difícil para las bacterias desarrollar 

resistencia a los aceites esenciales, ya que cuentan con múltiples componentes 

comparados con los antibióticos comunes que a menudo están compuestos de 

una única entidad molecular. Sin embargo, también hay que señalar que las 

concentraciones requeridas para el control de las bacterias son muy altas, por 

lo que se podría sugerir combinar dosis más bajas con otros tratamientos. 

 

2.3.3. Irradiación UV-C en el Control de Biopelículas Bacterianas  

 

La radiación ultravioleta (UV) tiene numerosas ventajas sobre varios métodos 

de desinfección existentes. La longitud de onda de los rayos ultravioleta (UV) 

varía entre 100-400 nm, mientras que la radiación UV-C cae en el rango de 
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200-280 nm. La UV-C es capaz de inhibir el crecimiento de microorganismos 

tales como bacterias, algas, protozoos, levaduras y mohos mediante la 

interrupción de su replicación del ADN (Mansor et al., 2014). Actualmente, la 

tecnología de irradiación UV se utiliza como una alternativa a la esterilización 

química en productos alimenticios y ha sido aprobado por la FDA para control 

de microorganismos superficiales (Cuadro 3) (Chun et al., 2010; De Souza y 

Fernández, 2011).  Por lo tanto, la radiación no tiene restricciones legales o 

requiere un amplio equipamiento de seguridad para utilizarse y estas 

características lo convierten en un método de desinfección interesante para el 

procesamiento de alimentos. 

Se ha visto que la radiación UV-C (390 mJ/cm2) es más eficaz que otros 

métodos de control tales como cloro (200 ppm), ácidos cítrico, málico y láctico 

al 2%, ultrasonicación y plasma (750 mJ/cm2) contra biopelículas de  Listeria 

monocytogenes formadas en  lechuga y repollo (Srey et al., 2014). Esto debido 

a que reducen la supervivencia de patógenos independientemente de la 

adhesión, mientras que los tratamientos químicos se basan fuertemente en la 

difusión de sustancias dentro de la matriz de la biopelícula, así como en su 

penetración a las células bacterianas. Sin embargo, también se ha demostrado 

que este efecto superficial se puede ver  debilitado por la formación de 

biopelículas. Ya que, se ha demostrado que a mayor tiempo de desarrollo los 

agregados bacterianos presentarán mayor resistencia a irradiación UV-C. 

Células de L. monocytogenes embebidas en biopelículas formadas en acero 

inoxidable durante 7 días mostraron mayor resistencia a la irradiación en 

comparación con las bacterias adheridas por 1 h antes de la exposición de UV-

C. No se sabe si esto es debido a los cambios fisiológicos ocurridos durante los 

7 días del desarrollo de la biopelícula. Por ejemplo, el desarrollo de compuestos 

extracelulares o una protección física de las células en la matriz alimentaria o 

una combinación de estos factores podrían ser los responsable de la resistencia 

a este tratamiento (Bernbom et al., 2011). 

 



21 
 

 

 

 

 

 

 

 

Cuadro 3. Efecto de la irradiación ultravioleta sobre la erradicación de 
biopelículas bacterianas. 

Irradiación Reducción Referencia 

72 mJ/cm2 6.5 log S. Typhimurium Jahid et al., 2014 

390 mJ/cm2 4 log L. monocytogenes Srey et al., 2014 

254 nm 6 min 5.19 log L. monocytogenes Bernbom et al., 2011 
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Basados en esta evidencia se resaltan las ventajas y desventajas de cada 

método de desinfección utilizado para la erradicación de biopelículas, y la 

necesidad de la utilización de tecnologías de barrera.  

 

2.3.4. Tecnologías de Barrera 

 

 El principio de la exposición de los microorganismos a más de un factor de 

estrés ambiental simultáneamente con el propósito de inhibir el crecimiento y 

que se utiliza comúnmente en la industria alimentaria, se conoce como 

“tecnología de barreras”. Actualmente, la tecnología de barreras combina 

deliberadamente una serie de factores (barreras) que los microorganismos en 

cuestión son incapaces de superar. De manera que, mientras son expuestos a 

estas barreras, los microorganismos tratan de adaptarse a los cambios 

ambientales (Waal et al., 2012). Por lo que, cada adaptación a estos factores, 

les demanda un gasto de energía y por esta razón, los microorganismos se ven 

afectados al tener más de una barrera que superar. 

El efecto de combinar tratamientos de H2O2 (50 ppm) y UV-C (254 nm) en 

biopelículas ha demostrado ser más eficaz que el sólo uso de H2O2, lo que 

podría contribuir a un tratamiento más eficaz y mejor para el medioambiente 

(Vankerckhoven et al., 2011). En este estudio, el efecto de reducción individual 

del H2O2 fue de 1.7 log UFC/cm2 y el de la irradiación fue 1.2 log UFC/cm2, 

mientras que al combinar estos tratamientos contra bacterias en estado 

planctónico se observó un efecto sinérgico con una reducción de 3.2 log 

UFC/cm2. Por otra parte, al combinar estos tratamientos sobre biopelículas se 

observó un efecto aditivo al reducir 2.9 log, esta reducción del efecto podría ser 

en gran medida a la matriz de SPE que le confiere resistencia a las bacterias. 

La ultrasonicación de baja frecuencia (20-20 kHz) fue investigada sobre 

biopelículas de P. aeruginosa. De ahí que, el efecto de las vibraciones de baja 

frecuencia en combinación con tobramicina (5 μg/mL ) fueron eficaces en la 
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eliminación de biopelículas (Bandara et al., 2014). Sin embargo muchos de 

estos estudios no son dirigidos hacia biopelículas formadas por S. Typhimurium, 

además de que no se ha reportado la combinación de métodos físicos con 

antimicrobianos naturales, lo cual podría llegar a ser una alternativa promisoria 

para el control de biopelículas. Por lo anterior, el presente estudio plantea que 

la combinación de AEC con irradiación UV-C, favorece la erradicación de 

biopelículas de S. Typhimurium, debido a que el aceite afecta la estructura y 

morfología del agregado bacteriano incrementando el efecto de la irradiación. 
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III. HIPOTESIS 

 
 
 

La combinación de aceite esencial de clavo con irradiación UV-C, favorecen 

sinérgicamente la erradicación de biopelículas de Salmonella Typhimurium, 

afectando la estructura, viabilidad celular y morfología del agregado bacteriano.  
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IV. OBJETIVOS 

 
 
 

4.1. Objetivo General 

 

Determinar el efecto de la combinación de aceite esencial de clavo con 

irradiación UV-C sobre la estructura, morfología y viabilidad celular en 

biopelículas de Salmonella Typhimurium. 

 

4.2. Objetivos Específicos 

 

 Identificar la composición de volátiles en el aceite esencial de clavo. 

 Determinar el efecto del aceite esencial de clavo sobre la estructura, 

morfología y viabilidad celular en biopelículas de Salmonella 

Typhimurium. 

 Evaluar el efecto de la irradiación UV-C sobre la viabilidad celular, 

estructura y morfología en biopelículas de Salmonella Typhimurium.  

 Determinar el efecto sinérgico de la aplicación de aceite esencial de 

clavo e irradiación UV-C, sobre la viabilidad celular, estructura y 

morfología en biopelículas de Salmonella Typhimurium 
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V. MATERIALES Y MÉTODOS 

 
 
 

5.1. Identificación de Compuestos Volátiles del AEC 

 

El aceite esencial de clavo fue adquirido en Sigma-Aldrich (W232300 Toluca, 

México). La identificación de los compuestos volátiles del AEC se llevó a cabo 

utilizando un cromatógrafo de gases (Varian GC-3400 Cx, México) equipado 

con un detector de masas, Saturn 2100T (Varian, México). Se utilizó una 

columna capilar DB-5 (30m x 0.25mm) con incremento de temperatura de 65 a 

290°C a una tasa de 1°C/min, mantenida 3 min. Posteriormente, la temperatura 

se aumentó a una tasa de 10°C/min, mantenida 3 min usando helio como gas 

acarreador y un flujo de 1mL/min. Para la detección, se utilizó un sistema de 

ionización de electrones con una energía de ionización de 70 eV. Las 

temperaturas del inyector y transferencia MS fueron 100 y 290°C 

respectivamente. La identificación de los constituyentes se basó en la 

comparación de los espectros de masas de estos contra los encontrados en la 

base de datos de sistema CGMS NIST 98 (National Institute of Standard and 

Technology, Maryland, EUA). 
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5.2. Determinación de CMI y CMB de AEC y Eugenol contra Células 

Planctónicas 

 

Eugenol fue adquirido en Sigma-Aldrich (W246719 Toluca, México).  Salmonella 

Typhimurium ATCC 14028 se cultivó en caldo Mueller Hinton  y se incubó a 

37ºC durante 24 h. Después de la incubación, una dilución de cien veces del 

cultivo que corresponde con el estándar de turbidez McFarland 0.1 

(aproximadamente 106 UFC/mL) se utilizó para los procedimientos  

experimentales. La determinación de CMI y CMB de AEC se realizó mediante el 

ensayo de microdilución en caldo por Chamdit y Siripermpool (2012). Diluciones 

seriadas de aceite de clavo y eugenol (0.0 mg/mL a 2.5 mg/mL) en caldo 

Mueller Hinton + 5% de DMSO se prepararon en 96 pocillos de fondo plano de 

placas de microtitulación (Cellstar, Greiner Bio-One). 5 µL de inóculo y 295 µL 

de AEC se mezclaron y se incubaron a 37°C durante 24 h. La CMI (mg/mL) se 

determinó como la concentración más baja de los aceites esenciales para 

inhibir el crecimiento visible de la bacteria. Todas las pruebas se realizaron por 

triplicado. Por otra parte, 20 µL de las diluciones se inocularon en agar Mueller 

Hinton y se incubaron a 37°C durante 24 h. La CMB se determinó a partir de la 

concentración más baja de aceite esencial que inhibe totalmente el crecimiento. 

 

5.3. Formación de Biopelículas de S. Typhimurium en Superficies de Acero 

Inoxidable  

 

La formación de biopelículas de S. Typhimurium en superficies de acero 

inoxidable se llevó a cabo mediante el método descrito por Jadhav et al. (2013) 

con algunas modificaciones. Previamente los cupones de acero inoxidable  (1.0 

x 1.0 x 0.1 cm) se colocaron en acetona y se sometieron a un baño de 

ultrasonido durante 30 min. Después se lavaron con agua destilada y se 
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secaron a 50°C durante 30 min en estufa. Por último, se esterilizaron en 

autoclave a 121°C y 15 psi durante 15 min.  

En condiciones estériles, los cupones de acero inoxidable se colocaron en 

tubos de ensayo con caldo Mueller Hinton. Enseguida se agregó la suspensión 

bacteriana para obtener una concentración final de 1x108 UFC/mL. El inóculo se 

preparó a partir de un cultivo en fase exponencial (18 h en caldo Mueller Hinton) 

ajustando su densidad óptica (a 600 nm) a 0.1 unidades, lo que equivale a 0.5 

unidades en la escala de McFarland (1x108 UFC/mL). Los tubos de ensayo con 

los cupones se incubaron durante 24, 48, 72 y 144 h a 37°C.  

 

5.4. Efecto del AEC sobre Biopelículas de S. Typhimurium Formadas en 

Superficies de Acero Inoxidable 

 

Las biopelículas formadas fueron expuestas durante 1 h a las concentraciones 

de 0.6, 1.2 y 1.8 mg/mL de AEC diluidas en 5 mL de solución salina. 

Consecutivamente, se hizo el conteo de células adheridas al cupón como 

posteriormente se describe (de Oliveira et al., 2010). 

 

5.5. Efecto de la Irradiación UV-C sobre Biopelículas de S. Typhimurium 

Formadas en Superficies de Acero Inoxidable 

 

Para el tratamiento UV-C, ambos lados de los cupones con las biopelículas 

formadas se irradiaron con diferentes dosis (39.52, 76.41, 149.26, 372.1 y 620.4 

mJ/cm2). La irradiación se realizó con el emisor UV-C modelo STERIL GTD-AIR 

16 "(lámpara UV de baja presión de 200 a 260 nm,) se suspendió 

horizontalmente 15 cm por encima de los cupones (Jahid et al., 2014). Las 

dosis de radiación se determinaron con el fotoradiómetro, HD2102.1, Delta. 
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Posteriormente, para ver el resultado de esto se procedió al conteo de las 

células adheridas al cupón. 

 

5.6. Efecto del Aceite Esencial de Clavo e Irradiación UV-C sobre Biopelículas 

S. Typhimurium Formadas en Superficies de Acero Inoxidable 

 

Para el efecto de la combinación del aceite esencial y la irradiación UV-C, las 

biopelículas fueron formadas en los cupones de acero inoxidable y expuestas a 

3 diferentes concentraciones de AEC (0.3, 0.6 y 1.2 mg/mL) que se 

determinaron en base a experimentos previos (Jadhav et al., 2013). 

Posteriormente, ambos lados de los cupones se irradiaron con 3 dosis (15.33, 

39.52 y 76.41 mJ/cm2). Se utilizó una lámpara UV 15W (de baja presión con 

longitud de onda de 260 nm,). Finalmente, para ver el resultado de esto se 

procedió al conteo de las células adheridas al cupón. 

 

5.7. Conteo de Células de S. Typhimurium Adheridas a Acero Inoxidable 

 

Los cupones se retiraron y se lavaron con agua destilada estéril para remover 

las células no adheridas. Enseguida los cupones se colocaron en 3 mL de 

solución salina y se sometieron a un baño de ultrasonido durante 5 min con la 

finalidad de desprender las células adheridas. A partir de la suspensión 

bacteriana obtenida después de la sonicación, se realizaran diluciones seriadas 

para determinar el número de bacterias adheridas por unidad de área (log 

UFC/cm2) mediante conteo en placa en agar Mueller Hinton después de 24 h de 

incubación a 37°C (Jadhav et al., 2013). 
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5.8. Análisis por Microscopía Laser Confocal de Barrido 

 

La microscopía laser confocal se utilizó para la identificación del estado 

bacterias (viables o muertas) de la biopelícula. Basados en el trabajo de  Li et 

al. (2012), las biopelículas se tiñeron durante 15 min a temperatura ambiente en 

la oscuridad con el kit de tinción que contiene SYTO 9 (ácidos nucleicos 

fluorescentes) y yoduro de propidio. SYTO 9 (excitación/emisión: 480/500 nm) 

que emite fluorescencia verde y se utilizó para identificar microorganismos que 

viables que viven con membrana intacta mientras que yoduro de propidio 

(excitación/emisión: 490/635 nm) emitió fluorescencia de color rojo y tiñó las 

bacterias muertas con la membrana dañada. Las células viables y muertas, por 

tanto, se pudieron identificar de forma simultánea.  

 

5.9. Análisis por Microscopía de Fuerza Atómica 

 

Se utilizó microscopía de fuerza atómica (AFM) con el fin de evaluar los perfiles 

topográficos y cambios superficiales en la estructura de las biopelículas. A los 

cupones de acero inoxidable donde se formaron de manera previa las 

biopelículas, se les aplicaron los tratamientos de 1.8 mg/mL de AEC, 76.41 

mJ/cm2 UV-C y combinación AEC (0.6 mg/mL) y UV-C (39.52 mJ/cm2). 

Posteriormente, fueron examinados directamente por AFM. Se utilizó un 

microscopio XE-BIO AFM (Park System) en el modo de contacto verdadero 

para obtener imágenes topográficas, cada muestra fue analizada en campos de 

20x20 µm. El programa de procesamiento de imágenes XE se utilizó para 

generar dimensión fractal y rugosidad promedio biopelículas de S. Typhimurium 

(Santacruz-Gomez et al., 2014). 
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5.10. Diseño Experimental y Análisis Estadístico 

 

El presente estudio se dividió en tres etapas. Los diseños experimentales para 

cada una de estas fueron completamente al azar. La primera etapa consistió en 

determinar el efecto del aceite esencial de clavo sobre biopelículas de S. 

Typhimurium donde el factor fueron las concentraciones del aceite. En la 

segunda etapa se determinó el efecto de la irradiación UV-C sobre biopelículas 

de S. Typhimurium donde el factor fueron las dosis. Para la tercera etapa se 

evaluó el efecto del AEC e irradiación UV-C sobre biopelículas de S. 

Typhimurium donde los factores fueron la dosis de irradiación UV-C y las 

concentraciones del AEC. En las 3 etapas la variable de respuesta fueron las 

células de S. Typhimurium adheridas (log UFC/ cm2). Se realizó un Análisis de 

Varianza (ANOVA) para estimar diferencias (P≤0.05) y una prueba de 

comparación de medias por la prueba de Tukey-Kramer. Todo el análisis se 

realizó en el software estadístico NCSS (2007). 
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VI. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

 
 
 

6.1. Etapa 1: Efecto del AEC Sobre Biopelículas de S. Typhimurium 

 

 6.1.1. Identificación de Compuestos Volátiles del AEC 

 

Los componentes principales del AEC determinados fueron eugenol (82.58%), 

seguido de cariofileno (9.97%), isoeugenol (4.192%) y α-cariofileno (2.10%) 

(Figura 3). Además, en menor medida copaeno, benzaldehído, δ-cadineno, 

óxido de cariofileno (Cuadro 4). La composición del AEC es similar en 

comparación con otros estudios,  Zengin y Baysal (2014)  reportaron eugenol 

(75.2%), salicilato de bencilo (14.74%), propilenglicol (6.02%) y también beta- 

cariofileno (3.21%) siendo eugenol el componente principal del aceite esencial 

probado en este estudio. Por otra parte, el componente principal del AEC 

reportado fue eugenol (77.8%), cariofileno (12.2%) y cantidades menores de 

otros componentes tales como acetueugenol (4.9%)  pero las proporciones 

varían ampliamente (Mazzarrino et al., 2015). Por ejemplo, Prashar et al. (2006) 

encontraron 78% de eugenol, con 13% β-cariofileno, mientras Pawar y Thaker 

(2006) encontraron que el contenido de eugenol fue de 47.64 %, la variación de 

la composición del AEC puede ser causada por la distribución geográfica, 

temporadas climáticas y condiciones  del suelo. Por lo que, los componentes 

que están presentes en la mayoría de los estudios son eugenol, oxido de 

cariofileno y cariofileno, a los cuales pudiera ser atribuida la actividad biológica 

del AEC ya se por el efecto individual de cada compuesto o el efecto sinérgico 

de la combinación de ellos.  
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Figura 3. Perfil de volátiles de AEC. 1) Copaeno, 2) Benzaldehído, 3) 
Cariofileno, 4) α-Cariofileno, 5) δ-Cadineno, 6) Óxido de cariofileno 7) Eugenol, 
8) Isoeugenol 
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Cuadro 4. Contenido de compuestos volátiles del AEC determinado por  
cromatografía de gases-masas. 

Componentes Porcentaje del total (%) 

Copaeno 0.119 

Benzaldehido 0.335 

Cariofileno 9.971 

α-Cariofileno 2.106 

δ-Cadineno,  0.232 

Oxido de cariofileno 0.459 

Eugenol 82.586 

(E)-Isoeugenol 4.192 
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6.1.2. Actividad Antibacteriana del AEC y Eugenol contra Células 

Planctónicas 

 

Después de 24 h de incubación, la CMI y CMB del AEC contra S. Typhimurium 

fue de 0.4 y 0.6 mg/mL, respectivamente (Cuadro 5). De igual manera, se 

observa en el cuadro 5 que el eugenol mostró una CMI y CMB contra S. 

Typhimurium de 0.6 y 0.7 mg/mL respectivamente. La actividad antibacteriana 

del AEC y eugenol ha sido probada en otros estudios.  Por ejemplo, Naveed et 

al. (2013b) reportan que 6 mg/mL fue la CMI de aceite esencial de clavo contra 

S. Typhi siendo mayor que la concentración usada en este estudio. En otro 

estudio realizado por Zengin y Baysal (2014), la CMI determinada fue de 10.6 

mg/mL contra S. Typhimurium, la cual resultó más alta que la de este estudio. 

Por lo tanto, las diferencias entre los resultados de estos estudios pueden 

deberse a muchos factores, tales como la condición de cultivo de plantas, la 

cepa bacteriana, la naturaleza de aceite, parte del material vegetal, el método 

de extracción de aceite esencial, y el tipo de disolvente.  

El principal mecanismo de acción hipotetizado para el AEC es la 

desestabilización de la membrana celular. Los aceites esenciales son de 

naturaleza lipofíllica y, por tanto fácilmente permeable a través de la pared 

celular y la membrana celular. Interacciones de los aceites esenciales y sus 

componentes con polisacáridos, ácidos grasos y fosfolípidos hacen que la 

membrana bacteriana sea más permeable, de modo que la pérdida de iones y 

contenido celular conduce a la muerte celular (Saad et al., 2013).  

Nazer et al. (2005) reportaron que 0.52 mg/mL fue la CMI de eugenol contra S. 

Typhimurium, lo que representa resultados similares a los de nuestro estudio. 

Además, se podría inferir con estos resultados que la actividad del AEC sobre 

las bacterias se puede atribuir a los mecanismos no específicos de acción de 

este terpeno. En detalle, eugenol ejerce una permeabilización no específica de 

la membrana citoplasmática, determinando un aumento del potasio y ATP fuera  



36 
 

 

 

 

 

 

 

 

Cuadro 5. Concentraciones mínimas inhibitorias y bactericidas del aceite 
esencia de clavo sobre S. Typhimurium. 

 CMI (mg/mL) CMB (mg/mL) 

AEC 0.4 0.6 

Eugenol 0.6 0.7 
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de las células, inhibiendo así la actividad de las enzimas esenciales (Hyldgaard 

et al., 2012). 

 

6.1.3. Formación de Biopelículas de S. Typhimurium 

 

Para evaluar el cambio en el número de bacterias adheridas a los cupones de 

acero inoxidable, se formaron biopelículas con tiempos de incubación desde 0 

hasta 144 h a 37°C (Figura 4). A partir de un inóculo de 108 log UFC/mL, a las 

24 h se encontraron 4.43 log UFC/cm2, mientras que a las 48 h hubo diferencias 

significativas al encontrar 6.11 log UFC/cm2. En los tiempos de formación 

posteriores (72 y 144 h) no hubo diferencias significativas entre ellos y con 

respecto a las 48 h (p>0.05). Por lo que, estos resultados demuestran que a 

partir de las 48 h el número de bacterias se mantiene igual y por esta razón se 

seleccionó este tiempo de formación de biopelículas para evaluar el efecto de 

los tratamientos. 

La caracterización de la formación de biopelículas muestra el comportamiento 

de la bacteria en sus distintas etapas de desarrollo. Distintos factores afectan la 

formación de la biopelícula, algunos externos que dependen del ambiente como 

la temperatura, los nutrientes y las características de la superficie; mientras que 

los factores internos dependen de la misma bacteria como su hidrofobicidad, 

factores de virulencia como fimbrias y pilis y los mecanismos de comunicación 

célula a célula. 

Estudios previos han evaluado la formación de biopelícula de Salmonella en 

superficies de acero inoxidable. Valeriano et al. (2012) encontraron 5.78 log 

UFC/cm2 de células de S. Enteritidis adheridas a cupones de acero inoxidable 

después de un período de incubación de 48 h a 37°C. Estos autores reportan 

que la cuenta de células bacterianas se mantiene sin cambios desde las 48 h 

hasta las 96 h; sin embargo, después de 144 h de crecimiento se aumentó el 

número de bacterias adheridas hasta alcanzar un conteo de 7.76 log UFC/cm2 a  
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Figura 4. Formación de biopelículas de S. Typhimurium de 0 a 144 h sobre 
superficies de acero inoxidable. Diferentes literales indican diferencia 
significativa entre tiempos de incubación (P≤0.05). nd: No se detectaron células 
adheridas.  
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las 240 h. Los resultados de esta investigación son similares a los del presente 

estudio, ya que no se encuentra diferencia después de 48 h. Sin embargo el 

número de células adheridas encontrado a este tiempo son menores que las del 

presente estudio, esto puede ser atribuido a serovar, medio de cultivo, 

superficie de contacto e incluso la manera de formar las biopelículas. Por otro 

lado, Giaouris y Nychas (2006), utilizando un estudio similar con S. enterica 

serovar Enteritidis demostraron que la densidad de la población de biopelícula 

sobre cupones de acero inoxidable alcanzó aproximadamente 6 log UFC/cm2 

después de 15 días de incubación a 20°C. En nuestro estudio, se detectó 

mayor densidad población en las biopelículas de S. Typhimurium en un tiempo 

de incubación más corto; sin embargo la temperatura de incubación empleada 

fue mayor y esto puede aumentar el crecimiento bacteriano. 

 

6.1.4. Efecto de AEC sobre la Erradicación de Biopelículas de S. 

Typhimurium  

 

En la Figura 5 se muestra el efecto sobre la erradicación de biopelículas 

formadas por 48 h. Con la concentración de 1.2 mg/mL se observó una 

reducción de 1.83 log UFC/cm2 respecto al control (6.11 log UFC/cm2), mientras 

que la concentración de erradicación fue de 1.8 mg/mL.  Lo anterior coincide 

con otros reportes donde la conformación de las células de las biopelículas son 

típicamente más resistentes a los agentes antimicrobianos en comparación con 

las bacterias en estado planctónico (Behnke et al., 2011). Joseph et al. (2001) 

demuestran que un tratamiento con cloro (10 ppm, 10 min) es suficiente para 

eliminar 6 log de células planctónicas de Salmonella spp. pero se da una 

disminución de menos de 1 log en las células asociadas a biopelículas. Por lo 

tanto, esto demuestra que las biopelículas son más resistentes que las células 

planctónicas. 
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Figura 5. Efecto del AEC sobre la erradicación de biopelículas de S. 
Typhimurium formadas durante 48 h. Diferentes literales indican diferencias 
significativas entre tratamientos (P≤0.05). nd: No se detectaron células 
adheridas. 
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Esto nos indica la resistencia que las bacterias adquieren con el transcurso del 

tiempo y esto en gran medida podría ser que la estructura de la biopelícula se 

vuelve más compleja. Esta alta tolerancia y resistencia de las bacterias que 

forman biopelículas puede ser atribuida a: la difusión limitada de antibacterianos 

a través de la matriz extracelular, el desarrollo de la resistencia fenotípica por 

transferencia de genes y persistencia de células en biopelículas (Jahid y Ha, 

2012). Además, no sólo hace que las bacterias adquieran resistencia a los 

agentes antimicrobianos, también han sido reportadas otras ventajas de las 

células en biopelículas, como protegerlas del sistema inmune del huésped y el 

aumento de la patogenicidad (Chamdit y Siripermpool, 2012). 

El mecanismo anti-biopelícula de los aceites esenciales no ha sido totalmente 

elucidado pero se ha atribuido principalmente a sus constituyentes terpénicos y 

posiblemente al sinergismo entre todos los componentes. El aceite esencial de 

clavo tiene terpenos como compuestos principales y éstos pueden participar en 

la separación de las células planctónicas de la biopelícula contribuyendo a la 

erradicación de la misma. Como se mencionó anteriormente, los aceites 

esenciales por su naturaleza lipofílica hacen las membranas bacterianas más 

permeables, de modo que la pérdida de iones y contenido celular conduce a la 

muerte bacteriana (Saad et al., 2013) y con esto facilitando la erradicación de 

las biopelículas. Sin embargo el efecto de aceites esenciales sobre la 

morfología de los agregados bacterianos no se ha esclarecido.  

Por otro lado, Liu et al. (2015) evaluaron la eficacia de combinar terpenos con 

antibióticos contra biopelículas de S. Typhimurium. En particular, el eugenol 

mostró un efecto sinérgico con estreptomicina al reducir la cantidad de biomasa  

y viabilidad celular de las biopelículas. Además, mediante microscopia 

electrónica de barrido se evidenciaron los cambios en la arquitectura de estas 

biopelículas, observando microcolonias más dispersas y un menor número de 

agregados en comparación con los tratamientos individuales. Estos resultados 

son similares a otros estudios como el de Palaniappan y Holley (2010) quienes 

observaron que el tratamiento con bajas concentraciones de carvacrol y timol 
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mostraron mayor susceptibilidad bacteriana a la ampicilina, penicilina y 

tetraciclina, y también demostraron la sinergia entre cinamaldehido y ampicilina.  

Estos efectos sinérgicos podrían ser atribuidos a que los aceites esenciales 

pueden penetrar y dañar biopelículas (Nuryastuti et al., 2009). Análisis de 

inmunofluorescencia de biopelículas de S. Typhimurium mostraron una baja 

sensibilidad al ser expuestas a estreptomicina. En contraste, al comparar la 

combinación de esta misma con eugenol se observó mayor efecto atribuido a 

que los terpenos podrían facilitar el acceso de antibióticos a las biopelículas (Liu 

et al., 2015).  De manera similar, la combinación de farnesol con gentamicina 

presentó sinergismo facilitando la entrada de gentamicina en las biopelículas de 

S. aureus (Jabra-Rizk et al., 2006). Estos resultados demuestran la eficacia de 

los aceites esenciales en combinación con otros métodos antibacterianos. 

 

6.1.5. Análisis de Viabilidad Celular por Microscopía Laser Confocal De 

Barrido en Biopelículas de S. Typhimurium Tratadas con AEC  

 

El análisis de las biopelículas de S. Typhimurium formadas durante 48 h se 

llevó a cabo por medio de microscopia confocal de barrido. Después de 48 h de 

incubación, en la imagen correspondiente al control se observa una biopelícula 

bien establecida, que se aprecia estructuralmente más compleja y con 

microcolonias formadas en el cupón de acero inoxidable (Cuadro 6). Además, 

se puede observar más fluorescencia verde lo que indica la presencia de 

células vivas. En las imágenes correspondientes a los tratamientos con AEC se 

puede observar cómo progresivamente al aumentar la concentración va 

aumentando el número de células muertas, que se ve reflejado en el cambio de 

color (rojo) y lo que además concuerda con el conteo de células viables en 

placa. 

 

 



43 
 

 

 

Cuadro 6. Imágenes de microscopía confocal de barrido de biopelículas de S. 
Typhimurium tratadas con AEC. Barra de escala – 20 µm 

Control 0.6 mg/mL 

  

1.2 mg/mL 2.4 mg/mL 
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En otros estudios se ha evaluado la viabilidad celular y cambios en la matriz de 

las biopelículas con microscopia confocal de laser de barrido (Chen et al., 2015; 

Wang et al., 2013). En concordancia con nuestro estudio, Nostro et al. (2009) 

reportan que biopelículas de S. aureus al ser analizados por microscopia 

confocal de laser de barrido muestran fluorescencia verde casi en su totalidad, 

lo que indica mayor número de bacterias viables, además de observarse mayor 

número de agregados bacterianos. Mientras que estas biopelículas al ser 

expuestas a carvacrol, un terpeno presente en algunos aceites esenciales, se 

pueden observar cambios en la arquitectura de la biopelícula al encontrarse 

células más dispersas, con menor número de microcolonias acumuladas y con 

variación en la viabilidad celular (mayor fluorescencia roja). 

 

6.1.6. Análisis de Morfología Superficial de Biopelículas por AFM Tratadas 

con AEC 

 

Se analizaron por AFM las biopelículas formadas en los cupones de acero 

inoxidable sin tratamiento y con AEC con el fin de confirmar los efectos de los 

tratamientos sobre las biopelículas preformadas. En la Figura 6 se muestran las 

imágenes obtenidas con AFM, se puede apreciar que hay un cambio entre 

tratamientos, observándose menores números de valles y montañas con el AEC 

en comparación con el control. En el Cuadro 7 se muestran cambios en la 

morfología superficial, por ejemplo, en los valores de dimensión fractal las 

biopelículas tratadas con AEC tienen 2.188 en diferencia con el control (2.295).  

La tecnología AFM permite obtener imágenes en tres dimensiones y la medición 

de estructuras desde escalas moleculares hasta atómicas. En un área definida 

por el usuario, los datos pueden ser calculados para varios parámetros de 

rugosidad, área de superficie y morfología en el acabado de la superficie. Las 

disminuciones en los parámetros de rugosidad mostrados por AFM, indican que 

las superficies tratadas muestran reducción de la contaminación bacteriana y la   
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Figura 6. Micrografías por AFM de biopelículas de S. Typhimurium formadas 
por 48 h a) control b) AEC (1.8 mg/mL) 

  

a) 

b) 
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Cuadro 7. Efecto del AEC sobre la morfología superficial de biopelículas de S. 
Typhimurium obtenidos por AFM. 

 Control AEC 

Dimensión fractal1 2.295 2.188 

Altura mínima (nm) -911 -724 

Altura máxima (nm) 695 782.82 

Rugosidad promedio2 (nm) 200.56 89.23 

Media cuadrática rugosidad (nm) 268.13 128.131 

1Dimensión fractal: Evalúa complejidad geométrica de una superficie, en relación un tamaño de 
celda en tres dimensiones a la superficie mediante la asignación de un valor de 2 a 3. Una 
superficie plana tendría un valor de 2.00, y una superficie áspera infinitamente tendría un valor 
de 3.00.  
2Rugosidad promedio: Es el valor medio de la superficie con respecto al plano central. 
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formación de biopelículas (Arnold y Bailey, 2000). Por lo tanto, estas imágenes 

nos indican que las biopelículas tratadas con AEC sufren cambios en su 

estructura al volverla más fluida lo cual podría representar una ventaja para 

tratamientos consecutivos. 

 

6.1.7. Conclusión Etapa 1 

 

El AEC (1.8 mg/mL) presentó capacidad para erradicar biopelículas de S. 

Typhimurium, lo cual podría atribuirse a los terpenos que lo constituyen, siendo 

eugenol su principal componente. Adicionalmente, se detectó una reducción de 

la viabilidad de las células de Salmonella en los agregados, lo cual podría 

atribuirse a los cambios morfológicos con el AEC. 

 

 

6.2. Etapa 2. Efecto de UV-C sobre Biopelículas de S. Typhimurium 

 

6.2.1. Efecto de Irradiación UV-C sobre la Erradicación de Biopelículas de 

S. Typhimurium  

 

Los resultados del efecto de la irradiación UV-C sobre biopelículas de S. 

Typhimurium se muestran en la Figura 7. En la dosis más baja (39.52 mJ/cm2) 

se logró reducir 1.22 log UFC/cm2 de células adheridas al cupón, mientras que 

la dosis más alta (620.4 mJ/cm2) redujo 3.12 log UFC/cm2 respecto al control 

(6.10 log UFC/cm2). La carga microbiana disminuyó progresivamente al 

aumentar el tiempo de irradiación UV-C en todos los tratamientos evaluados. El 

efecto antibacteriano de los tratamientos con irradiación UV-C se atribuye a un 

mecanismo fotoquímico que altera la estructura química del ADN mediante la  
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Figura 7. Efecto de la irradiación UV-C sobre la erradicación de biopelículas de 
S. Typhimurium formadas durante 48 h. Diferentes literales indican diferencias 
significativas entre tratamientos (P≤0.05). 
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formación de un dímero de timina, previniendo la replicación y provocando 

lesión celular y por lo tanto la muerte. Además, se ha propuesto que en algunas 

ocasiones la UV puede dar lugar a vapores procedentes de las fuentes de agua 

celulares, provocando desequilibrios osmóticos, contracción citoplasmática y 

ruptura celular (Montgomery y Banerjee, 2015). En este estudio se hipotetiza 

que estos efectos ocasionan la erradicación de biopelículas de S. Typhimurium; 

sin embargo, el cómo se afecta la morfología de agregados bacterianos por 

efecto de la UV no se ha sido esclarecido.  

Por otro lado, el efecto antibiopelícula de la irradiación UV-C también puede ser 

atribuido a la capacidad de penetrar en la matriz de SPE, ya que se ha 

reportado que UV-C puede penetrar hasta 2 mm (Hillegas y Demirci, 2003). 

Esto es importante, ya que Ryu y Beuchat (2005) observaron que biopelículas 

de E. coli O157:H7 formadas en superficies de acero inoxidable presentaron 

una mayor resistencia al cloro debido a la matriz de SPE. La resistencia de las 

bacterias a los productos químicos se atribuye a que las células son protegidas 

por las SPE dentro de la matriz.  

En un estudio previo se evaluó el efecto de UV-C en biopelículas de S. 

Typhimurium formadas durante 72 h a 15°C sobre cupones de acero inoxidable, 

encontrándose una reducción de 4.7 y 6.3 log UFC/cm2 después de ser 

irradiadas a dosis de 24 mJ/cm2 y 72 mJ/cm2, respectivamente (Jahid et al., 

2014). Estas diferencias en los resultados en comparación con los de este 

estudio pueden ser atribuidas a variaciones en las condiciones experimentales 

tales como tiempo y temperatura de incubación. En relación a biopelículas 

formadas en superficies alimentarias, Montgomery y Banerjee (2015) reportan 

el efecto de la irradiación de UV pulsada (10 s, distancia 4.5-8.8 cm) en la 

reducción de células en estado de biopelícula (48 h) de E. coli 0156:H7 (0.6–2.2 

log UFC/mL, 3.9 log UFC/mL) y L. monocytogenes (1.1–3.8 log UFC/mL, 2.7 log 

UFC/mL) en hojas de lechuga y en polietileno de baja densidad, 

respectivamente. Estos autores encontraron que entre mayor duración de 

exposición de biopelículas a la luz UV incrementa significativamente la 
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reducción de células presentes en la biopelícula. Los resultados de estudios 

previos demuestran que la irradiación UV es efectiva para la erradicación de 

biopelículas. 

Por otro lado, otro estudio revela que la matriz alimentaria es importante para el 

efecto de  irradiación UV-C ya que L. monocytogenes sobrevivió en el extracto 

de salmón ahumado a la radiación UV-C significativamente mejor que las 

bacterias cultivadas y adheridas en caldo Soya Tripticasa adicionado con 

glucosa con o sin NaCl al 5%. Es bien sabido que la eficacia del tratamiento 

UV-C está muy influenciada por la presencia de material orgánico, ya que la 

radiación UV-C es absorbida por los materiales orgánicos y esto puede 

reflejarse en su baja capacidad de penetrar (Andersen et al., 2006). Por estas 

razones, podría ser útil la combinación de UV-C con agentes antibacterianos 

para mejorar su efecto y reducir las dosis. 

 

6.2.2. Análisis de Viabilidad Celular por Microscopía Laser Confocal De 

Barrido en Biopelículas de S. Typhimurium Irradiadas con UV-C  

 

El análisis de las biopelículas de S. Typhimurium formadas por 48 h se llevó a 

cabo por medio de microscopia confocal de barrido (Cuadro 8). Después de 48 

h de incubación, en la imagen correspondiente al control se observa una 

biopelícula bien establecida, que se aprecia estructuralmente más compleja y 

con microcolonias formadas de manera irregular en el cupón de acero 

inoxidable. Además, se puede observar más fluorescencia verde lo que indica la 

presencia de células vivas. En los tratamientos con irradiación UV-C se puede 

observar cambios en la viabilidad celular, ya que se observa mayor 

fluorescencia roja o naranja correspondiente a células muertas. 
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Cuadro 8. Imágenes de microscopía confocal de barrido de biopelículas de S. 
Typhimurium irradiadas con UV-C. Barra de escala – 20 µm. 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

Control 39.52 mJ/cm2 620.4 mJ/cm2 
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6.2.3. Análisis de Morfología Superficial de Biopelículas por AFM Tratadas 

con AEC 

 

Se analizaron por AFM las biopelículas formadas en los cupones de acero 

inoxidable sin tratamiento y con irradiación UV-C con el fin de confirmar los 

efectos de los tratamientos sobre las biopelículas preformadas. En la Figura 8 

se muestran las imágenes obtenidas con AFM, se puede apreciar que hay un 

cambio entre tratamientos, observándose superficies con menor cantidad de 

montañas y valles con la UV-C en comparación con el control. En el Cuadro 9 

se muestran datos sobre cambios en la morfología superficial de las 

biopelículas tanto del control como en UV-C. Se puede observar que el control 

tiene el valor más elevado (2.295) de dimensión fractal, mientras que la 

biopelícula tratada con UV-C mostró un menor valor (2.231). Sin embargo, 

estos cambios en la morfología superficial no se ven tan pronunciados como lo 

es en los tratamientos con AEC. 

 

6.2.4. Conclusión Etapa 2 

 

La irradiación con UV-C reduce la viabilidad de células de S. Typhimurium en 

biopelículas; sin embargo, dosis mayores a los 76.41 mJ/cm2 no presentaron 

diferencia significativa en afectar la viabilidad celular, sin encontrarse dosis de 

erradicación, hasta la dosis mayor estudiada de 620.4 mJ/cm2. Adicionalmente, 

se observaron cambios morfológicos y en la rugosidad superficial de las 

biopelículas expuestas a UV-C. 
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 Figura 8. Micrografías por AFM de biopelículas de S. Typhimurium formadas 
por 48 h a) control b) UV-C (76.41 mJ/cm2) 

 

  

a) 

b) 

b) 
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Cuadro 9. Efecto de irradiación UV-C sobre la morfología superficial de 
biopelículas de S. Typhimurium obtenidos por AFM. 

 Control UV-C 

Dimensión fractal1 2.295 2.231 

Altura mínima (nm) -911 -823.17 

Altura máxima (nm) 695 291.337 

Rugosidad promedio2 (nm) 200.56 97.92 

Media cuadrática rugosidad 
(nm) 

268.13 124.6 

1Dimensión fractal: Evalúa complejidad geométrica de una superficie, en relación un tamaño de 
celda en tres dimensiones a la superficie mediante la asignación de un valor de 2 a 3. Una 
superficie plana tendría un valor de 2.00, y una superficie áspera infinitamente tendría un valor 
de 3.00.  
2Rugosidad promedio: Es el valor medio de la superficie con respecto al plano central. 
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6.3. Etapa 3. Efecto del  AEC en Combinación con UV-C sobre Biopelículas de 

S. Typhimurium 

 

6.3.1. Efecto del AEC en Combinación con Irradiación UV-C sobre la 

Erradicación de Biopelículas de S. Typhimurium  

 

Los resultados de este estudio revelaron que todas las combinaciones 

mostraron un efecto sinérgico respecto la reducción de la viabilidad celular de 

S. Typhimurium en su estado de biopelícula (Figura 9). La concentración del 

AEC de 1.2 mg/mL y 76.41 mJ/cm2 de irradiación UV-C mostró tener el mejor 

efecto al reducir 6.61 log de células presentes en las biopelículas (P≤0.05), 

mientras que la concentración de 0.6 mg/mL y 39.52 mJ/cm2 de irradiación 

lograron reducir 3.56 log respecto al control. El tratamiento que dio menor 

efecto fue donde se usó 0.3 mg/mL con 15.33 mJ/cm2 de irradiación UV-C. Con 

estos resultados, se puede observar la ventaja de la combinación de agentes 

desinfectantes/antibiopelícula para lograr la reducción de las dosis y/o 

concentraciones de estos. El efecto de la combinación de UV-C y AEC en la 

reducción de células presentes en biopelículas, puede ser atribuido a un 

sinergismo entre los diferentes mecanismos antibacterianos de cada 

tratamiento de manera individual. 
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Figura 9. Efecto de la combinación de AEC y UV-C sobre la erradicación de 
biopelículas de S. Typhimurium formadas durante 48 h. Diferentes literales 
indican diferencias significativas entre tratamientos (P≤0.05). nd: No se 
detectaron células adheridas. 
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Tajik et al. (2015) utilizaron aceite esencial de Zataria multiflora boiss una planta 

medicinal nativa de los países de Irán, Afganistán y Pakistán en combinación 

con radiación UV contra biopelículas de L. monocytogenes. Los resultados de 

este estudio demostraron que el efecto individual de cada uno de los 

tratamientos previamente mencionados da resultados promisorios para el 

control de biopelículas de este patógeno formadas en superficies de acero 

inoxidable. Sin embargo, al combinar estos dos mostraron tener un efecto 

antagonista lo cual no sugeriría combinar aceite esencial de esta planta con 

irradiación ultravioleta para el control de biopelículas. Estos resultados se 

oponen a los resultados encontrados en nuestro estudio donde la combinación 

de estos dos agentes se ve favorecida. Este  efecto antagónico podría ser 

atribuido a factores como el tiempo de formación de biopelícula (6 y 12 días), 

composición del aceite esencial, dosis de irradiación e incluso la cepa 

bacteriana. 

Por otro lado estudio se informó que la combinación de irradiación UV (1800 

mWs/cm2) e hipoclorito de sodio (200 ppm) logró reducir 3.68 log UFC/cm2 de L. 

monocytogenes en estado de biopelícula en cupones de acero inoxidable (Kim 

et al., 2016). Comparando este estudio con nuestra investigación, se puede 

observar que las dosis empleadas de hipoclorito de sodio son menores que las 

del AEC utilizado, sin embargo los consumidores cada día exigen productos 

naturales sin riesgos tóxicos. En este sentido, la combinación de AEC y UV-C 

parece una buena alternativa para la erradicación de biopelículas de S. 

Typhimurium.  
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6.3.2. Análisis de Viabilidad Celular por Microscopía Laser Confocal De 

Barrido en Biopelículas de S. Typhimurium Tratadas con AEC en 

Combinación con Irradiación UV-C  

 

El análisis de biopelículas de S. Typhimurium formadas por 48 h se llevó a cabo 

por medio de microscopia confocal de barrido (Cuadro 10). Después de 48 h de 

incubación, en la imagen correspondiente al control se observa una biopelícula 

bien establecida, que se aprecia estructuralmente más compleja y con 

microcolonias formadas de manera irregular en el cupón de acero inoxidable. 

Además, se puede observar más fluorescencia verde lo que indica la presencia 

de células vivas. Asimismo, también en la combinación de AEC y UV-C se 

aprecia cambios en la viabilidad celular con mayor cantidad de células muertas 

y cambios morfológicos en los agregados bacterianos, ya que tienen formas 

más irregulares y se pueden observar más dispersos. En conclusión, estas 

imágenes resultan complementarias y coinciden con lo reportado en el conteo 

en placas al disminuir la viabilidad celular de los agregados bacterianos. 

 

6.3.3. Análisis de Morfología Superficial de Biopelículas por AFM Tratadas 

con AEC en Combinación con Irradiación UV-C  

 

Se analizaron por AFM las biopelículas formadas en los cupones de acero 

inoxidable sin tratamiento y la combinación de AEC y UV-C, con el fin de 

confirmar los efectos de los tratamientos sobre las biopelículas preformadas. En 

la Figura 10 se muestran las imágenes obtenidas con AFM, se puede apreciar 

que hay un cambio entre tratamientos, observándose superficies más planas 

con la combinación de AEC y UV-C en comparación con el control. En el 

Cuadro 11 se muestran datos sobre cambios en la morfología superficial de las 

biopelículas tanto del control como de los tratamientos. Se puede observar que 

el control tiene el valor más elevado (2.295) de dimensión fractal, mientras que  
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Cuadro 10. Imágenes de microscopía confocal de barrido de biopelículas de S. 
Typhimurium tratadas con AEC en combinación con irradiación UV-C. Barra de 
escala – 20 µm. 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

Control 0.6 mg/mL + 39.52 mJ/cm2 
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Figura 10. Micrografías por AFM de biopelículas de S. Typhimurium formadas 
por 48 h a) control b) AEC (0.6 mg/mL)+ UV-C (39.52 mJ/cm2) 

 

  

a) 

b) 
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Cuadro 11. Efecto del AEC en combinación con irradiación UV-C sobre la 
morfología superficial de biopelículas de S. Typhimurium obtenidos por AFM. 

 Control AEC + UV-C 

Dimensión fractal1 2.295 2.169 

Altura mínima (nm) -911 -631 

Altura máxima (nm) 695 292 

Rugosidad promedio2 (nm) 200.56 46 

Media cuadrática rugosidad (nm) 268.13 62 

1Dimensión fractal: Evalúa complejidad geométrica de una superficie, en relación un tamaño de 
celda en tres dimensiones a la superficie mediante la asignación de un valor de 2 a 3. Una 
superficie plana tendría un valor de 2.00, y una superficie áspera infinitamente tendría un valor 
de 3.00.  
2Rugosidad promedio: Es el valor medio de la superficie con respecto al plano central. 
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la biopelícula tratada con la combinación de AEC y UV-C mostró el menor valor 

(2.169). De igual manera, el control presentó el valor más alto de rugosidad 

promedio (200.56 nm) mientras que la combinación presentó el menor valor (46 

nm). 

Esto indica que las biopelículas del control tienen una superficie más áspera en 

comparación con las de la combinación, tal como se puede apreciar en las 

imágenes de la Figura 10. De manera que, se podrían clasificar las biopelículas 

desde la que sufrió menos cambios superficiales hasta la que resultó más 

afectada: Control> UV-C> AEC> AEC+UV-C. Estos análisis dan indicios que las 

biopelículas tratadas con AEC sufren cambios al volver más fluida su estructura, 

lo cual podría hipotetizar que favorece la penetración o efectividad de la 

radiación UV-C, por lo tanto se observa mayor efecto con la combinación.  

 

6.3.4. Conclusión Etapa 3 

 

La combinación de AEC con irradiación UV-C permitió usar dosis más bajas de 

ambas tecnologías para erradicar las biopelículas de Salmonella; intensificando 

el efecto de la UV-C para erradicar agregados bacterianos. El efecto de la 

combinación de las dos tecnologías sobre la viabilidad y morfología superficial 

fueron similares a los observados en las aplicaciones individuales.  
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VII. ESTUDIOS POSTERIORES 

 
 
 

Para futuros estudios como continuación de este trabajo se recomienda lo 

siguiente: 

• Evaluar cambios de los componentes de las sustancias exopoliméricas 

celulares de biopelículas de Salmonella: Polisacáridos, proteínas, lípidos 

y ADN. 

• Caracterizar las biopelículas de S. Typhimurium con diferentes 

temperaturas, medio de cultivo y superficies de adhesión. 

• Analizar los cambios en la viscosidad de biopelículas de S. Typhimurium 

expuestas a aceites esenciales. 

• Formar biopelículas de S. Typhimurium en superficies de distintos 

materiales de interés alimentario. 
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