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1. BIOFILMS 

 

En la mayor parte de la historia de la microbiología, se han estudiado y caracterizado 

microorganismos plantónicos o células en vida libre; pero los avances en microbiología que 

han tenido lugar en los últimos 50 años, han mostrado que el crecimiento y desarrollo 

microbiano ocurre en gran medida en superficies. Un biofilm es una comunidad 

estructurada de células microbianas inmersas en una matriz polimérica, que se asocian o 

adhieren de forma irreversible a una superficie o interfase, incluyendo agregados y flóculos 

microbianos (Carpentier y Cerf, 1993; Costerton et al., 1995; Elder et al., 1995; Donlan, 

2002). Se pueden formar en una amplia variedad de superficies, como tejidos vivos, 

dispositivos médicos, tuberías del sistema de agua potable o industrial o sistemas acuáticos 

naturales, entre otros. 

 

En estas comunidades microbianas, los microorganismos exhiben un fenotipo y un 

genotipo diferente en cuanto a transcripción genética y velocidad de crecimiento (Donlan, 

2002; Hall-Stoodley et al., 2004). Durante el proceso de adhesión, las células bacterianas 

alteran sus fenotipos en respuesta a la proximidad de una superficie (Costerton et al., 1995; 

Fletcher, 1991). Tanto los estudios genéticos como microscópicos de biofilms de una sola 

especie han demostrado que se forman en múltiples etapas, que requieren de señalización 

intercelular y tienen un perfil de transcripción génico distinto al de las células en vida libre. 

Sin embargo, en ambientes naturales, los biofilms en su mayoría son comunidades 

microbianas mixtas, que albergan bacterias que comparten su material genético y que 

ocupan diferentes nichos (Watnick y Kolter, 2000). Debido a su alto nivel de organización, 

cada microorganismo dentro del biofilm se beneficia de su posición y de la cooperación 

fisiológica, constituyendo una comunidad funcional coordinada mucho más eficiente que 

las poblaciones mixtas de organismos planctónicos (Costerton et al., 1995).   
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1.1. PROCESO DE FORMACION DEL BIOFILM 

 

La formación de un biofilm es un proceso complejo que involucra varios pasos (Figura 1) 

(Bryers y Ratner, 2004; Simões et al., 2010):  

1. Pre-acondicionamiento de la superficie de adhesión, ya sea por macromoléculas 

presentes en el medioambiente o superficies modificadas intencionalmente. 

2. Transporte de las células planctónicas desde medio líquido hasta la superficie.  

3. Adsorción o adhesión reversible de las células en la superficie. 

4. Desorción de células adsorbidas reversiblemente. 

5. Adhesión irreversible de las células bacterianas a la superficie, comienzo de la 

comunicación, señalización celular y producción de sustancias poliméricas extracelulares 

(EPS, sigla del inglés “extracellular polymeric substances”). 

6. Transporte convectivo y difusivo de oxígeno y nutrientes dentro del biofilm. 

7. Crecimiento y replicación celular.  

8. Producción de EPS, metabolismo de sustratos y transporte de productos fuera del 

biofilm.  

9. Desprendimiento y dispersión del biofilm. 

 

 

Figura 1. Etapas del proceso de formación de un biofilm (Bryers y Ratner, 2004).  
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1.1.1. Pre-acondicionamiento de la superficie de adhesión 

 

El pre-acondicionamiento es el proceso por el cual una superficie sumergida en un medio 

acuoso es recubierta y cambia rápidamente por la adsorción de moléculas, iones o 

polímeros. La carga, la tensión y el potencial superficial pueden ser alterados y facilitar la 

accesibilidad y la fijación de las bacterias a la superficie (Bryers, 1987; Donlan, 2002; 

Garrett et al., 2008). Se ha reportado que hay mejor fijación en presencia de iones y de 

moléculas orgánicas (Bryers, 1987; McEldowney y Fletcher, 1987; Chmielewski y Frank, 

2003; Garrett et al., 2008). La secuencia de unión de los microorganismos, también influye 

en la composición microbiana final del biofilm, ya que la población inicial que se adhiere 

puede cambiar la superficie para las siguientes especies que se unan (Mc Eldowney y 

Fletcher, 1987) 

  

1.1.2.  Adhesión  

 

La adhesión depende de que la bacteria se encuentre con la superficie y se acerque lo 

suficiente para que ocurra la unión y de que la superficie externa bacteriana se adhiera al 

sustrato. La probabilidad de que el microorganismo encuentre un sustrato potencial se ve 

afectada por una serie de factores, como la concentración celular del cultivo y la movilidad 

bacteriana; mientras que la fijación depende de las interacciones físicoquímicas entre el 

substrato y la superficie bacteriana (Fletcher y Loeb, 1979). 

 

Entre los factores que pueden influir en la unión de los microorganismos a las superficies 

están: rugosidad, hidrofobicidad y película de acondicionamiento de la superficie; 

velocidad, temperatura y pH del flujo; concentración de nutrientes y iones del medio. 

Además, también son importantes las propiedades de la superficie celular como la 

presencia de fimbrias, flagelos, polisacáridos y proteínas, ya que podrían proporcionar una 

ventaja competitiva para un organismo en una comunidad mixta (Pringle y Fletcher, 1983; 

Bendinger et al., 1993; Donlan, 2002).  

 

 



21 

 

Las propiedades fisicoquímicas de la superficie ejercen una fuerte influencia en la 

velocidad y el grado de unión. Por ejemplo, a medida que aumenta la rugosidad superficial, 

aumenta la colonización microbiana, probablemente debido a que las fuerzas de 

cizallamiento se ven disminuidas y a que el área superficial es mayor. También, se ha 

encontrado que los microorganismos se adhieren más rápidamente a superficies hidrófobas 

y no polares que a materiales hidrófilos (Bendinger et al., 1993; Donlan, 2002; Fletcher y 

Loeb, 1979; Pringle y Fletcher, 1983), aunque los resultados de estos estudios han sido 

contradictorios. La hidrofobicidad de la superficie celular también es importante en la 

adhesión. La mayoría de las bacterias tienen carga negativa, pero siguen conteniendo 

componentes hidrofóbicos en la superficie, como las fimbrias, que contienen una alta 

proporción de residuos de aminoácidos hidrófobos y ayudan a superar la repulsión 

electrostática inicial que existe entre la célula y la superficie (Donlan, 2002).  

 

Algunos mecanismos de interacción superficie-bacteria permiten tanto la adhesión como la 

locomoción. Los pili tipo IV son estructuras de la superficie celular que rápidamente se 

polimerizan y despolimerizan y que las células usan para moverse sobre las superficies. 

Este movimiento es denominado “twitching” y consiste en una sucesiva extensión, 

adhesión y retracción del pilus. Pseudomonas aeruginosa y numerosas bacterias utilizan 

esta movilidad para explorar las superficies antes de formar el biofilm (Persat et al., 2015).  

 

La adhesión ocurre en dos etapas, una reversible seguida por una irreversible: 

 

Adhesión reversible  

 

La adhesión primaria constituye el encuentro entre un microorganismo planctónico y una 

superficie acondicionada. Esta etapa es reversible y se da por una serie de variables 

fisicoquímicas que definen la interacción entre la superficie celular y la superficie de 

interés. En primer lugar, la bacteria debe acercarse a la superficie, propulsada 

aleatoriamente por una corriente de flujo o de manera dirigida a través de la quimiotaxis y 

movilidad. Una vez que el microorganismo alcanza la proximidad crítica a la superficie, la 

adhesión depende de la suma neta de las fuerzas atractivas y repulsivas generadas entre las 

dos superficies. Estas fuerzas incluyen interacciones electrostáticas e hidrófobas, 
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impedimento estérico, fuerzas de Van der Waals y fuerzas hidrodinámicas. Finalmente, una 

fracción de las células se adhiere de forma reversible. Si las fuerzas repulsivas son mayores 

a las atractivas o si se aplican fuerzas de corte suaves, las células podrían desprenderse de 

la superficie (Chmielewski y Frank, 2003; Dunne, 2002; Garrett et al., 2008; Marshall et 

al., 1971).  

 

Adhesión irreversible  

 

En esta etapa, algunas de las células adsorbidas reversiblemente permanecen inmovilizadas 

y se fijan irreversiblemente. El proceso de adhesión se consolida por medio de la 

producción de exopolisacáridos y por la unión entre los apéndices bacterianos y el sustrato. 

Esta unión implica fuerzas de corto alcance como interacción dipolo-dipolo, enlaces de 

hidrógeno, enlaces hidrofóbicos, covalentes y iónicos (Chmielewski y Frank, 2003). La 

eliminación de las células fijadas de forma irreversible es difícil y requiere de la aplicación 

de una fuerte fuerza de cizallamiento (frotamiento o raspado) o ruptura química mediante la 

aplicación de enzimas, detergentes, tensioactivos, desinfectantes o calor (Chmielewski y 

Frank, 2003; Dunne, 2002). Durante esta etapa de adhesión, los microorganismos 

planctónicos pueden adherirse entre sí o con otras especies, formando agregados en el 

sustrato.  

 

1.1.3. Maduración del biofilm 

 

Una vez que las bacterias se han unido irreversiblemente a la superficie, comienza el 

proceso de maduración del biofilm. Este proceso implica la formación de microcolonias y 

el desarrollo de una estructura organizada. Las microcolonias son el resultado de la 

agregación y el crecimiento de los microorganismos acompañado por la producción de 

EPS. Esta agregación implica el reclutamiento de células planctónicas del medio 

circundante y la replicación de las células ya adheridas (Chmielewski y Frank, 2003). La 

maduración del biofilm y el potencial de crecimiento depende de la disponibilidad de 

nutrientes y la difusión de éstos, de la eliminación de desechos, del pH interno, de la 

difusión del oxígeno, de la fuente de carbono y de la osmolaridad (Dunne, 2002; 

Chmielewski y Frank, 2003).  
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1.1.4. Desprendimiento y dispersión del biofilm  

 

En algún momento, el biofilm alcanza una masa crítica y un equilibrio dinámico en el que 

la capa más externa de crecimiento comienza a generar organismos planctónicos. Estos 

organismos son liberados del biofilm y pueden colonizar otras superficies (Dunne, 2002). 

El desprendimiento del biofilm también puede ocurrir cuando hay un desequilibrio o 

fluctuación de los nutrientes, una disminución del pH y oxígeno y una acumulación de 

subproductos metabólicos tóxicos. Este desequilibrio causa que la estructura del biofilm se 

debilite y se desprendan capas de polímero de la superficie de soporte (Bryers, 1987; 

Dunne, 2002; Chmielewski y Frank, 2003). Las bacterias del biofilm pueden dispersarse de 

muchas maneras, pueden migrar por ondulación, rodando a través de la superficie, por el 

desprendimiento de agregados o por la liberación de células individuales (dispersión por 

siembra) (Figura 2). 

 

 

Figura 2. Tipos de migración y dispersión de un biofilm (Montana State University, Center 

for Biofilm Engineering: http://www.biofilm.montana.edu/multimedia/images/index.html). 

 

1.2. ESTRUCTURA DEL BIOFILM 

 

Los biofilms han sido visualizados por una variedad de medios, incluyendo microscopía 

óptica, electrónica de transmisión y electrónica de barrido (SEM, sigla del inglés “Scanning 

Electron Microscope”). Sin embargo, cada uno de estos métodos tiene limitaciones, ya sea 

por problemas de resolución, deshidratación o procesamiento de la muestra. 

Alternativamente, la microscopia láser confocal de barrido (CLSM,  sigla del inglés 

http://www.biofilm.montana.edu/multimedia/images/index.html
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“Confocal laser scanning microscopy”) proporcionó una manera no invasiva para la 

reconstrucción tridimensional computarizada de biofilms sin distorsión de la arquitectura, 

permitiendo la visualización de muestras completamente hidratadas (Costerton et al., 1978; 

Kinner et al., 1983; Davey y O’Toole, 2000; Dunne, 2002). Recientemente, la microscopia 

de fuerza atómica (AFM, sigla en inglés “Atomic Force Microscope”) ha surgido como una 

técnica prometedora que permite el análisis de algunas propiedades estructurales y la 

cuantificación de la adhesividad, cohesividad y elastisidad de un biofilm (Mosier et al., 

2012; Safari et al., 2014; Vandervoort y Brelles-Mariño, 2014). 

 

Numerosas condiciones, como la superficie, las propiedades de la interfaz, la disponibilidad 

de nutrientes, el sustrato, la concentración de oxígeno, la composición de la comunidad 

microbiana y la hidrodinámica, pueden afectar los patrones de crecimiento, la estructura y 

la complejidad del biofilm (Costerton et al., 1995; Stoodley et al., 1998; Davey y O’toole, 

2000; Hall-Stoodley et al., 2004). Por ejemplo, dependiendo de las condiciones, P. 

aeruginosa puede formar biofilms con distintas estructuras. Pueden ser planos o presentar 

estructuras multicelulares en forma de hongos, dependiendo de la fuente de carbono y de 

las condiciones de flujo (Klausen et al., 2003). La formación de estructuras en forma de 

hongos en estos biofilms, es un proceso secuencial que implica una subpoblación 

bacteriana no móvil que forma las microcolonias iniciales y una móvil que migra y forma 

monocapas que posteriormente se convierten en los tallos y las cabezas de las estructuras 

(Davies et al., 1998; Klausen et al., 2003; Stewart et al., 1993). 

 

Hay un continuo debate sobre la contribución de la genética (respuesta activa) y de las 

condiciones ambientales (respuesta pasiva) sobre la estructura del biofilm y de cómo ambas 

interactúan (Hall-Stoodley et al., 2004). Se han identificado numerosos genes o factores 

que son esenciales o requeridos para la formación del biofilm, como los genes que regulan 

o expresan proteínas de adhesión a la superficie, flagelos, pili y EPS (Costerton et al., 

1995). Los mecanismos moleculares que regulan la formación del biofilm varían mucho 

entre las diferentes especies, e incluso varían entre cepas de la misma especie. Sin embargo, 

algunas características se reconocen como atributos generales en la formación de un 

biofilm, como la producción de la matriz extracelular (Monds y O’Toole, 2009). Aunque 
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existen genes y señales específicas, cuando una condición ambiental afecta a la estructura 

del biofilm, no es claro si las células respondieron a una señal ambiental a través de una vía 

reguladora específica o si el cambio en la estructura fue una consecuencia indirecta de los 

cambios en el metabolismo celular y la dinámica de crecimiento como resultado de este 

nuevo entorno (Monds y O’Toole, 2009). La cooperación fisiológica juega un papel 

importante en la capacidad de adoptar diferentes estructuras en respuesta a las condiciones 

ambientales y brinda la flexibilidad para adaptarse más rápidamente a los cambios (Hall-

Stoodley et al., 2004). 

 

Se ha encontrado que la mayoría de los biofilms exhiben cierto nivel de heterogeneidad.  

Las zonas de agregados celulares varían en densidad y se intercalan a lo largo de la matriz, 

creando áreas abiertas donde se forman canales de líquido que representan un primitivo 

sistema circulatorio y que permiten el transporte de nutrientes y de desechos en el biofilm 

(Costerton et al., 1995; Tolker-Nielsen y Molin, 2000; Davey y O’toole, 2000; Monds y 

O’Toole, 2009).  

 

La matriz y la alta densidad celular, hacen que la difusión a través del biofilm sea lenta en 

comparación con el metabolismo celular. Por ejemplo, un soluto del tamaño del oxígeno se 

difunde a través de la matriz a una velocidad que es aproximadamente el 60% de la tasa de 

difusión en agua pura (Stewart, 2003; Stewart y Franklin, 2008). Dado que las bacterias 

usan múltiples sustratos y liberan numerosos productos extracelulares, la limitación en la 

difusión puede producir complejos gradientes químicos verticales y transversales, 

particularmente cuando las secreciones de algunas células son consumidas por otras 

(Stewart y Franklin, 2008). Estos gradientes, generan numerosos micronichos dentro del 

biofilm que pueden inducir una gran heterogeneidad fisiológica, donde las bacterias alteran 

su comportamiento de acuerdo con las condiciones locales. Un sustrato en el medio 

circundante primero es consumido por las células de la capa externa, de tal manera que su 

concentración disminuye con el aumento de la profundidad dentro del biofilm. Un producto 

secretado por las células se acumulará en el interior, mientras que un intermediario 

metabólico que se consume y produce dentro del biofilm puede presentar perfiles de 

concentraciones máximas locales (Figura 3).  
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El oxígeno es el ejemplo mejor estudiado de la heterogeneidad fisiológica. Los gradientes 

de oxígeno variarán dependiendo del tipo de biofilm y su distribución no es homogénea. 

Hay una mayor concentración en la interfase entre el biofilm y el medio circundante y en 

las células cercanas a los canales, mientras que en el centro de las microcolonias hay muy 

poco oxígeno (Costerton et al., 1995; Stewart y Franklin, 2008). Como resultado, las 

células cercanas a la superficie del biofilm utilizan el metabolismo aeróbico, mientras que 

las que se encuentran dentro deben cambiar al metabolismo microaerobio, anaerobio o 

dejar de crecer (Kühl et al., 2007; Xu et al., 1998).  

 

 

Figura 3. Diagrama de la heterogeneidad química en los biofilms: A. Difusión de un 

sustrato metabólico (azul), B. un producto metabólico (naranja) y C. un intermediario 

metabólico (verde) (Stewart y Franklin 2008). 

 

Monds y O’Toole (2009) propusieron un esquema de la formación de un biofilm basado en 

la adaptación ecológica local de los individuos: la unión de dos células bacterianas se da en 

respuesta a las señales apropiadas (zona púrpura) (Figura 4A). Cada célula tiene acceso a 
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niveles suficientes de oxígeno y carbono (zona azul) y comienzan a dividirse en la 

superficie (Figura 4B). A medida que las células crecen unas sobre otras se forman las 

microcolonias y el metabolismo de las células cercanas al medio restringe la difusión de 

oxígeno y carbono a las células en el fondo de la microcolonia (zona roja). Las células en la 

parte interior se adaptan a este cambio (células rojas) y se crea una heterogeneidad 

fenotípica dentro de la microcolonia (Figura 4C). Algunas células comienzan a expresar 

niveles más altos de EPS (células amarillas), lo que promueve el crecimiento vertical y el 

establecimiento de macrocolonias. A medida que las células crecen, se someten a mayores 

fuerzas de cizallamiento (zona verde) y se adaptan a este nuevo entorno local (células 

verdes), generando aún más heterogeneidad dentro del biofilm (Figura 4D). Finalmente, 

las macrocolonias se unen para formar el biofilm maduro (Figura 4E). 

 

 

Figura 4. Simulación teórica de la formación del biofilm basada en la adaptación ecológica 

local de los individuos (Monds y O’Toole, 2009). 

 

1.3. MATRIZ DEL BIOFILM 

 

En la mayoría de los biofilms, los microorganismos representan menos del 10% de la masa 

seca, mientras que la matriz puede representar más del 90%. La matriz es el material 

extracelular en el que están inmersas las células del biofilm, casi siempre producida por los 
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propios microorganismos. Consiste en un conglomerado de diferentes tipos de 

biopolímeros, conocidos como EPS, que forman la base de la arquitectura tridimensional 

del biofilm y es responsable de la adhesión a las superficies y de la cohesión (Flemming y 

Wingender, 2010).  

 

El componente principal de la matriz del biofilm es agua y sus propiedades físicas, como la 

viscosidad y solubilidad, son determinadas por los solutos disueltos en ella. La matriz 

puede ser hidrofóbica o hidrofílica (Donlan, 2002). Además del agua y las células 

microbianas, la matriz del biofilm es un complejo de polímeros secretados, nutrientes, 

metabolitos, productos de la lisis celular y material particulado del entorno. Por lo tanto, 

además de peptidoglicanos, lípidos, fosfolípidos y otros componentes celulares, contiene 

todas las clases principales de macromoléculas como proteínas, polisacáridos, ADN y ARN 

(Singh et al., 2006; Sutherland, 2001a). Por lo general, el rango de la composición de la 

matriz es de alrededor del 97% agua, 2-5% células microbianas, 1-2% polisacáridos, 1-2% 

proteínas y 1-2% ADN y ARN (Donlan, 2002; Sutherland, 2001a). Todos estos 

componentes se distribuyen entre las células en un patrón no homogéneo, generando 

numerosos microambientes que pueden variar espacialmente y temporalmente (Figura 5) 

(Flemming y Wingender, 2010). 
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Figura 5. Diferentes dimensiones de las EPS: A. Modelo de un biofilm bacteriano unido a 

una superficie sólida. B. Componentes principales de la matriz. C. Interacciones físico-

químicas débiles y entrelazado de biopolímeros que estabilizan la matriz. D. Modelo 

molecular de la interacción entre el exopolisacárido alginato (derecha) y la enzima 

extracelular lipasa (izquierda) de P. aeruginosa (Flemming y Wingender, 2010). 

 

Las EPS inmovilizan las células del biofilm y las mantienen próximas entre sí, lo que 

permite una mayor interacción y comunicación entre ellas y la formación de 

microconsorcios sinérgicos. La matriz puede retener enzimas extracelulares, generando una 

especie de “sistema digestivo” externo que retiene nutrientes del medio, que pueden ser 

utilizados como fuentes de carbono y energía. También puede retener los componentes de 

células lisadas, como ADN, que puede representar un reservorio de genes para la 

transferencia horizontal. Puede servir como sustrato en condiciones bajas de nutrientes. 

Sirve como protección contra la desecación, los biocidas oxidantes o cargados, algunos 

antibióticos y cationes metálicos, la radiación ultravioleta, algunos protozoos y las defensas 
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inmunes del huésped. Además, ecológicamente, la competencia y cooperación en el espacio 

confinado de la matriz conduce a una adaptación constante de la población (Zhang y 

Bishop, 2003; Flemming y Wingender, 2010). 

  

Exopolisacáridos 

 

Los polisacáridos son una fracción importante de la matriz. La mayoría son moléculas 

largas, lineales o ramificadas, con una masa molecular de 0.5-2×106 daltons. Varios 

polisacáridos han sido visualizados por SEM como finas hebras que se unen a la superficie 

celular y forman redes complejas. Las técnicas de microscopía junto con tinciones 

específicas de carbohidratos han demostrado la ubicuidad de los polisacáridos, no sólo en 

biofilms ambientales marinos, de agua dulce y de suelo, sino también en los asociados con 

infecciones crónicas en seres humanos y en cultivos puros en laboratorio (Flemming y 

Wingender, 2010). La cantidad de expolisacáridos sintetizados dependerá en gran medida 

del sustrato, de la fuente de carbono y otros nutrientes limitantes. El exceso de carbono 

disponible y la limitación de nutrientes como el nitrógeno, potasio o fosfato, pueden 

promover su síntesis (Brelles-Mariño y Boiardi, 1996; Sutherland, 2001b). Además, la 

misma matriz del biofilm puede desempeñar un papel activo en la estimulación de su propia 

síntesis (Irie et al., 2012).  

 

En bacterias gram negativas, algunos de estos polisacáridos son neutros o polianiónicos, 

incluyendo el alginato y el xantano. La presencia de ácido urónico o piruvato, le confiere 

propiedades aniónicas importantes para la asociación con cationes divalentes como el 

calcio y el magnesio, los cuales proporcionan mayor fuerza vinculante durante el desarrollo 

del biofilm. Para algunas bacterias gran positivas, la composición de la matriz puede ser 

muy diferente y principalmente catiónica (Donlan, 2002). Usualmente, los grupos cargados 

están en el exterior de las cadenas, por lo tanto, pueden interactuar fácilmente con iones y 

moléculas cargadas. Varios exopolisacáridos son homopolisacáridos, incluyendo glucanos 

y fructanos derivados de la sacarosa y la celulosa, pero la mayoría son heteropolisacáridos 

consistentes en una mezcla de azucares neutros y cargados. Muchos expolisacáridos poseen 
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secuencias de residuos de hexosas, por lo que, tienden a ser mucho más rígidos en 

estructura, menos deformables y poco solubles o insolubles (Sutherland, 2001b). 

 

En muchas bacterias, los exopolisacáridos son indispensables para la formación del biofilm. 

Los mutantes que no pueden sintetizar exopolisacáridos son incapaces de formar biofilms 

maduros, aunque las bacterias todavía puedan adherirse a las superficies y formar 

microcolonias. Sin embargo, en los biofilms de especies mixtas, la presencia de una especie 

que produce exopolisacáridos puede conducir a la integración de otras especies que no los 

sintetizan (Sutherland, 2001a; Ma et al., 2009; Flemming y Wingender, 2010). 

 

Proteínas 

 

La matriz del biofilm puede contener cantidades considerables de proteínas que, en algunos 

casos, pueden sobrepasar el contenido de polisacáridos (Frølund et al., 1996). Las proteínas 

estructurales, como las asociadas a la superficie de la célula y las que se unen a los 

carbohidratos (lectinas), están implicadas en la formación y estabilización de la matriz y 

constituyen un enlace entre la superficie bacteriana y las EPS (Sutherland, 2001b; 

Sutherland, 2001a; Flemming y Wingender, 2010). Dependiendo del estado fisiológico de 

las células, la síntesis y expresión de proteínas puede variar espacial y temporalmente 

dentro del biofilm (Rani et al., 2007; Werner et al., 2004).  

 

Se han detectado muchas enzimas extracelulares en los biofilms, muchas de las cuales están 

implicadas en la degradación de polisacáridos, proteínas, ácidos nucleicos y compuestos 

insolubles como celulosa, quitina y lípidos, lo que permite el crecimiento del biofilm en una 

amplia variedad de sustratos. Estas enzimas, también ayudan a la descomposición de los 

biopolímeros de las EPS para ser utilizados como fuentes de carbono y energía en 

condiciones de escasos nutrientes. Algunas enzimas pueden estar involucradas en la 

degradación de las EPS estructurales para promover el desprendimiento y dispersión del 

biofilm (Jahn et al., 1999; Sutherland, 2001a; Zhang y Bishop, 2003; Flemming y 

Wingender, 2010). 
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ADN extracelular 

 

Otro componente importante y abundante en la matriz son los ácidos nucleicos, 

específicamente el ADN extracelular (eDNA, sigla del inglés “extracellular DNA”). 

Aunque inicialmente el eDNA fue visto como material residual de células lisadas, se ha 

hecho cada vez más claro que es una parte integral de la matriz y del modo de vida del 

biofilm. Se ha documentado su importancia para la adhesión a la superficie y el desarrollo 

del biofilm (Whitchurch et al., 2002), como fuente de material genético en la transferencia 

horizontal de genes (Molin y Tolker-Nielsen, 2003), como fuente de carbono y energía en 

condiciones de escasos nutrientes (Finkel y Kolter, 2001), como un conector intercelular 

(Whitchurch et al., 2002; Allesen-Holm, et al. 2006; Yang et al., 2007; Mann y Wozniak, 

2012) y para la señalización por quórum sensing (Allesen-Holm et al., 2006; Spoering y 

Gilmore, 2006). 

 

 

2. BIOFILM DE Pseudomonas aeruginosa  

 

El género Pseudomonas pertenece a la familia Pseudomonadaceae, que está dentro del 

orden Pseudomonadales. Pseudomonas spp. es un bacilo gram negativo aerobio estricto 

que no forma parte de la familia de las enterobacterias. Se encuentra de forma ubicua en 

suelos, agua, vegetales y animales. La ubicuidad de este microorganismo en el medio 

ambiente se debe a varios factores, como su capacidad para formar biofilms, colonizar 

múltiples nichos y utilizar una amplia variedad de compuestos como fuentes de energía 

(Lyczak et al., 2000). P. aeruginosa es un bacilo móvil que crece en un rango de 

temperatura entre 10 y 42°C y secreta una variedad de pigmentos como pioverdina, 

piocianina, fluoresceína y piorrubina. Tiene una membrana externa además de la membrana 

citoplasmática interna y la capa de peptidoglicano intermedio. Una cápsula de polisacárido 

rodea el exterior de las bacterias y protege la membrana externa de la acción del sistema 

inmune e inhibe la unión de células fagocíticas a las bacterias (Wilson y Dowling, 1998; 

Davis et al., 2013).  
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Los biofilms monospecies formados por P. aeruginosa se han convertido en un modelo 

para el estudio de este aspecto de la biología microbiana (Davey et al., 2003). P. 

aeruginosa es un patógeno oportunista que causa una amplia variedad de infecciones 

agudas y persistentes en pacientes inmunocomprometidos. Este microorganismo se ha 

vuelto cada vez más importante debido su prevalencia, patogenicidad, resistencia a 

antimicrobianos, morbilidad y mortalidad y a su capacidad de formar biofilms. De acuerdo 

con el Sistema Nacional de Vigilancia de Infecciones Nosocomiales de Estados Unidos, es 

el tercer patógeno más común asociado con las infecciones hospitalarias (Moreau-Marquis 

et al., 2008). Afecta a pacientes con VIH, causa bacteriemia en las víctimas de quemaduras 

graves colonizando el tejido quemado, infección pulmonar crónica en pacientes con fibrosis 

quística, queratitis ulcerosa aguda en usuarios de lentes de contacto y es el principal 

patógeno en infecciones del tracto urinario y de heridas quirúrgicas e inflamatorias, entre 

otras (Lyczak et al., 2000; Jamasbi y Taylor, 2010; Sydnor y Perl, 2011). La patogenicidad 

y gravedad de las infecciones por P. aeruginosa se evidencia por el número de muertes 

atribuidas a este organismo. Por ejemplo, se le atribuyen aproximadamente el 30% de las 

muertes causadas por neumonía y bacteriemia en pacientes con cáncer (Jamasbi y Taylo,r 

2010). En pacientes con fibrosis quística, es la principal causa de mortalidad, coloniza los 

epitelios anormales de las vías respiratorias y causa fallas respiratorias. Alrededor del 80% 

de estos pacientes están crónicamente infectados (Moreau-Marquis et al., 2008; Stover et 

al., 2000). 

 

En clínicas y hospitales, las fuentes comunes de infección de P. aeruginosa son los 

catéteres, respiradores, prótesis, implantes, equipos médicos, humidificadores, el agua de 

los grifos, la comida, el personal del establecimiento y la propia flora endógena del 

paciente. La formación de biofilm de este microorganismo en los pacientes se da 

principalmente en el tracto respiratorio (21%), tracto urinario (22%), quemaduras y 

epitelios inflamados (4%) y en el torrente sanguíneo (4%) (Wilson y Dowling, 1998; 

Jamasbi y Taylor, 2010; Sydnor y Perl, 2011) 
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3. RESISTENCIA DE LOS BIOFILMS A AGENTES ANTIMICROBIANOS 

 

Los microorganismos en biofilms son más resistentes a los agentes antimicrobianos que las 

correspondientes células en vida libre. Por ejemplo, la concentración inhibitoria mínima 

(CIM) de un antibiótico puede ser de 100 a 1000 veces superior para un microorganismo en 

biofilm en comparación con su forma plantónica (Høiby et al., 2010; Patel, 2005). Los 

mecanismos asociados a esta resistencia antimicrobiana parecen ser multifactoriales y 

pueden variar de un organismo a otro. Estos mecanismos incluyen barreras de difusión 

físicas o químicas a la penetración del antimicrobiano, crecimiento lento del biofilm debido 

a limitación de nutrientes y oxígeno, activación de respuestas al estrés y aparición de 

“persistores” y fenotipos específicos, entre otros (Lewis, 2005; Mah y O’Toole, 2001; 

Patel, 2005; Stewart, 2002). A continuación, se detallan algunos de estos mecanismos: 

 

3.1. CÉLULAS PERSISTENTES 

 

La resistencia es la capacidad heredada o adquirida de los microorganismos para crecer en 

altas concentraciones de un antibiótico, independientemente de la duración del tratamiento, 

y se cuantifica por la CIM; mientras que la tolerancia es la capacidad, heredada o no, de los 

microorganismos para sobrevivir transitoriamente a altas concentraciones de un antibiótico 

sin un cambio en la CIM. En comparación con la resistencia y la tolerancia, que son 

atributos de toda la población bacteriana, la persistencia es la capacidad no heredable de 

una subpoblación (generalmente menos del 1%) para sobrevivir a la exposición a altas 

concentraciones de un antibiótico. La persistencia se observa típicamente cuando la 

mayoría de la población bacteriana muere rápidamente mientras que una subpoblación 

sobrevive, a pesar de que la población sea clonal. La curva de supervivencia en el tiempo 

presentará doble pendiente debido a la respuesta heterogénea de las subpoblaciones 

persistente y no persistente. Estas células “persistoras” entran espontáneamente en un 

estado de dormancia, donde no crecen ni mueren en presencia de agentes bactericidas, 

exhibiendo tolerancia a múltiples fármacos (Brauner et al., 2016; Lewis, 2005). 
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3.2. HETEROGENEIDAD, BAJA CONCENTRACIÓN DE OXÍGENO Y 

CRECIMIENTO LENTO  

 

Los diversos microambientes dentro del biofilm pueden afectar la acción de los 

antimicrobianos. Por ejemplo, la acumulación local de productos ácidos da lugar a 

gradientes de pH que podrían antagonizar directamente la acción de un antibiótico. Los 

gradientes en la concentración de oxígeno crean regiones anaerobias donde, por ejemplo, 

un antibiótico aminoglucósido es menos eficaz. El agotamiento de un sustrato o la 

acumulación de un producto inhibidor, podrían hacer que algunas bacterias entren en un 

estado de latencia sobre el que algunos antibióticos no pueden actuar. La baja velocidad de 

crecimiento de las bacterias en los biofilms maduros reduce la susceptibilidad de las 

bacterias a los antibióticos. Además, el ambiente osmótico dentro del biofilm puede ser 

alterado, cambiando las proporciones relativas de poros y reduciendo la permeabilidad de 

los antibióticos. Debido a esta diversidad de microambientes, la respuesta a los agentes 

antimicrobianos puede variar dependiendo de la ubicación de una célula particular dentro 

del biofilm (Høiby et al., 2010; Mah y O’Toole, 2001; Stewart, 2002). 

 

3.3. MUTACIONES  

 

Se ha reportado una mayor frecuencia de mutaciones en las bacterias que crecen en biofilm 

en comparación con las que crecen en estado planctónico. Se ha encontrado que la 

transferencia horizontal de genes y la transformación del ADN ocurren con mayor 

frecuencia y eficacia en los biofilms, tanto en ambientes naturales como en laboratorio. Se 

ha observado una fuerte relación entre la resistencia a los antibióticos y la hipermutabilidad. 

La alta tasa de mutación podría permitir a las bacterias dentro del biofilm expresar 

mecanismos de resistencia contra los antimicrobianos, como la producción de enzimas que 

degraden el antibiótico o la sobreexpresión de bombas de eflujo (Driffield et al., 2008; 

Høiby et al., 2010; Molin y Tolker-Nielsen, 2003).  
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3.4. COMPONENTES DE LA MATRIZ DEL BIOFILM  

 

Se ha sugerido que la matriz impide o limita el acceso de los antimicrobianos a las células 

bacterianas dentro del biofilm, ya que los compuestos pueden reaccionar con los 

componentes de la matriz y además, difundir con dificultad (Mah y O’Toole, 2001). La 

velocidad del transporte de los agentes antimicrobianos dentro del biofilm es importante. Si 

la velocidad de penetración del antibiótico a través del biofilm disminuye con relación a la 

velocidad de transporte a través de un líquido, los microorganismos estarían expuestos 

inicialmente a una baja concentración del antibiótico, que aumentaría gradualmente con el 

tiempo, lo que les daría tiempo para generar una respuesta adaptativa. Se ha encontrado que 

esta disminución en la difusión del antimicrobiano podía ser específica de la interacción 

agente-biofilm (Van Acker et al., 2014). 

 

Se ha estudiado extensamente el papel de los polisacáridos de la matriz en la limitación a la 

penetración de antibióticos en biofilms formados por cepas mucoides de P. aeruginosa. En 

estos biofilms, la penetración de aminoglucósidos como gentamicina y tobramicina es 

considerablemente más lenta que la de los antibióticos β-lactámicos, ya que los 

aminoglucósidos se unen al alginato (Gordon et al., 1988; Nichols et al., 1989; Van Acker 

et al., 2014). Recientemente se encontró que los componentes de la matriz extracelular de 

biofilms de cepas no mucoides de P. aeruginosa también desempeñan un papel importante 

en la protección de las células contra los antibióticos. La tobramicina cargada 

positivamente, fue secuestrada en la periferia del biofilm, mientras que la ciprofloxacina 

con carga neutra, penetró fácilmente (Tseng et al., 2013). En estas cepas no mucoides, se ha 

identificado que el exopolisacárido de carga neutra Psl puede secuestrar varios antibióticos, 

posiblemente debido a las interacciones electroestáticas. Billings y colaboradores (2013) 

encontraron que una mutación en la producción de Psl en estas cepas, aumentó la 

sensibilidad a los antibióticos cargados positivamente como la colistina, tobramicina y 

polimixina. El exopolisacárido Pel, también está involucrado en la protección contra los 

aminoglucósidos. Colvin y colaboradores (2012), reportaron que una mutación en la 

expresión de Pel en la cepa PA14, hizo al biofilm más susceptible a la tobramicina y 

gentamicina, sin afectar la susceptibilidad a la ciprofloxacina; mientras que la 
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sobreexpresión de Pel en las cepas PAO1 y PA14 condujo a una tolerancia elevada a la 

tobramicina y gentamicina. 

 

3.5. BOMBAS DE EFLUJO  

 

Se ha estudiado el papel de las bombas de eflujo en la resistencia a los antimicrobianos en 

bacterias Gram negativas y su importancia en la supervivencia de subpoblaciones 

particulares en biofilms. Se ha reportado un aumento en la expresión de bombas de eflujo 

en biofilms. P. aeruginosa contiene al menos 12 operones que codifican para bombas que 

están involucradas en el eflujo de una amplia gama de sustratos, como aminoglucósidos, β-

lactamicos, cefalosporinas, cloramfenicol, fluoroquinolonas y tetraciclinas (Høiby et al., 

2010; Mah y O’Toole, 2001; Van Acker et al., 2014). 

 

3.6. PROTECCIÓN CONTRA EL ESTRÉS OXIDATIVO  

 

Muchos de los antibióticos como los β-lactámicos, fluoroquinolonas y aminoglucósidos, 

inducen la formación de radicales hidroxilo y crean un ambiente intracelular que promueve 

la formación de especies reactivas de oxígeno (ROS, sigla del inglés “reactive oxygen 

species”) altamente deletéreas para la célula. En los biofilms, son necesarias 

concentraciones más altas de antibióticos para inducir la producción de ROS y muchas 

veces no se forman en áreas con baja actividad metabólica o con condiciones anaeróbicas 

(Battán et al., 2004; Jensen et al., 2014; Van Acker et al., 2014). En P. aeruginosa y E. 

coli, la respuesta estricta (SR sigla del inglés “stringent response”) es un mecanismo 

regulador que coordina las adaptaciones fisiológicas a la falta de nutrientes y otros estreses. 

Algunos estudios han explorado el vínculo entre la SR y el control de las vías de estrés 

oxidativo y encontraron que la SR mantiene bajos los niveles de ROS, manteniendo niveles 

adecuados de catalasa y superóxido dismutasa (Khakimova et al., 2013; Van Acker et al., 

2014). 
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4. PROBLEMAS QUE CAUSA LA FORMACIÓN DE UN BIOFILM 

 

Cualquier superficie biótica o abiótica animal, mineral o vegetal, tiene potencial para la 

colonización bacteriana y la formación de biofilm, incluyendo cascos de barcos, 

oleoductos, rocas en arroyos, lentes de contacto, implantes biomédicos y dispositivos 

transcutáneos, entre otros (Dunne, 2002). 

 

Los biofilms son de gran interés en el área de la medicina. Se desarrollan sobre superficies 

inertes o sobre tejido vivo o muerto, y ocurren comúnmente en dispositivos médicos como 

catéteres, prótesis e implantes. Prácticamente todos los fluidos corporales proporcionan 

nutrientes para el crecimiento microbiano, por lo que en la mayoría de los dispositivos 

médicos, plásticos y metálicos, se podrían formar estas comunidades (Costerton et al., 

1995; Davey y O’toole, 2000). Por ejemplo, la formación de biofilm sobre las válvulas 

cardíacas es la principal causa de endocarditis en los pacientes que han sido sometidos a 

sustitución de válvula (Hyde et al., 1998). Hasta ahora, los instrumentos médicos han sido 

esterilizados por autoclavado o con agentes gaseosos como el óxido de etileno y el dióxido 

de cloro. Sin embargo, la corrosión y la adhesión y crecimiento microbianos se producen 

dentro del cuerpo humano, dificultando los tratamientos de las superficies de los 

dispositivos para prevenir o destruir la adhesión celular. Los revestimientos con protectores 

catódicos y la aplicación de un campo eléctrico han sido utilizados para prevenir la 

corrosión y la formación de biofilms en superficies metálicas y catéteres (de Carvalho, 

2007).  

 

Además, los biofilms son responsables de diversas enfermedades como la otitis media y 

juegan un rol importante en la fibrosis quística, en la enfermedad del legionario y  la 

formación de placa dental, entre otras. La formación de estas comunidades sésiles y su 

resistencia a los agentes antimicrobianos son la raíz de muchas infecciones bacterianas 

persistentes y crónicas. Alrededor del 90% de las infecciones en humanos y el 65% de las 

infecciones nosocomiales son debidas a biofilms de acuerdo a los Institutos Nacionales de 

Salud (NIH) y el Centro de Control de Enfermedades de los Estados Unidos. Los 

antibióticos estándar son más efectivos contra las células planctónicas, dejando que las 
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formas sésiles se propaguen y se difundan nuevamente al terminar el tratamiento, dando 

como resultado la reaparición de los síntomas. Generalmente, el sistema inmunológico no 

puede controlar las infecciones causadas por biofilms. Las células bacterianas sésiles 

liberan antígenos y estimulan la producción de anticuerpos, pero éstos no son eficaces 

contra las bacterias dentro del biofilm y pueden causar daño a los tejidos circundantes 

(Figura 6) (Costerton et al., 1999; Davey y O’toole, 2000). 

 

 

Figura 6. Diagrama de un biofilm en un implante. A. Las bacterias planctónicas pueden ser 

eliminadas por anticuerpos y fagocitos y son susceptibles a antibióticos. B. Los biofilm 

formados sobre una superficie son resistente a anticuerpos, fagocitos y antibióticos. C. Los 

fagocitos son atraídos por el biofilm; no pueden fagocitar las bacterias, pero liberan 

enzimas fagocíticas. D. Las enzimas liberadas dañan el tejido circundante. Finalmente, se 

liberan células planctónicas del biofilm, lo que causa diseminación e infección en tejidos 

vecinos. 

 

En la industria, además de causar problemas en la higiene, los biofilms pueden causar 

pérdidas de energía, corrosión y bloqueos en los condensadores, refrigerantes, circuitos de 

agua y tubos de intercambio de calor, entre otros. En la industria alimentaria, reducen la 

vida útil del alimento y aumentan el riesgo de transmisión de enfermedades. Afectan 

industrias como las cerveceras, lácticas y cárnicas, entre otras. Actualmente, las estrategias 

de control microbiano no son lo suficientemente eficaces para proporcionar una 
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erradicación completa de los biofilms sin afectar las cualidades del producto (Chmielewski 

y Frank, 2003; Tiina y Gun, 1992). 

 

 

5. ERRADICACIÓN Y CONTROL DE BIOFILMS  

 

Se han realizado muchos estudios para la erradicación y control de los biofilms. Lo primero 

y más importante es prevenir la formación de éstos mediante la limpieza y desinfección 

periódica, la limitación de nutrientes, el control de la temperatura, el diseño de equipos, la 

selección de materiales superficiales que no favorezcan la adhesión y la incorporación de 

productos antimicrobianos o modificación de las propiedades fisicoquímicas de las 

superficies (de Carvalho, 2007; Chmielewski y Frank, 2003; Srey et al., 2013). La 

remoción y erradicación de biofilms ya establecidos requiere de tratamientos más severos, 

entre los que se encuentra el uso de biocidas altamente oxidantes y aplicación de fuerzas 

mecánicas, pero la mayoría de las veces no es posible eliminarlos. Los métodos 

convencionales de control de bacterias en vida libre por medios químicos, físicos o 

biológicos son a menudo ineficaces para biofilms, ya que las células sésiles muestran 

propiedades diferentes a las planctónicas y son resistentes a casi todas las formas de 

esterilización. Si un biofilm se enfrenta a altas concentraciones de un producto 

antimicrobiano, las células susceptibles serán erradicadas, pero algunas células pueden ser 

resistentes, lo que permitiría que el biofilm sobreviva y se desarrolle nuevamente (Stewart y 

Costerton, 2001). 

 

Muchos productos químicos diferentes pueden usarse en la limpieza y desinfección, 

incluyendo agentes tensioactivos o productos alcalinos. La eficacia de los desinfectantes 

está limitada por la presencia de material orgánico como grasas, carbohidratos y materiales 

a base de proteínas. Además, el pH, la temperatura, la dureza del agua, los inhibidores 

químicos, la concentración y el tiempo de contacto son factores importantes que influyen en 

la eficacia de la desinfección (Srey et al., 2013).  
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Para erradicar un biofilm ya establecido, el biocida o desinfectante debe penetrar o disolver 

las EPS y tener acceso a las células microbianas. Hay muchos tipos de desinfectantes 

incluyendo cloro, peróxido de hidrógeno, yodo, ozono, ácido peracético, entre otros 

(Chmielewski y Frank, 2003; Simões et al., 2006; Srey et al., 2013). El hipoclorito de sodio 

es un compuesto químico que se ha utilizado para desinfectar superficies. Toté y 

colaboradores (2010), reportaron su actividad sobre la reducción de la matriz y las células 

de biofilms de S. aureus y P. aeruginosa. El peróxido de hidrógeno, es uno de los 

desinfectantes más utilizado por su alta capacidad oxidante y la producción de radicales 

libres. Se ha reportado su uso como desinfectante contra algunos biofilms (de Carvalho, 

2007; Srey et al., 2013; Toté et al., 2010). El ozono, es un agente antimicrobiano con 

propiedades oxidantes que puede romper la membrana celular (Khadre et al., 2001). La 

inactivación bacteriana por el ozono es un proceso complejo debido a que éste ataca 

numerosos constituyentes celulares incluyendo proteínas, lípidos de la membrana celular, 

peptidoglicanos, enzimas y ácidos nucleicos (Ishizaki et al., 1981; Khadre et al., 2001; Rey 

et al., 1995). Se han informado reducciones significativas de algunos biofilms tratados con 

ozono (Dosti et al., 2005; Srey et al., 2013). El ácido peracético es un agente 

antimicrobiano altamente oxidante que no puede ser desactivado por catalasa y peroxidasas. 

Pero, a pesar de sus propiedades como agente antimicrobiano, se ha reportado que éste es 

ineficaz contra los biofilms (Królasik et al., 2010; Toté et al., 2010). Muchos de estos 

desinfectantes no logran disolver completamente la matriz y penetrar hasta las células, por 

lo que no erradican el biofilm. Además, la mayoría de estos productos químicos no son 

adecuados para muchas aplicaciones y pueden generar productos tóxicos o mutagénicos, 

por lo que representan un peligro para el medio ambiente y la salud humana (Brelles-

Mariño, 2012; Simões et al., 2010). 

 

Otra técnica utilizada para el control de biofilm es la ultrasonicación. Esta técnica genera 

ciclos de ondas de alta y baja presión en el líquido sonicado que pueden romper las paredes 

celulares. Además, Peterson y Pitt (2000), reportaron que el ultrasonido aumentó la eficacia 

de los antibióticos contra biofilms de E. coli. Propusieron que el ultrasonido mejora la 

difusión del oxígeno en la matriz del biofilm, lo que permite mayor actividad celular dentro 

del biofilm y facilita la acción de los antibióticos. La desventaja de esta técnica es que es 
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difícil de aplicar en la industria y en muchos dispositivos médicos, debido a sus costos, a la 

limitación en el tamaño de la muestra a sonicar y además, no todos los dispositivos pueden 

ser sonicados.  

 

Se han utilizado detergentes a base de enzimas para el control de biofilms. Debido a la 

heterogeneidad de las EPS, es necesaria una mezcla de enzimas para su degradación. 

Generalmente, se han utilizado proteasas y enzimas hidrolizantes de polisacáridos. Además, 

se ha reportado la combinación de enzimas con surfactantes, tensioactivos y 

antimicrobianos para mejorar su eficacia contra los biofilm. Sin embargo, el uso de enzimas 

es limitado debido a los altos costos de estas (de Carvalho, 2007; Meyer, 2003; Simões et 

al., 2010). 

 

Los bacteriófagos son virus que infectan bacterias y pueden proporcionar un enfoque 

altamente específico, no tóxico y factible para controlar y erradicar biofilms; pero es una 

tecnología que aún está siendo desarrollada y son necesarios más estudios (Sillankorva et 

al., 2004; Sutherland et al., 2004). La infección de las células del biofilm por los fagos está 

condicionada por su composición química y factores ambientales como temperatura, etapa 

de crecimiento, medio de cultivo y concentración de fagos. Sillankorva y colaboradores 

(2004), encontraron que los fagos eliminaron hasta un 80% de las células de un biofilm de 

P. fluorescens.  

 

La existencia de interacciones entre especies y la producción de metabolitos pueden ayudar 

a prevenir la formación de biofilms y podrían proporcionar una nueva línea de estrategias 

eficaces para su control, pero son necesarios más estudios para su aplicación. Por ejemplo, 

los sideróforos son un factor de virulencia en muchos microorganismos y puede actuar 

como molécula de biocontrol. Gram (1993), encontró que los sobrenadantes de un cultivo 

de Pseudomonas spp. inhibieron el crecimiento de Shewanella putrefacianos. Otro ejemplo 

es la producción de moléculas de señalización celular. Una buena comprensión del 

fenómeno de quórum sensing y la identificación de productos que puedan inhibirlo se 

podrían utilizar para el control de biofilms (Simões et al., 2010).  
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El uso de calor húmedo y presión en autoclaves es un método barato para muchas 

aplicaciones. Sin embargo, no puede aplicarse a todas las situaciones o a todos los 

materiales, como es el caso de algunos dispositivos médicos, prótesis y materiales 

termosensibles o de tejidos vivos como quemaduras. Los productos químicos, como el 

óxido de etileno, permiten la desinfección a baja temperatura, pero suelen ser mutagénicos 

y carcinogénicos (Brelles-Mariño, 2012).  

 

Otra tecnología que se ha utilizado es la radiación gamma. Este método puede aplicarse en 

algunos casos, pero no en todos. Requiere equipos e instalaciones especiales y personal 

altamente capacitado, lo cual lo hace costoso; además de dañar en cierta medida la 

superficie de los objetos y afectar las propiedades de los polímeros. Por otro lado, la 

radiación UV no alcanza a penetrar a través del biofilm, ya que la profundidad de acción de 

los fotones UV se limita a una capa de 1 µm (Moisan et al., 2001). 

 

En casi todos los campos afectados por los biofilms se buscan enfoques para su prevención, 

remoción y eliminación, ya que ninguna estrategia es efectiva en todos los casos. La mayor 

resistencia de los biofilm a los tratamientos convencionales aumenta la necesidad de 

desarrollar nuevas estrategias de control. Una técnica alternativa para la inactivación de 

biofilms es el uso de plasmas no térmicos de descarga de gases, también llamado plasma 

frío a presión atmosférica. El plasma, ofrece una buena alternativa a los métodos 

convencionales de esterilización, ya que contiene una mezcla de agentes reactivos como 

radicales libres, partículas cargadas y fotones UV, entre otros; conocidos por su potencial 

de descontaminación frente a microorganismos (Becker et al., 2005; Abramzon et al., 2006; 

Akishev et al., 2008, 2009). Además, podría ser una técnica apropiada para la esterilización 

de material termosensible ya que trabaja a temperaturas relativamente bajas (≤50 °C), y es 

segura tanto para el operador como para el paciente (Moisan et al., 2001). 
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6. PLASMA FRÍO A PRESIÓN ATMOSFERICA  

 

El plasma fue descubierto por primera vez en 1897 por William Crookes (Crookes, 1878) y 

en 1929 este término fue introducido en la física (Tonks y Langmuir, 1929). Es considerado 

como el cuarto estado de la materia, donde con el aumento del nivel de energía, el estado de 

la materia pasa de sólido a líquido, a gaseoso y finalmente a plasma (Figura 7) (Liao et al., 

2017). El plasma es un gas ionizado (total o parcialmente) que posee átomos, iones, 

electrones, fotones y átomos en sus estados fundamentales o excitados. Según la 

temperatura de los electrones (Te), se pueden agrupar en plasmas de baja temperatura (Te 

entre 104 y 105 K) y de alta temperatura (Te entre 106 y 108 K) (Bogaerts et al., 2002; 

Fridman et al., 2005; Liao et al., 2017). El plasma de alta temperatura se encuentra en 

equilibrio térmico (los electrones están a casi la misma temperatura que las partículas 

pesadas como iones, moléculas neutras y átomos) y su temperatura alcanza valores de 

varios miles de grados Kelvin. En contraste, en el plasma de baja temperatura también 

llamado plasma frío, la mayor parte de la energía se transmite a los electrones y sólo la Te 

alcanza valores altos. En este caso, las partículas neutras y los iones tienen una energía 

insignificante y permanecen fríos, dando como resultado una temperatura del gas baja (Tg≤ 

50 °C). Además, la presión en el plasma juega un papel importante en el equilibrio térmico: 

altas presiones en el gas implican muchas colisiones en el plasma y un alto intercambio de 

energía entre las especies, mientras que bajas presiones implican pocas colisiones, un bajo 

intercambio de energía y consecuentemente diferentes temperaturas entre la especies del 

plasma (Bogaerts et al., 2002). 

 

Los plasmas fríos generados a presión atmosférica consisten en varios agentes activos, 

como fotones UV, átomos y moléculas neutras o excitadas, iones negativos y positivos, 

radicales y electrones libres. Los agentes activos producidos dependen de los parámetros de 

generación de la descarga, como la composición del gas, caudal del flujo, humedad, 

temperatura y propiedades de excitación. Entre las especies reactivas se encuentran formas 

activas de moléculas y átomos de oxígeno (ROS), como oxígeno atómico (O), anión 

superóxido (O2•
−) y ozono (O3); especies reactivas del nitrógeno (RNS, sigla del inglés 

“reactive nitrogen species”) como nitrógeno atómico (N), moléculas de nitrógeno excitado 
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(N2) y óxido nítrico (NO); y si hay humedad se puede generar H2O
+, ion o radical hidroxilo 

(OH- o OH•, respectivamente) y peróxidos (O2
−2 o H2O2) (Scholtz et al., 2015). 

Recientemente, estos plasmas han recibido mayor atención debido a su uso potencial en 

varias aplicaciones como fuentes de luz, modificación de superficies y descontaminación 

química y biológica (Ehlbeck et al., 2011; Liao et al., 2017; Scholtz et al., 2015).  

 

 

Figura 7. Esquema de los estados de la materia. Al aumentar el nivel de energía las 

moléculas del sólido se liberan de su estructura cristalina y forman el estado líquido, que 

luego se dispersan en el espacio y pasan al estado gaseoso, y finalmente, con suficiente 

energía, el gas es ionizado y pasa al estado de plasma (Liao et al., 2017). 

 

En los últimos años, se han desarrollado varias tecnologías de esterilización no térmica, 

tales como el tratamiento a altas presiones, radiación gamma y ultravioleta, ultrasonido, 

campo eléctrico pulsado, agua electrolizada y plasmas fríos. Entre las técnicas de 

esterilización, estos plasmas son una nueva tecnología de esterilización con un enorme 

potencial debido a su alta eficiencia, mínimos efectos secundarios y a la mezcla de agentes 

activos con capacidad antimicrobiana. La baja temperatura de trabajo es la característica 

principal de los plasmas fríos, lo que permite el tratamiento de material termosensible y su 

uso sobre tejidos vivos. Además, no generan productos tóxicos, producen daños mínimos o 

nulos a los productos, son seguros tanto para el operador como para el paciente y son de 

bajo costo de operación (Laroussi, 2002; Liao et al., 2017; Scholtz et al., 2015). En 

medicina, han surgido como alternativa para tratar heridas crónicas e infecciones y 

regeneración de la piel, acelerar la coagulación de la sangre, tratamiento para el cáncer, 

aplicaciones odontológicas y desarrollo de nuevos fármacos (Fridman et al., 2007, 2008; 

Keidar et al., 2013; Sladek et al., 2004; Stoffels, 2006).  
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6.1. GENERACIÓN DE PLASMAS FRÍOS A PRESIÓN ATMOSFÉRICA  

 

El plasma puede ser generado por diferentes métodos, incluyendo descarga de gases, 

fotoionización, radiación térmica y radiofrecuencias, entre otros. Entre estos métodos, la 

descarga de gases es la forma más común para generar los plasmas fríos. En la descarga de 

gases se da la ruptura de un gas neutro en presencia de un campo eléctrico externo. La 

energía del campo eléctrico es acumulada por los electrones a través de colisiones y solo 

una fracción de la energía es transferida a otras partículas, resultando en un estado no 

térmico del plasma. Las descargas se clasifican según el comportamiento temporal del 

campo eléctrico como descargas de corriente continua, alterna o pulsadas (Conrads y 

Schmidt, 2000; Liao et al., 2017; Scholtz et al., 2015). 

 

Los dispositivos comunes para generar los plasmas fríos incluyen descarga de barrera 

dieléctrica (DBD), descarga de barrera resistiva (RBD), descarga corona, descarga 

lumínica, descarga de radiofrecuencia (RFD) y jet a presión atmosférica (APPJ). 

Actualmente, la DBD y el APPJ son los dispositivos más utilizados y estudiados, debido 

principalmente a su diseño simple y a la posibilidad de adaptarse a múltiples objetivos y 

requerimientos. La DBD, también llamada descarga silenciosa, tiene las ventajas de 

producir plasmas estables y uniformes y trabajar a una temperatura relativamente baja y a 

presión atmosférica. Mientras que el APPJ requiere un flujo de gas auxiliar para empujar 

las partículas activas generadas fuera del área del electrodo (Bourke et al., 2017; Liao et al., 

2017; Scholtz et al., 2015). 

 

6.2. DBD 

 

Las DBD se conocen desde hace más de un siglo. Los primeros reportes fueron hechos en 

1857 (Siemens, 1857) y la DBD fue investigada inicialmente por su producción de ozono. 

En la DBD se aplica una tensión alterna o pulsada entre dos electrodos separados por un 

espacio estrecho y donde al menos uno de los electrodos está cubierto por un material 

dieléctrico como vidrio o plástico. Existen muchas configuraciones de electrodos, pero las 

más comunes son planas o cilíndricas. Para generar esta descarga, es necesario un voltaje 
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de 1-100 kV y una frecuencia de 50 Hz a 1 MHz. Cuando el campo eléctrico en el espacio 

de la descarga es lo suficientemente alto, induce la rotura del gas y se generan un gran 

número de canales o filamentos de descarga individuales entre los electrodos. La descarga 

puede ser producida en aire ambiental o en un gas que fluye a través de los electrodos y 

puede aplicarse directa o indirectamente sobre la muestra (Conrads y Schmidt, 2000; Gaunt 

et al., 2006; Kogelschatz, 2003; Laroussi, 2002; Ziuzina et al., 2014).  

 

En una DBD operada en aire, las condiciones de la descarga tienen que ser optimizadas 

para excitar y disociar las moléculas de oxígeno y nitrógeno. Inicialmente, la energía 

ganada por los electrones en el campo eléctrico se utiliza para generar estados atómicos y 

moleculares excitados. Luego, las reacciones químicas se inician principalmente por el 

impacto de los electrones con el oxígeno y nitrógeno. Las especies reactivas más comunes 

en este tipo de descarga son el ozono, el oxígeno atómico, el radical hidroxilo y diversas 

especies de óxidos de nitrógeno (NO, N2O, NO3 y N2O5) entre otros ( Gaun, et al., 2006; 

Kogelschatz, 2003). 

 

 

7. INACTIVACIÓN MICROBIANA POR PLASMA FRÍO A PRESIÓN 

ATMOSFERICA  

 

Los plasmas fríos a presión atmosférica han evolucionado rápidamente como tecnología 

para la descontaminación microbiana en superficies, dispositivos médicos, materiales 

termosensibles, aguas residuales y superficies de alimentos frescos y procesados (Afshari y 

Hosseini, 2013; Alkawareek et al., 2012a; Bourke et al., 2017; Rowan et al., 2007). Desde 

el primer reporte de su aplicación como agente antimicrobiano (Menashi, 1968), se han 

investigado los procesos físicos, químicos y biológicos responsables de la esterilización 

(Ehlbeck et al., 2011; Laroussi, 2002; Laroussi et al., 2000; Lee et al., 2006; Moisan et al., 

2001). La composición química de los plasmas fríos es compleja y los múltiples agentes 

reactivos juegan un papel, independientemente o en sinergia, en la inactivación microbiana 

(Bourke et al. 2017). La mayoría de los trabajos que estudian el efecto del plasma sobre las 

células bacterianas se han realizado con microorganismos planctónicos o esporas. Aunque 
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el rol de cada agente antimicrobiano y el proceso de inactivación aún no están claros y 

siguen en estudio (Graves, 2012; Moisan et al., 2001, 2009; Yousfi et al., 2014), se han 

propuesto algunos mecanismos de inactivación de células plantónicas por plasmas fríos a 

presión atmosférica, que pueden ser tanto biológicos como físicos. 

 

Entre los mecanismos biológicos se encuentran el daño al ADN por la radiación UV, el 

daño oxidativo de la membrana y los componentes intracelulares como ADN, proteínas y 

carbohidratos; y más recientemente se ha planteado un mecanismo similar a la muerte 

celular programada. Se ha planteado que la degradación del material genético por radiación 

UV podría ser uno de los mecanismos de acción del plasma sobre los microorganismos. La 

luz UV, especialmente a alrededor de los 260 nm, puede resultar en la formación de 

dímeros de pirimidinas (timina-timina, timina-citosina o citosina-citosina); y dañar 

gravemente la capacidad de reparación y replicación del ADN. Los fotones de alta energía 

de la luz UV producen fuertes efectos bactericidas ya que su longitud de onda corresponde 

al máximo de absorción del ADN (Liao et al., 2017; Moisan et al., 2001, 2002). Sin 

embargo, muchos estudios han demostrado que la radiación UV no es el mecanismo 

principal y que muchas veces no tiene efecto sobre la erradicación microbiana, 

posiblemente debido a que la profundidad de acción de los fotones UV se limita a una capa 

de un micrómetro. Por lo cual, se ha propuesto que la luz UV tiene un efecto sinérgico con 

las demás especies activas del plasma (Dobrynin et al., 2009; Laroussi y Leipold, 2004; 

Machala et al., 2010; Pavlovich et al., 2013; Scholtz et al., 2015). 

 

El estrés oxidativo puede provocar daños en los lípidos, ADN, proteínas y carbohidratos. 

Un daño excesivo de estas macromoléculas puede llevar a que la célula no pueda repararse 

y consecuentemente representar la muerte celular (Cabiscol et al., 2000; Gaunt et al., 

2006). De los componentes celulares, los lípidos de membrana, especialmente los ácidos 

grasos poliinsaturados, son los más vulnerables debido a su ubicación cerca de la superficie 

celular y su sensibilidad a las ROS. La peroxidación lipídica genera productos que son más 

cortos que los ácidos grasos insaturados iniciales, comprometiendo la integridad estructural 

de la membrana celular y creando un desequilibrio osmótico, que finalmente conlleva a la 

lisis celular (Gaunt et al., 2006; Farr y Kogoma, 1991). El estrés oxidativo también induce 
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la modificación estructural de las proteínas, produciendo cambios funcionales que pueden 

alterar el metabolismo celular. Digel y colaboradores (2005), revelaron que la modificación 

química y la degradación de las proteínas de membrana causadas por la exposición al 

plasma, podrían ser causadas por los radicales hidroxilo generados. Además, durante la 

peroxidación lipídica se forman aldehídos que son muy reactivos y pueden causar daños en 

las proteínas. Además, las ROS puede causar numerosos tipos de lesiones en el ADN, a 

través de reacciones con las bases y azúcares (Berlett y Stadtman, 1997). Recientemente, se 

ha propuesto que uno de los mecanismos de inactivación microbiana puede ser la inducción 

de la muerte celular programada bacteriana, debida a la producción intracelular de ROS 

inducida por el plasma (Bayles, 2014; Li et al., 2015; Liao et al.,2017).  

 

Entre los mecanismos físicos de erradicación microbiana por plasma frío, se encuentran la 

alteración electrostática y la electroporación. Se ha propuesto que las fuerzas electrostáticas 

producidas por la acumulación de partículas cargadas generadas a partir del plasma causan 

la disrupción de la membrana celular y consecuentemente la muerte de la célula. Cuando la 

fuerza electrostática aumenta y supera la resistencia a la tracción, la pared celular se 

desestabiliza y se agrieta fácilmente. Luego, las estructuras rígidas de la pared bacteriana se 

destruyen electrostáticamente debido a la repulsión mutua de los iones retenidos en la 

superficie celular (Lunov et al., 2015; Mendiset al., 2000). Además, el campo eléctrico al 

que se someten los microorganismos durante el tratamiento con plasma, genera un 

fenómeno llamado electroporación, donde se forman poros en la membrana celular, que 

conduce a la filtración del contenido y a la muerte del microorganismo (Laroussi, 2002; 

Lunov et al., 2016; Liao et al., 2017). 

 

Los mecanismos mencionados anteriormente se refieren a investigaciones realizadas sobre 

la erradicación bacteriana de células plantónicas por plasma frío, mientras que los 

mecanismos que conducen a la inactivación de biofilms aún no están claros. Se han 

propuesto varias vías de inactivación, entre las que se encuentra la alteración de la 

integridad y disrupción de la membrana celular y los componentes celulares, reducción del 

espesor del biofilm y disminución de la cultivabilidad y actividad metabólica de las células 
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(Vandervoort et al., 2008; Joaquin et al., 2009; Zelaya et al., 2012; Vandervoort y Brelles-

Mariño, 2014; Ziuzina et al., 2014, 2015; Khan et al., 2016). 

 

La inactivación de biofilms mediante plasma se ha comenzado a estudiar desde mediados 

de la década pasada y el grupo de la Dra. Brelles-Mariño en la Universidad del Estado de 

California fue pionero en esta línea (Abramzon et al., 2006, Brelles-Mariño et al., 2005, 

Joaquín et al., 2009; Kamgang et al., 2007, Vandervoort et al., 2008, Zelaya et al 2010). 

Desde entonces, se ha incrementado el número de investigaciones dirigidas a entender la 

inactivación de biofilms mediante plasma, y muchas de ellas se han centrado en la 

erradicación de biofilms de P. aeruginosa (Allesen-Holm et al., 2006; Zelaya et al., 2010; 

Vandervoort y Brelles-Mariño, 2014; Ziuzina et al., 2015; Gabriel et al., 2016; Ben 

Belgacem et al., 2016; Modic et al., 2017) 

 

Aunque se ha reportado la eficiencia del plasma para la inactivación de biofilms, poco se 

sabe acerca de los mecanismos que explican este fenómeno. La aplicabilidad del método, 

tanto para distintos microorganismos como superficies, depende no solo de un mayor 

conocimiento acerca de los distintos tipos de dispositivos de generación de plasma, sus 

diferentes composiciones químicas y de las condiciones que resultan en inactivación del 

biofilm, sino también de los mecanismos que producen la inactivación celular. La hipótesis 

general de la presente tesis doctoral es que el plasma frío de descarga de gases representa 

una herramienta útil para la inactivación de biofilms de P. aeruginosa. Además, se espera 

dilucidar algunos de los aspectos de los mecanismos que explican la inactivación de biofilm 

por plasma. 
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Hipótesis y objetivo general.  

 

Los métodos convencionales de destrucción de bacterias en vida libre, tales como agentes 

antimicrobianos y desinfección, suelen ser inefectivos con bacterias que forman un biofilm. 

Por lo tanto, la capacidad de destruir estas estructuras demanda el desarrollo de nuevas 

técnicas. La hipótesis de trabajo es que el plasma de descarga de gases es útil para la 

inactivación de biofilms bacterianos. Como objetivo general, se espera dilucidar algunos de 

los aspectos del mecanismo o los mecanismos que explica/n la inactivación de biofilm por 

plasma.  

 

 

Objetivos específicos.  

 

Resultados del grupo de la Dra. Brelles-Mariño en la Universidad del Estado de California 

demostraron la eficacia del plasma para la inactivación de biofilms. Sin embargo, poco se sabe 

acerca de los mecanismos que explican el fenómeno. Para que el método sea aplicable a distintos 

microorganismos y superficies, es preciso conocer las condiciones y los mecanismos a través de los 

cuales las bacterias son inactivadas. Además, en los experimentos preliminares se utilizó solo un 

sistema de producción de plasma y es posible que otros sean económicamente más ventajosos. En 

colaboración con los Dres. Kelly y Grondona (INFIP- UBA/CONICET) se desarrolló una fuente de 

plasma que opera en aire comprimido y se probó con los biofilms de Pseudomonas aeruginosa.  

 

Los objetivos específicos de este trabajo son: 

 

Objetivo específico 1): Estudiar la adhesión de biofilms bacterianos en distintas superficies 

abióticas y condiciones de crecimiento.  

 

Objetivo específico 2): Estudiar la arquitectura de los biofilms bacterianos en combinaciones 

selectas superficie abiótica-condición de crecimiento. 

 

Objetivo específico 3): Estudiar la cinética de inactivación de biofilms luego del tratamiento con 

plasma.  
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Objetivo específico 4): Estudiar la fisiología del biofilm luego del tratamiento con plasma.  

 

Objetivo específico 5): Evaluar el efecto del plasma frío a presión atmosférica sobre la 

penetración de antibióticos en biofilms de P. aeruginosa.  
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CAPACIDAD DE FORMACIÓN DE BIOFILM DE Pseudomonas aeruginosa EN 

TRES SUPERFICIES ABIÓTICAS, DOS MEDIOS DE CULTIVO Y DOS 

CONDICIONES DE CRECIMIENTO 

 

RESUMEN 

 

Aunque los microorganismos pueden existir de forma independiente como células en vida 

libre o planctónicas, generalmente se encuentran formando parte de manera integral de una 

comunidad. Un biofilm es una comunidad microbiana en la cual los microorganismos están 

adheridos irreversiblemente a un sustrato o interfase y entre sí, e inmersos en una matriz de 

sustancias poliméricas extracelulares que ellos mismos han producido. Los 

microorganismos dentro del biofilm expresan características fenotípicas diferenciales con 

respecto a sus células planctónicas respectivas. Los biofilms pueden estar formados por una 

única especie o bien por múltiples especies de un tipo de microorganismo, por 

microorganismos de distintos géneros, o por diferentes grupos de organismos (hongos, 

algas y protozoos). La mayoría de los biofilms bacterianos de origen natural son de 

especies mixtas. Sin embargo, los biofilms de una sola especie, como los de Pseudomonas 

aeruginosa, son clínicamente importantes. El objetivo de este trabajo fue evaluar la 

formación de biofilms de P. aeruginosa en varios escenarios, incluyendo medio rico y 

mínimo, tres superficies abióticas y dos sistemas de cultivo diferentes (discontinuo y 

continuo). No se ha reportado en la literatura la influencia de este conjunto de factores en la 

formación de biofilms de P. aeruginosa. 

 

La mejor formación de biofilm, medida como adhesión a la superficie, se obtuvo en acero 

inoxidable, medio mínimo y cultivo continuo, mientras que el vidrio fue la mejor superficie 

para el cultivo batch. Proponemos que la fijación inicial de las células al vidrio se produce 

por interacciones hidrofílicas entre los óxidos del borosilicato y las estructuras superficiales 

de las bacterias, más la contribución de los iones del medio de cultivo mínimo. A medida 

que se agotan los nutrientes en el cultivo batch, los ramnolípidos que son sintetizados a lo 

largo del desarrollo del biofilm, dejan de ser producidos y la concentración de 

exopolisacáridos alcanza una meseta. En el cultivo continuo, el suministro de nutrientes 
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favorece la síntesis de exopolisacáridos y ramnolípidos y las interacciones hidrofóbicas 

entre los ramnolípidos y las superficies serían frecuentes. La rugosidad de los cupones de 

acero inoxidable en comparación con los de policarbonato podría explicar la mejor 

adhesión a esta superficie. La adhesión bacteriana y la formación de biofilm son procesos 

multifactoriales, donde algunos factores contribuyen en etapas tempranas y otros en etapas 

posteriores. 

 

 

1.  INTRODUCCIÓN 

 

Un nuevo campo de investigación ha surgido en las últimas décadas: la 

Sociomicrobiología. Este término fue acuñado por Parsek y Greenberg para referirse a los 

sistemas de comunicación y el comportamiento cooperativo en el mundo microbiano 

(Parsek y Greenberg, 2005). Aunque los microorganismos pueden existir de forma 

independiente como células planctónicas, generalmente se encuentran formando parte de 

manera integral de una comunidad. Se ha establecido por observación directa de una amplia 

variedad de hábitats naturales, que la mayoría de los microbios persisten unidos a 

superficies formando un ecosistema dentro de un biofilm estructurado (Davey y O’Toole, 

2000). Los biofilms o biopelículas bacterianas son comunidades microbianas adheridas 

entre sí y a superficies o interfases, e inmersas en una matriz compuesta principalmente de 

exopolisacáridos con algunas proteínas y ácidos nucleicos (Costerton et al., 1999). El 

biofilm puede diferenciarse de otros agregados de microorganismos, ya que por definición 

se forma en interfases. Aunque cualquier interfase puede ser colonizada, el tipo más común 

de biofilm se forma en interfase sólido-líquido (Wimpenny, 2000). 

 

Los biofilms bacterianos representan un serio problema por su impacto en distintos 

aspectos sanitarios e industriales y en general, en todos los aspectos de nuestra vida. Los 

biofilms colonizan prótesis, contaminan productos, dañan equipos y taponan tuberías. 

Además, son responsables de enfermedades como la otitis media, la enfermedad del 

legionario, y juegan un rol muy importante en la fibrosis quística. También producen caries 

dentales y placa dental, entre otras (Donlan y Costerton, 2002). Los Institutos Nacionales 
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de Salud (NIH, sigla del inglés de “The National Institutes of Health”) y el Centro de 

Control de Enfermedades de los Estados Unidos informaron respectivamente que el 90 por 

ciento de las infecciones en humanos y el 65 por ciento de las infecciones nosocomiales se 

deben a biofilms. 

 

Pseudomonas aeruginosa es un patógeno oportunista que afecta a personas 

inmunocomprometidas, a pacientes con respiradores y causa infecciones de tejido 

quemado. Este patógeno coloniza, junto con Burkholderia cenocepacia, el tejido pulmonar 

de los pacientes con fibrosis quística, contribuyendo a su mortalidad (Tümmler y Kiewitz, 

1999). P. aeruginosa forma biofilms en los implantes y en los tejidos muertos o vivos, 

contribuyendo así a una variedad de infecciones persistentes (Davey et al., 2003). El agua 

es uno de los principales depósitos ambientales de P. aeruginosa. En las unidades de 

terapia intensiva, se ha asociado brotes de este patógeno a grifos de agua contaminados con 

P. aeruginosa. Este organismo es una preocupación debido a la morbilidad y mortalidad 

asociadas y al impacto en los costos de atención en salud (Sydnor y Perl, 2011). La mayoría 

de los biofilms de origen natural son de especies mixtas, sin embargo, los monoespecies 

son de interés debido a su importancia clínica. Los biofilms monospecies formados por P. 

aeruginosa se han convertido en un modelo para el estudio de este aspecto de la biología 

microbiana (Davey et al., 2003).  

 

La formación del biofilm comienza cuando las células bacterianas en vida libre 

(planctónicas) reconocen una superficie, se adsorben reversiblemente y luego se adhieren 

firme e irreversiblemente. Posteriormente, las células unidas crecen, se dividen y reclutan 

otras células planctónicas adicionales que se unen a las que ya están en la superficie. Este 

proceso da lugar al desarrollo de un biofilm maduro con una arquitectura particular en la 

cual los racimos de células y los canales del agua entre ellos forman un sistema circulatorio 

primitivo (Kolter y Losick, 1998). La formación del biofilm en una superficie particular es 

un proceso multifactorial que depende no sólo del tipo de organismo que compone la 

biopelícula. No se puede obtener una imagen clara de la adhesión sin considerar los efectos 

del sustrato, la hidrodinámica del medio acuoso, las características del medio y las diversas 

propiedades de la superficie celular (Donlan, 2002). Además, a lo largo del desarrollo del 
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biofilm, las células pueden producir sustancias que también desempeñan un papel en la 

estructura o el mantenimiento del biofilm, por ejemplo, los ramnolípidos, cuya producción 

es importante para mantener los canales sin colonizar garantizando las interacciones célula-

célula y la unión de células bacterianas a las superficies (Davey et al., 2003).  

 

La comprensión de la adhesión bacteriana a las superficies requiere información detallada 

sobre el sustrato, los componentes del medio, el tiempo de crecimiento y el régimen de 

cultivo. En el presente trabajo se evaluaron las condiciones de superficie abiótica, medio de 

cultivo y sistema de crecimiento que condujeron a la formación de un biofilm robusto. El 

objetivo fue estimar indirectamente la formación de biofilm en varios escenarios diferentes, 

incluyendo dos medios de cultivo (rico y mínimo, LB y AB respectivamente), tres 

superficies abióticas (policarbonato, acero inoxidable y borosilicato), dos sistemas de 

cultivo (batch y continuo) y dos tiempos de crecimiento para el cultivo batch (uno y tres 

días). Aunque hay muchas contribuciones utilizando diferentes superficies abióticas o 

diferentes medios de cultivo en la literatura, no se ha reportado la influencia de este 

conjunto de factores en la formación de biofilm.  

 

 

2. MATERIALES Y METODOS  

 

2.1 Microorganismo y medios de cultivo  

 

Se utilizó la bacteria P. aeruginosa cepa PAO1, que se mantuvo en medio LB (Bertani, 

1951) con glicerol 30% v/v a -70 °C. Se repicó mensualmente en medio solido LB o AB 

suplementado con 0.5% p/v de glucosa (Clark y Maaløe, 1967) y se incubó a 37 ºC. Se 

utilizaron dos medios de cultivo para el desarrollo del biofilm, uno rico (LB) y uno mínimo 

(AB) cuyas composiciones se detallan a continuación: 

 

Medio líquido LB: 1 g/L de glucosa, 5 g/L de NaCl, 10 g/L de triptona y 5 g/L de extracto 

de levadura 
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Medio liquido AB: Solución A (volumen final de 200 mL de H2O): 2 g de (NH4)2SO4, 6 g 

de Na2HPO4, 3 g de NaCl, 3 g de KH2PO4 y 0.011 g de Na2SO4; solución B (volumen final 

de 800 mL H2O): 0.2 g de MgCl2, 0.01 g CaCl2 y 0.0005 g de FeCl3
. 7 H2O. Las soluciones 

A y B se esterilizaron por separado, se mezclaron y se adicionó glucosa 0.5 % p/v (stock 2 

M previamente esterilizado por filtración). 

 

2.2 Inoculación del reactor 

 

Se preparó un preinóculo a partir de una placa fresca de P. aeruginosa PAO1 crecida en 

medio solido LB o AB, inoculando 10 mL del medio líquido estéril correspondiente (LB o 

AB) con una colonia aislada del cultivo sólido. Se incubó durante 24 hs a 37 °C y 180 rpm. 

Se inoculó el reactor de modo tal que la densidad óptica a 550 nm (DO550nm) en el seno del 

reactor fuera igual a 0.1. El reactor se incubó a 37°C y 130 rpm.  

 

Para todos los experimentos, se utilizó un reactor de biofilm CDC (BioSurface 

Technologies Corp., Bozeman, Montana, EEUU). El reactor cuenta con un recipiente de 

vidrio de 1 L de capacidad y ocho barras de polipropileno removibles, cada una con 

espacios para tres cupones de 12.7 mm de diámetro, para un total de 24 eventos de 

muestreo independientes en cada ensayo. También cuenta con una paleta de agitación que 

se acciona magnéticamente y una sonda de temperatura (Figura 1). Tanto la agitación 

como la temperatura se controlaron mediante una plataforma de calentamiento con 

agitación magnética. 
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Figura 1. Esquema del reactor de biofilm CDC (CDC Biofilm Reactor Operator Manual, 

Biosurface Technologies Corp., 2003). 

 

Previo a la preparación del reactor, se lavaron los cupones en una solución de detergente 

neutro, se sonicaron durante 10 min a 30 °C y se enjuagaron con agua. Se repitió el 

procedimiento hasta eliminar todo el detergente. En cada barra del reactor se pusieron 

cupones de acero inoxidable 316L, policarbonato y/o borosilicato (vidrio). Se esterilizó el 

reactor con 500 mL de medio líquido correspondiente (LB o AB) para la condición batch o 

350 mL de medio líquido para el cultivo continuo. Se esterilizaron por separado cupones de 

cada material para usarlos como control (cupones sin biofilm). 

 

2.3 Crecimiento del biofilm en batch y en sistema continuo  

 

Luego de la inoculación del reactor con el preinóculo de P. aeruginosa como se indica en 

2.2, el biofilm creció en cultivo batch sobre cupones de acero inoxidable, policarbonato o 

vidrio durante 24 o 72 hs, a una temperatura de 37 °C y una agitación de 130 rpm. Una vez 

concluido el plazo de crecimiento, se removieron asépticamente las barras y se lavaron dos 

veces en solución fisiológica estéril para eliminar las bacterias que no formaban parte del 

biofilm. Luego se removieron de la misma manera los cupones de las barras y se secaron al 

aire del flujo laminar durante 10 min para la posterior evaluación de la formación de 

biofilm sobre los mismos. 
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Para el cultivo del biofilm en sistema continuo, se inoculó el reactor como se indica en 2.2 

y se utilizaron las mismas superficies abióticas que fueron usadas para el ensayo en batch. 

El reactor se operó en batch durante 24 hs y luego se prosiguió a operar el sistema en 

continuo bombeando medio fresco LB o AB y retirando el medio gastado al mismo flujo 

(Figura 2). Se operó el reactor como un quimiostato, con un volumen de cultivo constante 

de 350 mL y una DO550 constante durante 24 hs. Se trabajó con un flujo promedio de 2.6 

mL/min para el medio LB y de 0.6 mL/min para el AB, en ambos casos el flujo fue 

controlado con una bomba LKB BROMMA 2120 Varioperpex. Después de que se 

cumpliera la condición de 24 hs de DO550 constante, se procedió a procesar los cupones de 

la forma indicada para el cultivo en batch. 

 

 

Figura 2. Esquema del sistema continuo para el crecimiento del biofilm de P. aeruginosa 

(CDC Biofilm Reactor Operator Manual, Biosurface Technologies Corp., 2003) 

 

2.4 Capacidad de formación de biofilm   

 

La capacidad de formación de biofilm en tres superficies abióticas, dos regímenes de 

cultivo y dos medios de cultivo fue indirectamente evaluada por medio de la técnica de 

tinción de cristal violeta (O’Toole y Kolter, 1998, con modificaciones).  
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Para cuantificar el biofilm formado, el mismo se tiñe con cristal violeta, un colorante básico 

no específico que se une a moléculas cargadas negativamente presentes en la superficie 

bacteriana. Los cupones se secaron al aire durante 10 min, se cubrió su superficie con 28 

µL de solución al 1% p/v de cristal violeta durante 15 min en oscuridad (tapados con papel 

aluminio). Como control, se incluyó un cupón estéril de cada material sin biofilm. Se retiró 

el exceso de cristal violeta con una toalla de papel estéril, y para eliminar el colorante no 

adherido a los cupones, éstos se lavaron en solución fisiológica y se dejaron secar al aire 

del banco de flujo laminar. Se introdujo cada cupón en un tubo con 3 mL de alcohol etílico 

al 95% v/v para eluir el colorante incorporado a las células del biofilm y se midió la DO540 

(Figura 3). La concentración de cristal violeta en la solución es proporcional a la cantidad 

de bacterias adheridas e indirectamente, a la cantidad de biofilm sobre la superficie. 

 

 

Figura 3. Secuencia del procesamiento de los cupones para la evaluación indirecta de la 

formación de biofilm de P. aeruginosa en tres superficies abióticas. De arriba hacia abajo 

en la figura: policarbonato, vidrio y acero inoxidable.  

 

2.5 Análisis estadístico  

 

Se realizó análisis de varianza (ANOVA). La normalidad se contrastó mediante el test de 

Kolmogorov-Smirnov y la homocedasticidad por el test de Levene. La comparación entre 

medias se realizó mediante el test de Tukey (α=0.05). Se utilizó el software STATISTICA 

de la compañía Statsoft® (Copyright © StatSoft, 2011). Se realizaron cuatro experimentos 

independientes y cada uno por duplicado.  
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3. RESULTADOS Y DISCUSIÓN  

 

Se evaluó la formación de biofilm indirectamente con el método de tinción por cristal 

violeta bajo diferentes condiciones de crecimiento: dos medios de cultivo (rico y mínimo, 

LB y AB respectivamente), tres superficies de crecimiento (acero inoxidable, policarbonato 

y vidrio) y dos sistemas de cultivo (batch y continuo) (Figura 4). Una mayor DO se 

interpretó como una mejor adhesión de las células a la superficie abiótica y por lo tanto una 

mayor cantidad de biofilm sobre la misma. 

 

 

Figura 4. Crecimiento del biofilm de P. aeruginosa en sistema de cultivo batch en medios 

AB o LB (primeras dos fotos) y cultivo continuo en medio AB (tercera foto). 

 

3.1 Capacidad de formación de biofilm de P. aeruginosa en batch durante 24 o 72 hs 

 

En la Figura 5 se muestra la DO540 de una solución de colorante cristal violeta liberado de 

las células del biofilm de P. aeruginosa formado en la superficie de los cupones de 

diferentes materiales. El biofilm se produjo en cultivo batch durante 24 o 72 hs utilizando 

medio LB o medio AB. Se observó una mayor formación de biofilm en el caso del cultivo 

en batch de 72 hs. Tanto para el cultivo en batch de 24 hs como para el de 72 hs, se presentó 

una mejor formación de biofilm cuando se utilizó medio mínimo AB, independientemente 

del tipo de superficie abiótica utilizada. En el caso del cultivo en batch de 72 hs, la 

formación de biofilm sobre superficie de vidrio es claramente superior.  
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Figura 5. Densidad óptica (DO540) de una solución de colorante cristal violeta liberado de 

las células del biofilm de P. aeruginosa crecido sobre acero inoxidable, policarbonato y 

vidrio, en cultivo batch durante 24 o 72 hs en medio LB (barras grises) y AB (barras 

rayadas).  

 

Independientemente de la superficie y el medio utilizado, los biofilms fueron más robustos 

después de 72 hs de crecimiento, lo que indica que después de la fijación inicial de las 

células, el biofilm sigue incorporando más células a través del tiempo. 

 

3.2 Capacidad de formación de biofilm de P. aeruginosa en sistema continuo 

 

La DO540 de una solución de colorante cristal violeta liberado de las células del biofilm de 

P. aeruginosa crecido en cultivo continuo durante 24 hs en las tres superficies evaluadas se 

muestra en la Figura 6. Se observa una mayor capacidad de formación de biofilm en el 

medio AB para las tres superficies utilizadas, siendo acero inoxidable y medio AB las 

mejores condiciones de crecimiento del biofilm para el cultivo continuo. 
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Figura 6. Densidad óptica (DO540) de una solución de colorante cristal violeta liberado de 

las células del biofilm de P. aeruginosa crecido sobre acero inoxidable, policarbonato y 

vidrio, en sistema continuo durante 24 hs, en medio LB (barras grises) y AB (barras 

rayadas). 

 

3.3 Comparación de la capacidad de formación de biofilm de P. aeruginosa en batch y 

cultivo continuo  

 

Se muestra la comparación gráfica de los cupones teñidos con cristal violeta para todas las 

condiciones evaluadas: medio de cultivo, sistema de cultivo y superficie (Figura 7) 

 

Figura 7. Biofilm teñido con cristal violeta y formado sobre cupones de diferentes 

materiales (acero inoxidable, policarbonato y vidrio, de arriba hacia abajo 

respectivamente), en dos medios de cultivo (AB y LB) y dos sistemas de cultivo diferentes 

(batch y continuo).  

 

Tanto para las tres superficies como para los dos sistemas de cultivo se observó mayor 

formación de biofilm en el medio mínimo AB (Figuras 5 y 6). El medio rico LB se 

compone de glucosa, triptona y extracto de levadura; mientras que el medio de cultivo 
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mínimo consiste en una mezcla de sales iónicas y glucosa, proporcionando una mayor 

concentración de iones al medio ambiente. Se ha reportado que características del medio 

acuoso como pH, niveles de nutrientes, fuerza iónica y temperatura, pueden desempeñar un 

papel en la velocidad de unión microbiana al sustrato (Donlan, 2000). Fletcher (1988a, 

1988b) encontró que un aumento en la concentración de varios cationes (sodio, calcio, 

lantano, hierro férrico) afecta la unión de Pseudomonas fluorescens a las superficies de 

vidrio, posiblemente al reducir las fuerzas repulsivas entre las células bacterianas cargadas 

negativamente y la superficie de vidrio. La presencia de sodio, calcio, ion férrico y 

magnesio en el medio AB puede explicar la mejor unión de las células a las tres superficies 

obtenidas con este medio. 

 

En la Tabla 1 se analiza y compara estadísticamente (α=0.05) la capacidad de formación de 

biofilm en medio rico (LB) y mínimo (AB). De los gráficos y tablas se desprende 

claramente que la formación del biofilm bacteriano depende de la superficie abiótica en la 

que crece y que fue significativamente mejor en cupones de acero inoxidable y en cultivo 

continuo para ambos medios de cultivo. 

 

Tabla 1. Análisis de varianza y comparación de medias entre las diferentes condiciones: 

cultivo batch de 24 o 72 hs y cultivo continuo, medios de cultivo (AB y LB) y tres 

superficies de crecimiento (acero inoxidable, policarbonato y vidrio).  

Medio 
Sistema de 

cultivo 

Superficie 

Acero inoxidable Policarbonato Vidrio 

AB 

Batch 24hs 0.98 ± 0.08
a
 1.14 ± 0.07

a
 1.22 ± 0.07

a
 

Batch 72hs 1.46 ± 0.10
b
 1.40 ± 0.10

b
 2.04 ± 0.10

c
 

Continuo 2.91 ± 0.13
d
 2.00 ± 0.11

e
 2.08 ± 0.14

e
 

LB 

Batch 24hs 0.35 ± 0.10
f
 0.18 ± 0.11

f
 0.50 ± 0.08

f
 

Batch 72hs 0.42 ± 0.12
g
 0.64 ± 0.11

g
 0.71 ± 0.10

g
 

Continuo 2.05 ± 0.15
h
 1.27 ± 0.16

i
 1.29 ± 0.11

i
 

Letras iguales representan que no hay diferencia significativa (p>0.05) 

Letras diferentes representan diferencia significativa (p<0.05) 
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Los biofilms producidos en cultivo continuo fueron consistentemente mejores que los del 

cultivo batch, ya que las densidades ópticas fueron al menos una unidad más alta 

independientemente de la superficie y el medio utilizado. Un cultivo batch es un sistema 

cerrado que comienza con un inóculo que crece hasta que los nutrientes se agotan o se 

acumulan productos tóxicos en el reactor, por lo que la concentración bacteriana varía con 

el tiempo. En un cultivo continuo siempre hay una entrada de medio fresco mientras se 

retira el medio gastado, proporcionando un flujo continuo de nutrientes para un crecimiento 

microbiano óptimo. Por lo general, el uso del cultivo continuo resulta en un entorno más 

homogéneo que conduce a un mejor biofilm (Vandervoort y Brelles-Mariño, 2014). En el 

cultivo batch se presentó una mejor adhesión a la superficie del vidrio, aunque no siempre 

las diferencias fueron significativas (Figura 5 y Tabla 1). Los biofilms de 72 hs mostraron 

una mayor adherencia en comparación con los de 24 hs, independientemente del medio de 

cultivo utilizado, pero nuevamente, la formación de biofilm fue mejor en superficies de 

vidrio (DO540 de 2.04 ± 1.02 en medio AB) (Figura 5 y Tabla 1). En ambos casos, la peor 

formación de biofilm se presentó sobre el acero inoxidable. En cuanto al cultivo continuo 

(Figura 6), la formación de biofilm fue mejor en acero inoxidable comparado con las otras 

dos superficies para ambos medios de cultivo. Para el medio de cultivo AB, la formación de 

biofilm en los cupones de vidrio fue similar en el cultivo continuo y en el batch de 72 hs; 

además, la adhesión en policarbonato y acero inoxidable fue mayor que en LB en todos los 

casos. 

 

La adhesión bacteriana a las superficies y la posterior formación del biofilm son 

indudablemente multifactoriales. Algunos factores contribuyen más en las etapas iniciales 

del proceso de adhesión y otros en etapas posteriores del desarrollo del biofilm o a veces a 

lo largo de todo el proceso. En las bacterias juegan un papel muy importante los apéndices 

de superficie tales como fímbrias, pili, flagelos o fibras de exopolisacáridos, pero también 

la envoltura bacteriana externa puede desempeñar un papel en el proceso de adhesión. 

Además, los metabolitos bacterianos producidos a alta densidad celular y regulados por 

“quorum sensing” también pueden contribuir al proceso. Las características de la superficie 

del sustrato tales como rugosidad, hidrofobicidad o hidrofilicidad son también importantes 

para la adhesión. Los componentes del medio de cultivo también podrían afectar las 
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propiedades superficiales del sustrato y el proceso de adhesión. 

  

Existen varios tipos de interacciones que podrían afectar los procesos de unión de las 

células en medios acuosos. Las fuerzas electrostáticas, ya sea de atracción o repulsión entre 

célula y superficie, pueden desempeñar un papel inicial (Marshall et al., 1971) y los 

polímeros extracelulares podrían unir la brecha entre bacteria y sustrato, dando como 

resultado una adhesión más permanente. Fletcher y Loeb (1979) reportaron una baja 

fijación de Pseudomonas sp al vidrio, estructura química que contiene oxianiones en su 

superficie, y una alta fijación a superficies hidrófobas. En nuestro caso, la adhesión al 

vidrio fue menor en cultivo continuo y mayor en cultivo batch. Estos resultados sugieren un 

papel de las fuerzas electrostáticas o interacciones hidrofílicas al inicio del proceso de 

fijación en batch. El régimen continuo probablemente ofrece condiciones nutricionales bajo 

las cuales la interacción electrostática inicial se sustituye por una interacción hidrofóbica 

más permanente. 

 

Las propiedades hidrófilas de las bacterias Gram-negativas se deben principalmente a la 

presencia del antígeno O del lipopolisacárido (LPS) de membrana externa. Los mutantes de 

P. fluorescens que carecen del antígeno O se adhieren mejor a las superficies hidrofóbicas 

(Williams y Fletcher, 1996). Otro componente bacteriano que puede jugar un papel en la 

adhesión y la unión es el exopolisacárido excretado por las bacterias que forman biofilm y 

que componen la matriz. Diferentes microorganismos producen diferentes cantidades de 

exopolisacáridos y las cantidades aumentan con la edad del biofilm (Leriche et al., 2000). 

La producción de exopolisacárido se ve afectada por el estado nutricional de la célula 

bacteriana, depende en gran medida de la disponibilidad de la fuente de carbono (tanto 

dentro como fuera de la célula) y del balance entre el carbono y otros nutrientes limitantes. 

Se ha demostrado que un medio de cultivo con exceso de carbono disponible y limitación 

de otros nutrientes como nitrógeno, potasio o fosfato, puede promover su síntesis (Brelles-

Mariño y Boiardi, 1996; Sutherland, 2001). El crecimiento bacteriano lento también mejora 

su producción (Sutherland, 2001). Debido a su estructura ácida, el exopolisacárido puede 

unirse a las superficies hidrófilas, pero también puede asociarse con iones metálicos, 

cationes divalentes y otros componentes del medio de cultivo (Flemming et al., 2007). En 
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el caso de P. aeruginosa PAO1, cepa no mucoide, se ha reportado que la matriz está 

compuesta de los polisacáridos alginato, Psl y Pel. El polímero aniónico alginato, 

compuesto de ácido manurónico y gulurónico, se considera el principal exopolisacárido de 

la matriz (Govan y Deretic, 1996; Periasamy et al., 2015). Mencionamos antes que el 

medio mínimo AB utilizado es rico en cationes divalentes que pueden interactuar con el 

exopolisacárido excretado por el biofilm. 

 

Los microorganismos producen diversos tipos de compuestos a través del metabolismo y 

algunos de ellos no están necesariamente presentes en etapas tempranas del cultivo, siendo 

los ramnolípidos un ejemplo de estos compuestos. Se cree que los ramnolípidos se 

adsorben a la superficie de la célula de P. aeruginosa haciéndola hidrofóbica (Davey et al., 

2003). Por lo tanto, las interacciones hidrofílicas iniciales entre el LPS bacteriano o el 

exopolisacárido ácido podrían ser sustituidas más tarde por interacciones hidrofóbicas a 

través de ramnolípidos. Además de las propiedades fisicoquímicas de una superficie, las 

características de la misma son también un factor importante a considerar en el cuadro 

general de la fijación bacteriana a superficies. Las superficies más rugosas ofrecen un área 

superficial más alta y menores fuerzas de corte. Se demostró que el grado de colonización 

microbiana parece aumentar a medida que aumenta la rugosidad de la superficie 

(Characklis y Marshall, 1990). La rugosidad fue evaluada mediante microscopía de fuerza 

atómica y el acero inoxidable fue el más rugoso, ya que las vetas dejadas por la maquinaria 

de producción de los cupones eran fácilmente visibles (Vandervoort y Brelles-Mariño, 

inédito). Gabriel y colaboradores (2016), evaluaron la adhesión de biofilms de P. 

aeruginosa sobre dos tipos de acero inoxidable (316 y 304) con tres acabados diferentes 

(superficie pulida lisa, con líneas de pulido y sin pulir). Encontraron que la velocidad de 

fijación del biofilm fue más afectada por el tipo de acabado que por el tipo de acero 

inoxidable. Los resultados mostraron que, para los dos tipos de acero inoxidable, el acabado 

superficial sin pulir presentó la población celular más alta, mientras que el pulido liso 

obtuvo la población celular más baja. 

 

Aunque muchos investigadores afirman que los microorganismos se adhieren más 

rápidamente a las superficies hidrófobas y no polares como el teflón y otros plásticos que a 
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los materiales hidrófilos como el vidrio o los metales, los resultados de la literatura a veces 

son contradictorios porque no hay métodos estandarizados para determinar la 

hidrofobicidad. Pringle y Fletcher (1983) reportaron que no existe un patrón genérico de 

unión a las superficies, aunque la mayoría de los microorganismos aislados mostraron una 

preferencia por las superficies hidrófobas. Parece que algún tipo de interacción hidrofóbica 

se produce entre la célula bacteriana y la superficie que permitiría a la célula superar las 

fuerzas repulsivas y poder unirse irreversiblemente (Donlan, 2002). Estudios de laboratorio 

sobre la adhesión inicial de una pseudomonas marina han demostrado que estas bacterias 

tienen una preferencia por las superficies de baja energía o hidrofóbicas (Fletcher y 

Floodgate, 1973; Fletcher y Loeb, 1979). 

 

De las tres superficies que hemos probado, el policarbonato es hidrófobo y el vidrio es 

hidrófilo. En cuanto al acero inoxidable, el fabricante declara que basándose en los ángulos 

de contacto de la literatura, la superficie de partida es hidrófila ya que los discos de acero 

inoxidable se cortan a partir de varillas de acero inoxidable 316L y no se añaden 

recubrimientos o tratamientos de superficie después del corte (Warwood, comunicación 

personal). Determinamos los ángulos de contacto para los tres materiales: 70º ± 5º para el 

acero inoxidable, 55º ± 5º para el vidrio y 70º ± 5º para el policarbonato. Por lo tanto, el 

acero inoxidable y el policarbonato no difieren en la hidrofobicidad. No podemos concluir 

si los cupones originales de acero inoxidable eran hidrófilos y luego se volvieron más 

hidrófobos probablemente debido a la deposición de material en las vetas del cupón dejadas 

por la maquinaria de producción. 

 

De todas las condiciones probadas, el mejor biofilm se obtuvo sobre superficie de acero 

inoxidable, medio mínimo AB y cultivo continuo. Mientras que la mejor superficie para 

el crecimiento de biofilms en batch fue vidrio y medio AB. Basándonos en estos últimos 

resultados proponemos un modelo en el que la fijación inicial de las células al vidrio se 

produce a través de la interacción de las superficies bacterianas y el sustrato hidrófilo, 

probablemente por enlaces de hidrógeno entre los óxidos presentes en el borosilicato (SiO2, 

B2O, Al2O3, CaO, Na2O, BaO, K2O) y estructuras superficiales en la célula bacteriana tal 

como el antígeno O. El medio AB, rico en iones, también contribuiría al proceso. A medida 
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que se agotan los nutrientes en el medio de cultivo en el sistema batch, se puede reducir la 

producción de algunos metabolitos como los ramnolípidos y la cantidad de exopolisacárido 

excretada puede alcanzar una meseta.  

 

En el cultivo continuo, la entrada de medio fresco en el reactor asegura un suministro 

continuo de nutrientes, especialmente de la fuente de carbono, y por lo tanto otros 

compuestos formados a través del metabolismo bacteriano pueden contribuir a etapas 

posteriores de formación de biofilm después de la fijación inicial. La cantidad de 

exopolisacárido producido será favorecida por el suministro continuo de la fuente de 

carbono y la edad del biofilm. Posteriormente, las interacciones hidrofóbicas entre 

compuestos recién sintetizados tales como ramnolípidos y superficies hidrófobas como 

policarbonato y acero inoxidable pueden ser frecuentes. El hecho de tener una mejor 

adhesión al acero inoxidable en comparación con el policarbonato podría estar relacionado 

con la rugosidad de los cupones de acero inoxidable que "atrapan" microorganismos entre 

las vetas de la superficie dejadas por la maquinaria de producción. 

 

 

4. CONCLUSIÓN 

 

En el presente capítulo se evaluó la formación de biofilms de P. aeruginosa en varios 

escenarios, incluyendo medio rico y mínimo, tres superficies abióticas y dos sistemas de 

cultivo (discontinuo y continuo). La mejor formación de biofilm se obtuvo en acero 

inoxidable, medio mínimo AB y cultivo continuo. La adhesión bacteriana a la superficie y 

la posterior formación del biofilm son indudablemente multifactoriales. Algunos de estos 

factores contribuyen más en las etapas iniciales del proceso de adhesión, otros en las etapas 

posteriores en el desarrollo del biofilm o a veces a lo largo de todo el proceso. 
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INACTIVACIÓN DE BIOFILMS DE Pseudomonas aeruginosa MEDIANTE 

PLASMA FRÍO A PRESIÓN ATMOSFÉRICA 

 

RESUMEN 

 

Los biofilms son más resistentes a los métodos típicos de descontaminación o esterilización 

que las bacterias en estado planctónico, por lo tanto, se requieren técnicas alternativas para 

su inactivación. El plasma, cuarto estado de la materia, contiene una mezcla de partículas 

cargadas, especies químicas reactivas y radiación UV y es una alternativa apropiada ya que 

estos agentes reactivos son conocidos por su capacidad de descontaminación bacteriana. El 

objetivo de este capítulo fue evaluar una fuente de plasma recientemente desarrollada, que 

opera en aire, sobre biofilms de Pseudomonas aeruginosa crecidos sobre cupones de acero 

inoxidable, en medio AB y cultivo continuo. Se probaron dos dispositivos para generar 

plasma, uno de descarga tipo barrera dieléctrica (DBD) y otro tipo jet. Se seleccionó el 

dispositivo DBD ya que con éste se obtuvo un menor porcentaje de células inactivadas 

debido al simple flujo de aire (sin descarga de plasma). Se probaron dos formas de generar 

la descarga en el dispositivo DBD: utilizando aire ambiental circundante o con flujo de aire 

humidificado. Los biofilms se erradicaron después de un tratamiento de 15 min con plasma 

para ambas condiciones, aire ambiental circundante y aire humedecido, resultando en una 

disminución de 5.6 unidades logarítmicas de UFC/mL. En esas mismas condiciones, se 

obtuvieron disminuciones de UFC/mL de 1.6 y 2.7 unidades logarítmicas después de una 

exposición de 3 min al plasma. El plasma de aire humedecido presentó una cinética de 

doble pendiente con una inactivación más rápida del biofilm respecto del plasma generado 

en aire circundante, con tiempos de reducción decimal (valores D) de 1.47 y 4.36 min. 

Además, se encontró que la radiación UV del plasma representa una importante 

contribución en la erradicación del biofilm. La fuente DBD coaxial de plasma generado en 

aire presentada en este trabajo demostró ser eficaz para la inactivación de biofilms de P. 

aeruginosa crecidos en las condiciones indicadas, asequible ya que no utiliza gases inertes 

caros y fácil de manejar para el tratamiento superficial indirecto.  
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1. INTRODUCCIÓN 

 

Los biofilms son más resistentes a los métodos típicos de descontaminación o esterilización 

que las bacterias en vida libre o planctónicas. Los mecanismos que explican esta resistencia 

son muy amplios e incluyen barreras de difusión física o química a la penetración de 

antimicrobianos, crecimiento lento del biofilm debido a limitación de nutrientes, activación 

de respuestas al estrés, aparición de fenotipos específicos y presencia de diferentes estados 

fisiológicos dentro del biofilm, entre otros (Mah et al., 2003). La estructura tridimensional 

del biofilm permite que el exopolisacárido funcione como una barrera de difusión para 

compuestos como los agentes antimicrobianos (Hoyle y Costerton, 1991; Stewart y 

Costerton, 2001; Stewart, 2002; Leriche et al., 2003; Saravanan et al., 2006; Brelles-

Mariño, G. 2012). Los mecanismos que explican la resistencia de los biofilms a casi todas 

las formas de esterilización son muy diversos, por lo tanto, el problema de su erradicación 

exige el desarrollo de técnicas alternativas. El uso de plasmas de descarga de gases se ha 

investigado durante más de una década obteniéndose interesantes resultados (Moisan et al., 

2001; Moisan et al., 2002; Purevdorj et al., 2003; Abramzon et al., 2006; Joaquin et al., 

2009; Zelaya et al., 2011; Hoffmann et al., 2013; Vandervoort y Brelles-Mariño, 2014; 

Ziuzina et al. 2014; Ziuzina et al., 2015; Scholtz et al., 2015; Ben Belgacem et al., 2016; 

Gabriel et al., 2016; Heaselgrave et al., 2016; Modic et al., 2017; Pignata et al., 2017; 

Puligundla et al., 2017).  

 

El plasma, cuarto estado de la materia, es una mezcla de especies reactivas que pueden ser 

de oxígeno (ROS), como OH-, O3 y O2
- y moléculas excitadas; de nitrógeno (RNS) como 

NO y NO3 y moléculas excitadas; partículas cargadas (OH-, H2O
+, electrones, etc.) y 

fotones UV; bien conocidos por su potencial de descontaminación frente a 

microorganismos (Moisan et al., 2001, 2002; Purevdorj et al., 2003; Liao et al., 2017). El 

plasma puede ser generado por diferentes métodos, incluyendo descarga de gases, 

fotoionización, radiación de calor y radiofrecuencia, siendo la descarga de gases el más 

común. En este tipo de descarga, el plasma se obtiene cuando una fuente transfiere energía 

al gas circundante y parte de las moléculas de gas son excitadas desde su estado básico 

energético a un nivel de energía superior con una distribución de electrones diferente 
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(Moreau et al., 2005; Liao et al., 2017). La forma más común de generar plasmas es 

mediante la aplicación de un campo eléctrico a un gas neutro (Conrads y Schmidt, 2000). 

Los electrones y iones son acelerados por el campo eléctrico y nuevas partículas cargadas 

se producen cuando estas partículas chocan con átomos y moléculas en el gas o con las 

superficies de los electrodos. Este proceso conduce a una avalancha de partículas cargadas 

eventualmente equilibradas por pérdidas de cargas que resultan en un plasma en estado 

estacionario. El plasma térmico se obtiene cuando los niveles de energía de los electrones y 

de las especies pesadas son altos y cercanos entre sí. El plasma se considera frío o no 

térmico cuando la energía de los electrones es más alta que la de las especies pesadas. Los 

plasmas no térmicos se pueden obtener a presión atmosférica y son útiles para tratar 

materiales termosensibles que no pueden someterse a tratamiento en autoclave (Sladek et 

al., 2007; Fridman, 2010; Mertens y Viöl, 2010). Este tipo de plasma puede ser generado 

por una descarga eléctrica usando diferentes gases como argón, helio y aire. Los 

dispositivos comunes para la producción de plasmas no térmicos incluyen descargas de 

barrera dieléctrica (DBD), barrera resistiva (RBD), corona, lumínica, radiofrecuencia 

(RFD) y jet a presión atmosférica. Hasta ahora, las DBD y jet son las más estudiadas. La 

DBD, también llamada descarga silenciosa, tiene la ventaja de producir plasma no térmico 

estable y uniforme que trabaja a temperatura relativamente baja y a presión atmosférica. La 

descarga jet requiere de un flujo auxiliar de gas para empujar la corriente fuera del área del 

electrodo (Liao et al., 2017). 

 

Las DBD se caracterizan por presentar por lo menos una capa aislante en el espacio entre 

los electrodos que son conectados a una fuente de alta tensión alterna. Cuando son operadas 

a presión atmosférica, las DBD usualmente presentan una estructura filamentosa (Laroussi, 

2002). Debido a la temperatura moderada que alcanzan las especies pesadas del plasma, las 

DBD ofrecen además la posibilidad de tratar superficies sensibles al calor como tejidos 

vivos (Ehlbeck et al., 2011). La descarga puede ser generada en el aire del ambiente o en un 

gas que fluye a través de los electrodos. En un plasma no térmico producido por una DBD 

en aire atmosférico, están presentes un gran número de agentes reactivos. Las especies 

reactivas más significativas para la esterilización son el ozono, el oxígeno atómico, el 

radical oxhidrilo y el radical óxido nítrico, entre otros (Gaunt et al., 2006), pero el 
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mecanismo de la inactivación microbiana es un tema que todavía está en discusión 

(Laroussi et al., 2002; Gaunt et al., 2006; Cheng et al., 2016). 

 

La descarga tipo jet que utilizamos, consta de dos electrodos concéntricos a través de los 

cuales pasa el gas. Mediante la aplicación de energía a un voltaje determinado, se enciende 

la descarga de gases. El gas ionizado sale a través de una boquilla y se dirige al sustrato o 

superficie a unos milímetros por debajo (Schutze et al., 1998). Los electrones libres son 

generalmente acelerados mediante un campo eléctrico y colisionan con las moléculas 

gaseosas. Estas colisiones inelásticas producen las especies activas, que salen por la 

boquilla a velocidades altas. Las especies generadas pueden entonces reaccionar con la 

superficie contaminada (Laroussi, 2002). 

 

La mayoría de los trabajos que estudian el efecto del plasma sobre las células bacterianas se 

realizaron con microorganismos planctónicos o esporas. Desde mediados de la década 

pasada, se ha informado el uso del plasma para la erradicación de biofilms (Becker et al., 

2005; Brelles-Mariño et al., 2005; Abramzon et al., 2006; Akishev et al., 2008, 2009). 

Desde entonces, se ha publicado una cantidad creciente de investigaciones dirigidas a 

entender la inactivación de biofilms mediada por plasma y algunas de las contribuciones se 

han centrado en biofilms de P. aeruginosa (Allesen-Holm et al., 2006; Zelaya et al., 2010, 

2012; Alkawareek et al., 2012a; Vandervoort y Brelles-Mariño, 2014; Ziuzina et al., 2014, 

2015; Mai-Prochnow et al., 2015; Gabriel et al., 2016; Lunov et al., 2016; Ben Belgacem et 

al., 2016; Modic et al., 2017). 

 

Se han utilizado varios enfoques para inactivar los biofilms de Pseudomonas, incluyendo el 

uso de diversos compuestos, tales como agentes antimicrobianos (Tanaka et al., 2000; 

Gillis y Iglewski, 2004), quelantes (Banin et al., 2005), furanona y N-acil homoserina 

lactonas (Davies et al., 1998; Hentzer et al., 2002) y modificación de superficies (Balazs et 

al., 2004; Bryers y Ratner, 2004). El objetivo de este capítulo fue evaluar una fuente de 

plasma recientemente desarrollada, que opera en aire, sobre biofilms de P. aeruginosa. Se 

probaron dos dispositivos de generación de plasmas en aire: DBD y jet. Se seleccionó el 

dispositivo DBD para trabajar y se demostró su utilidad para la inactivación del biofilm. 
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Además, con el fin de empezar a dilucidar algunos de los mecanismos de acción del plasma 

sobre la erradicación de biofilms, se evaluó el efecto de la radiación UV del plasma sobre 

los biofilms de P. aeruginosa.  

 

 

2. MATERIALES Y METODOS 

 

2.1 Microorganismo, medio de cultivo y crecimiento del biofilm 

 

Todos los experimentos se llevaron a cabo con P. aeruginosa cepa PAO1 y el medio de 

cultivo AB como se describe en el Capítulo 1 sección 2.1. Para el crecimiento del biofilm 

se escogieron las mejores condiciones que condujeron a un biofilm robusto evaluadas en el 

Capítulo 1 del presente trabajo. La mejor formación de biofilm se obtuvo en acero 

inoxidable, medio mínimo AB y cultivo continuo. La inoculación del reactor y las 

condiciones de crecimiento del biofilm se describen en el Capítulo 1 secciones 2.2 y 2.3.  

 

2.2 Selección del dispositivo de generación de plasma  

 

Se probaron dos dispositivos de plasma generado en aire, uno tipo DBD y otro tipo jet, 

ambos desarrollados en el Instituto de Física del Plasma (INFIP) de la Universidad de 

Buenos Aires. Posteriormente, y basándose en los resultados obtenidos, se seleccionó sólo 

uno de los dispositivos, el DBD, para tratar los biofilm de P. aeruginosa.  

 

Para determinar si el flujo de aire en los dispositivos (sin generación de plasma) producía 

inactivación de las células del biofilm por simple desecación, se expuso el biofilm al flujo 

de aire circundante y humidificado, a diferentes distancias del aplicador de plasma al 

biofilm y diferentes flujos de aire. Posteriormente, se removió el biofilm de la superficie del 

cupón como se indica en 2.4. y se evaluó la formación de unidades formadoras de colonias 

(UFC) a las 24 hs. 
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2.2.1 Dispositivo de plasma de descarga de barrera dieléctrica (DBD) 

 

Se produjo plasma de descarga de gas a presión atmosférica usando una configuración 

DBD, consistente en dos electrodos axiales y una doble barrera dieléctrica. Un esquema del 

dispositivo experimental se muestra en la Figura 1. El electrodo interior consiste en un hilo 

de hierro de 1 mm de diámetro dentro de un tubo capilar de vidrio de 6 mm de diámetro 

externo, sellado en la punta. El electrodo exterior consiste en una lámina de aluminio de 25 

mm de longitud unida a un tubo de acrílico de 1 mm de grosor y de 10 mm de diámetro.  

 

 

Figura 1. Esquema e imagen del dispositivo de plasma de descarga de barrera dieléctrica 

(DBD). Se muestran los electrodos axiales y la doble barrera dieléctrica. 

 

2.2.2 Dispositivo de plasma de descarga jet 

 

El dispositivo jet utilizado consta de dos electrodos de acero con una perforación central de 

1 mm de diámetro a través de la cual fluye el gas de operación. Los electrodos son discos 

de acero inoxidable de 20 mm de diámetro y 3 mm de espesor, separados por una capa 

dieléctrica de teflón de 1 mm de espesor y una perforación central de 3 mm (Figura 2). La 

descarga eléctrica se produce en la región entre los dos electrodos que no está cubierta por 

el aislante. La inyección de aire a través de la perforación central da lugar a una pluma de 

plasma no confinada.  
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Figura 2. Esquema e imagen del dispositivo de plasma jet. En la imagen de la derecha se 

observa un dedo en contacto con el jet de plasma, ya que el plasma es no térmico y no daña 

tejido humano.  

 

Para ambos dispositivos, la fuente de alimentación de corriente alterna fue un 

transformador comercialmente disponible para luz de neón (8 kV, 70 mA y 50 Hz). Dicha 

fuente se conectó a un autotransformador variable (Variac) para controlar la amplitud del 

voltaje de funcionamiento. Ambas descargas funcionaron con una fuente de alimentación a 

un voltaje máximo de 8 kV (amplitud de voltaje en circuito abierto). Cada electrodo estaba 

conectado a una de las dos salidas del transformador de alta tensión y estaba desfasado del 

otro (16 kV entre los electrodos) (Figura 3). 

 

 

Figura 3. Transformador conectado a autotransformador variable (Variac), electrodos 

conectados las salidas del transformador, alimentación del flujo de aire y cupón con 

biofilm. 
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2.3 Caracterización de la descarga  

 

La descarga se realizó en tres condiciones: 1) aire ambiental circundante, 2) flujo de aire sin 

humidificar de 1 L/min y 3) flujo de aire humedecido de 1 L/min. La humedad relativa del 

aire fue de aproximadamente 60 ± 5%, 32 ± 5% y 80 ± 5% en las tres condiciones citadas, 

respectivamente.  

 

El voltaje se midió con una sonda de alto voltaje (Tektronix 1000X 3.0pF 100 MΩ) 

conectada al electrodo interno. Las mediciones de corriente se realizaron con un 

transformador (Bergoz CT-D5.0-B). Las señales eléctricas se registraron con un 

osciloscopio de digitalización de dos canales con un ancho de banda de 60 MHz y una 

velocidad de muestreo de 1 Gs/s. El espectro de emisión óptico de la descarga se obtuvo 

con un espectrógrafo (Horiba iHR320) equipado con un detector CCD (dispositivo de carga 

acoplada, sigla del inglés “charge-coupled device”). Se analizó el espectro y se determinó 

la temperatura de rotación utilizando las transiciones positivas de la segunda línea del N2. 

El software SPECAIR se utilizó para modelar el espectro de emisión óptico y para la 

determinación de la temperatura de rotación mediante comparación entre el modelo y el 

espectro experimental (Laux et al., 2003).  

 

2.4 Tratamiento con plasma  

 

Los biofilms de P. aeruginosa crecidos sobre cupones de acero inoxidable en medio AB, se 

sometieron al tratamiento de plasma generado con el dispositivo seleccionado, durante 

diferentes tiempos de exposición (1, 3, 5, 15 y 30 min) bajo condiciones estériles. Se 

incluyó un control sin tratamiento con plasma (tiempo de exposición de 0 min). Los 

cupones se colocaron en una cámara húmeda después del tratamiento y se incubaron con 35 

µL de solución fisiológica durante 10 min. Los biofilms fueron despegados por raspado con 

espátula estéril y suspendidos en 1 mL de solución fisiológica. Se realizaron diluciones 

seriadas y se sembraron por duplicado 100 μL de cada suspensión en medio sólido AB. Las 

placas se incubaron a 37 °C y se evaluó la formación de unidades formadoras de colonias 

(UFC) por recuento de las mismas. Se realizaron curvas de supervivencia (log de UFC/mL 
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versus tiempo de exposición a plasma) y se determinó el tiempo de reducción decimal 

(valor D). El valor D es el tiempo requerido para reducir una concentración original de 

microorganismos en un 90% (o una unidad logarítmica). En la Figura 4 se muestra un 

esquema del procedimiento.  

 

 

Figura 4. Proceso del tratamiento del biofilm de P. aeruginosa con plasma DBD. 

 

Una vez seleccionada la fuente DBD como dispositivo de generación de plasma, el 

aplicador se dispuso de forma que la descarga de plasma se encontrara a 1 o 4 mm del 

biofilm. Se probaron dos condiciones de operación: descarga generada utilizando 1) aire 

ambiental circundante a 1 y 4 mm de distancia del aplicador y 2) aire humidificado a un 

flujo de 1 L/min a 4 mm del aplicador. La humedad relativa del aire ambiental circundante 

fue de 60 ± 5% y del flujo de aire humidificado de 80 ± 5 %. Se utilizó un compresor de 

120 L para lograr un flujo de aire constante. El aire se humedeció pasándolo a través de un 

humidificador con agua destilada y se determinó el flujo de aire usando un medidor de flujo 

comercial. La humedad se determinó con un higrómetro analógico (Luft48HIG-DH) a la 

salida del aplicador de plasma. La temperatura que alcanzó la superficie del cupón se 

evaluó con una termocupla. 
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2.5 Efecto de la radiación UV del plasma sobre el biofilm 

 

Para evaluar el rol de la radiación UV presente en el plasma sobre la erradicación de los 

biofilms de P. aeruginosa, éstos fueron sometidos al tratamiento de plasma generado con el 

dispositivo seleccionado, durante diferentes tiempos de exposición (1, 3, 5, 15 y 30 min) de 

la misma manera que se describió en la sección 2.4, utilizando una ventana de cuarzo de 3 

cm de diámetro y 2.5 mm de espesor que permitiera sólo el paso de los fotones UV 

emitidos a más de 200 nm y no de los demás agentes reactivos del plasma. La ventana de 

cuarzo se dispuso a la salida del dispositivo y a unos 4 mm del biofilm. Una vez tratados 

los biofilms con la luz UV del plasma, se procedió a realizar una curva de supervivencia y a 

determinar el valor D como se describe en la sección 2.4  

 

2.6 Análisis estadístico  

 

Se realizó análisis de varianza (ANOVA). La normalidad se contrastó mediante el test de 

Kolmogorov-Smirnov y la homocedasticidad por el test de Levene. La comparación entre 

medias se realizó mediante el test de Tukey (α=0.05). Se utilizó el software STATISTICA 

de la compañía Statsoft® (Copyright © StatSoft, 2011). Se realizaron cuatro experimentos 

independientes y cada uno por duplicado.  

 

 

3. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

 

3.1 Selección del dispositivo de plasma 

 

Para descartar los efectos del flujo de aire sobre los biofilms, se realizaron experimentos 

preliminares para comparar el biofilm tratado con plasma con el biofilm expuesto a un flujo 

de aire en ausencia de plasma (fuente de plasma apagada). Utilizando aire sin humidificar, 

el dispositivo jet causó una disminución en el número de UFC entre el 86 y 93 %, y con 

aire humidificado entre el 55 y 72 %. Dado que los resultados obtenidos con este 

dispositivo operando en aire sin descarga de plasma mostraron un gran descenso en el 
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número de UFC/mL debido al simple efecto de desecación producido por el flujo de aire y 

no por el plasma, se descartó este dispositivo para la continuación de los estudios.  

 

Para el dispositivo DBD, en aire no humidificado la disminución en las UFC fue 

aproximadamente del 23 % y de solo 6 % para aire humidificado a un flujo de 1 L/min y 

una distancia de 4 mm. Por lo tanto, se seleccionó el dispositivo plasma DBD generado en 

aire humidificado para realizar todos los experimentos sobre el biofilm y así asegurar que la 

inactivación celular se debe al tratamiento con plasma y no al excesivo secado de las 

células por el flujo del aire. 

 

3.2 Caracterización de la descarga  

 

Se caracterizó la descarga del dispositivo DBD seleccionado para continuar con los 

experimentos de erradicación del biofilm. Las señales eléctricas típicas de corriente (I) y 

tensión (V) aplicadas al electrodo interior y tomadas durante la descarga se muestran en la 

Figura 5. La señal eléctrica de tensión tuvo una amplitud de 8 kV y una frecuencia de 50 

Hz correspondiente a la frecuencia de línea. La señal eléctrica de la corriente de descarga 

tuvo un número de impulsos de corriente de alrededor de 10 mA y duraciones de ~ 20 ns, 

que se superponen a la corriente de desplazamiento casi insignificante de ~ 0.01 mA en 

amplitud. Estas señales eléctricas I-V fueron características de una descarga DBD con 

estructura filamentosa y se observaron las mismas características para las tres condiciones 

de descarga ensayadas (aire ambiental circundante, flujo de aire sin humidificar de 1 L/min 

y flujo de aire humedecido de 1 L/min).  
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Figura 5. Señales eléctricas de tensión (kV) y corriente (mA) de la descarga de plasma 

DBD. 

 

La Figura 6 muestra el perfil de emisión simulado y experimental de la banda del segundo 

sistema positivo del N2 entre 305 y 345 nm. La determinación del mejor ajuste entre el 

espectro experimental y el espectro calculado con el software SPECAIR proporciona la 

temperatura de rotación que es una estimación de la temperatura del gas en la región entre 

electrodos (Staack et al., 2006). Se obtuvo una temperatura consistente con plasmas no 

térmicos en equilibrio, donde el gas es relativamente frío en comparación con los electrones 

que están a aproximadamente 1 eV (11327 °C) ( Walsh y Kong, 2007). Se determinó que la 

temperatura de rotación fue de 27°C, correspondiente a la temperatura del gas en la región 

entre electrodos (Staack et al., 2006). Sin embargo, la temperatura que el gas alcanzó en la 

superficie del cupón bajo todas las condiciones ensayadas fue de 30 ± 2 °C, según lo 

determinado por la termocupla. Por lo tanto, la temperatura no fue responsable de la 

inactivación del biofilm.  
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Figura 6. Espectros experimentales (línea continua) y simulaciones espectrales de software 

SPECAIR (línea punteada) de las transiciones positivas de la segunda línea del N2.  

 

3.3 Curvas de supervivencia y cinética de inactivación 

 

Todos los ensayos de exposición del biofilm al plasma se llevaron a cabo utilizando el 

dispositivo DBD. Se realizaron las descargas usando dos condiciones: aire ambiental 

circundante y aire humidificado de 1 L/min.  

 

Las curvas de supervivencia de los biofilms de P. aeruginosa crecidos en medio mínimo 

AB sobre cupones de acero inoxidable y tratados con plasma generado en aire ambiental 

circundante se muestran en la Figura 7. Para ambas distancias entre el aplicador de plasma 

y la muestra (1 y 4 mm), se presentó mayor disminución de UFC/mL a mayor tiempo de 

exposición al plasma, sin presentarse diferencias significativas entre ambas. Los biofilms 

fueron completamente erradicados después de un tratamiento de 15 min.  
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Figura 7. Curva de supervivencia de biofilm de P. aeruginosa tratado con dispositivo DBD 

de plasma en aire ambiental circundante durante diferentes tiempos de exposición. Fuente 

de plasma localizada a 1 o 4 mm de la superficie de la muestra (línea continua y punteada, 

respectivamente). Las barras de error representan el error estándar de la media. Los 

resultados son el promedio de 4 experimentos independientes, cada uno por duplicado.  

 

Como no hubo diferencias significativas en la concentración de células cultivables 

sobrevivientes luego del tratamiento con plasma para las dos distancias, se eligió una 

distancia de 4 mm para los experimentos con aire humidificado, debido a razones prácticas 

operativas (más fácil manipulación).  

 

La Figura 8 muestra la curva de supervivencia de los biofilms de P. aeruginosa tratados 

con plasma operando con aire humidificado a un flujo de 1 L/min. Como en el caso 

anterior, se presentó mayor disminución de UFC/mL a mayor tiempo de exposición al 

plasma. 
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Figura 8. Curva de supervivencia de biofilm de P. aeruginosa tratado con dispositivo DBD 

de plasma en aire humedecido a un flujo de 1 L/min. Las barras de error representan el 

error estándar de la media. Los resultados son el promedio de 4 experimentos 

independientes, cada uno por duplicado.  

 

Los gráficos muestran que los biofilms de P. aeurginosa fueron completamente erradicados 

después de un tratamiento de 15 min con plasma ambiental circundante y humidificado, 

resultando en una disminución de UFC/mL de 5.6 unidades logarítmicas (˃ 99,999% de 

eficacia letal) (Figuras 7 y 8). Para una exposición de 3 min al plasma generado en aire 

ambiental circundante se determinó una disminución de UFC/mL de 1.6 unidades 

logarítmicas, mientras que para el mismo tiempo de exposición al plasma usando aire 

humedecido se determinó una disminución de 2.7 unidades logarítmicas. Estos resultados 

demuestran que el aire humedecido inactiva los biofilms más rápidamente que el aire 

ambiental circundante. Se reportaron disminuciones de 5.50, 6.88 y 4.20 en el número de 

unidades logarítmicas de UFC/cupón para biofilms de Escherichia coli O157:H7 

(ATCC438), Cronobacter sakazakii (ATCC29004) y Staphylococcus aureus 

(KCCM40050), respectivamente, tratados durante 90 minutos con una fuente de plasma 

DBD sumergida en agua que operaba en aire seco (Khan et al., 2016). Además, se reportó 

una reducción de 5.8 log10 para los biofilms de P. aeruginosa tratados con plasma de O2-N2 

durante 60 minutos (Ben Belgacem et al., 2016). Por lo tanto, nuestra metodología 

proporciona una buena eficacia de erradicación con exposiciones más cortas al plasma. 
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En la Figura 9 se presenta un registro fotográfico de las placas de Petri en las que se 

observa una disminución de las UFC/mL del biofilm de P. aeruginosa tratado con plasma 

durante diferentes tiempos de exposición. Todas las placas se sembraron de una dilución del 

inóculo de 10-1 en medio sólido AB y se incubaron a 37 °C durante 24 hs. 

 

 

Figura 9. UFC provenientes del biofilm de P. aeruginosa sin tratamiento con plasma (A) y 

tratado con dispositivo DBD de plasma durante 1 (B), 3 (C), 5 (D), 15 (E) y 30 min (F).  

 

Una buena medida de la eficiencia de eliminación es la determinación del valor D, el 

tiempo requerido para reducir una concentración original de microorganismos en un 90%. 

Este parámetro ha sido originalmente definido para la muerte térmica de microorganismos 

en autoclave. Para el plasma generado en aire ambiental circundante, los resultados 

muestran una cinética de una sola pendiente, con una disminución constante de UFC/mL y 

con un valor D de 2.78 ± 0.14 min para la distancia de 1 mm y de 2.49 ± 0.38 min para 4 

mm (Figura 10). La cinética de una sola pendiente fue reportada recientemente por Ziuzina 

y colaboradores (2015) para biofilms de Listeria monocytogenes tratados con plasmas fríos 

atmosféricos producidos en configuración DBD. 
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Figura 10. Línea de tendencia y ecuación del gráfico de la curva de supervivencia de 

biofilms de P. aeruginosa tratados con plasma generado en aire ambiental circundante. 

Fuente de plasma localizada a 1 o 4 mm de la superficie de la muestra (gráfica superior e 

inferior respectivamente). Las barras de error representan el error estándar de la media.  

 

Para el plasma generado en aire humidificado, la curva de supervivencia muestra una 

cinética típica de doble pendiente (Figura 11). Por lo tanto, se determinaron dos valores de 

D, uno para los tiempos de exposición cortos (D1) de 1.47 ± 0.28 min y otro para la porción 

de la curva con un descenso más lento (D2) de 4.36 ± 0.63 min.  
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Figura 11. Línea de tendencia y ecuación del gráfico de la curva de supervivencia de 

biofilms de P. aeruginosa tratados con fuente DBD de plasma en flujo de aire humedecido 

de 1 L/min. Pendiente para tiempos de exposición cortos y largos (gráficas superior e 

inferior respectivamente). Las barras de error representan el error estándar de la media. 

 

La cinética de doble pendiente podría explicarse considerando que el plasma inactiva en 

primer lugar a las células más expuestas o más susceptibles del biofilm, requiriéndose luego 

mayores tiempos de exposición para erradicar a las células menos expuestas o a los 

microorganismos persistentes. Esta cinética de inactivación es similar a resultados 

previamente descritos (Zelaya et al., 2010, 2012). Vandervoort y Brelles-Mariño (2014) 

informaron cinética de doble pendiente para biofilms de P. aeruginosa crecidos en cupones 

de borosilicato en cultivo continuo. Estos autores informaron valores D de 27 seg (D1) y 

6.13 min (D2). Zelaya y colaboradores (2010) y Alkawareek y colaboradores (2012b), 

informaron cinética de doble pendiente para el biofilm de P. aeruginosa crecido en batch, 
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aunque no calcularon valores D. En el trabajo de Alkawareek y colaboradores (2012b), se 

utilizó un plasma jet operado en una mezcla de gases de 0.5 % oxígeno y 99.5 % helio y 

flujo de 2 L/min y se obtuvo una completa erradicación del biofilm a los 10 min de 

exposición. 

 

El valor D correspondiente a los biofilms tratados con plasma generado en aire ambiental 

circundante es casi el doble de D1 obtenido para los biofilms tratados con plasma en aire 

humedecido (Figuras 10 y 11). La diferencia podría deberse a mayor presencia de especies 

reactivas de oxígeno y nitrógeno y a ozono en el plasma en aire humedecido. Purevdorj y 

colaboradores (2003) estudiaron la muerte mediada por plasma de Bacillus pumilus, 

formador de esporas. En este caso, la mortalidad de esporas varió dependiendo de la 

composición del gas de alimentación y fue mayor con el plasma de aire humedecido, lo que 

sugiere que la inactivación puede ocurrir a través de radicales oxhidrilos generados a partir 

de moléculas de agua. 

 

Ziuzina y colaboradores (2014), trataron un biofilm de P. aeruginosa ATCC27853 directa e 

indirectamente con plasma DBD generado en aire y reportaron que después de 5 min de 

tratamiento no se presentó recuento de UFC/mL pero sí actividad metabólica. En nuestro 

trabajo fue necesaria una exposición de 15 min al plasma para no observar células en el 

medio agarizado. Las diferencias en los tiempos necesarios de exposición al plasma para la 

completa erradicación del biofilm pueden deberse a la cepa utilizada, a la configuración del 

dispositivo de generación de plasma o la metodología empleada. En el trabajo de Ziuzina y 

colaboradores (2014), se utilizó un biofilm crecido durante 48 hs en placas de 96 pocillos y 

luego del tratamiento con plasma, el biofilm fue sometido a un post-tratamiento 

conservándolo a temperatura ambiente durante 24 hs. Además, las muestras fueron tratadas 

dentro de recipientes de polipropileno sellados.  

 

Vandervoort y Brelles-Mariño (2014) reportaron una mayor disminución en el porcentaje 

de células viables del biofilms de P. aeruginosa cultivados en continuo, al tratarlas durante 

5 min con un jet de plasma. La mayor parte de la inactivación ocurrió durante una 

exposición de biofilm al plasma de menos de 1 min. Gabriel y colaboradores (2016), 
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establecieron la eficacia de un jet de plasma a presión atmosférica sobre biofilms de P. 

aeruginosa crecidos sobre dos tipos de acero inoxidable (316 y 304) con tres acabados 

diferentes (superficie pulida lisa, con líneas de pulido y sin pulir). Los valores D para el 

acero inoxidable 316 oscilaron entre 2.53 seg (lisa) y 3.16 seg (sin pulir); mientras que para 

el 304 oscilaron entre 1.95 seg (con líneas de pulido) y 3.27 seg (sin pulir). La eficacia 

antimicrobiana observada la atribuyeron a la generación de especies reactivas de oxígeno, a 

los rayos UV y al aumento rápido de la temperatura dentro de los 15 seg del tratamiento 

(temperatura final de 143.42 °C y 174.05 °C, para 316 y 304 respectivamente). En este 

mismo trabajo, en ausencia de calentamiento, el valor D fue de16.45 seg (temperatura de 

42.3 °C después de un tiempo de tratamiento de 90 seg). Sin embargo, estos autores 

incuban el inóculo bacteriano durante sólo cuatro horas y, aunque tuvieran un biofilm y no 

una capa de células unidas, es más fácil remover una estructura joven comparada con un 

biofilm maduro. 

 

Ben Belgacem y colaboradores (2016), desarrollaron un prototipo que genera plasma no 

térmico dentro de una bolsa sellada. Evaluaron la eficacia de dos plasmas producidos a 

partir de mezclas de oxígeno y nitrógeno (5 % O2 y 95 % N2;
 o 15 % de O2 y 85 % N2) en 

biofilms de P. aeruginosa crecidos en discos de una aleación de titanio revestida con 

hidroxiapatita. Obtuvieron un efecto bactericida después de un tratamiento de 60 min 

independientemente de las mezclas de gases, pero no observaron erradicación total del 

biofilm. También reportaron una cinética de doble pendiente, para las dos mezclas de gases 

utilizadas y obtuvieron una reducción rápida de la viabilidad bacteriana los primeros 30 

min con una reducción más lenta hasta los 60 min. Sin embargo, cualquiera que sea el 

porcentaje de oxígeno en el plasma, el efecto bactericida no condujo a una reducción total 

de la viabilidad bacteriana.  

 

Modic y colaboradores (2017) evaluaron un sistema de plasma de descarga de barrera 

superficial generado en aire bajo dos condiciones de descarga diferente, una que favoreció 

la producción de RNS y otra la de ROS. Este grupo de trabajo trató biofilms de 24 hs de 

Staphylococcus aureus y P. aeruginosa con plasma en condiciones que favorecieron las 

RNS y observaron que los biofilms de P. aeruginosa fueron erradicados a los 15 seg de 
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exposición. Al tratar los mismos biofilms con plasma en condiciones que favorecieron las 

ROS, P. aeruginosa mostró una mayor supervivencia, siendo inactivada a los 120 seg.  

 

Se han reportado varios trabajos de inactivación por plasma de biofilms de P. aeruginosa, la 

mayoría utilizando dispositivos jet y gases inertes. También se ha informado el uso de 

plasma DBD para la inactivación de biofilms, entre ellos de P. aeruginosa. Los resultados 

de cada trabajo muestran una eficiencia de inactivación diferente, que va desde pocos 

segundos hasta horas de exposición al plasma. Estas diferencias pueden deberse a las cepas, 

a las configuraciones de los dispositivos de plasma, al gas utilizado o la metodología 

empleada. Es importante señalar que la mayoría de los trabajos previos se llevaron a cabo 

utilizando dispositivos de plasma comercialmente disponibles y que en muchos casos 

funcionan con gases costosos.  

 

En la Figura 12 se muestra la curva de supervivencia de los biofilms tratados con la 

radiación UV del plasma operando con aire humidificado a un flujo de 1 L/min. Se presentó 

una disminución poco pronunciada de UFC/mL hasta los 5 min de exposición a la luz UV, 

haciéndose aún más lenta a partir de ese tiempo de exposición, aunque sin alcanzar la 

erradicación del biofilm. Esta disminución inicial lenta posiblemente se deba a que la 

profundidad de acción de los fotones UV se limita a una capa de un micrómetro (Laroussi y 

Leipold, 2004). Para la primera porción de la curva (hasta los 5 min de tratamiento con 

plasma), se encontró un valor D de 5.03 ± 0.73 min, lo que refleja una inactivación más 

lenta. La comparación de los resultados de la presente curva y de la curva mostrada en la 

Figura 8, obtenida en las mismas condiciones pero sin el uso de la ventana de cuarzo, 

muestra que la contribución de la radiación UV a la inactivación del biofilm es importante. 

En el tratamiento con plasma obtenido en aire humidificado se obtuvo un descenso en las 

UFC/mL de 5.6 unidades logarítmicas, lo cual representó más de un 99.999% de eficacia 

letal, en tanto que en el tratamiento sólo con radiación UV el descenso de UFC/mL fue de 

2.9 unidades logarítmicas y 47.06% de eficacia letal, lo cual indica una importante 

contribución de la radiación UV a la inactivación del biofilm.  
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Figura 12. Curva de supervivencia de biofilm de P. aeruginosa tratado con la radiación UV 

generada por el dispositivo DBD de plasma en aire humedecido a un flujo de 1 L/min. Las 

barras de error representan el error estándar de la media. Los resultados son el promedio de 

al menos 4 experimentos independientes, cada uno por duplicado. 

 

Algunos autores han propuesto que la inactivación microbiana mediada por plasma se debe 

en parte al daño del ADN inducido por la luz UV presente en el plasma. La energía de los 

fotones de la luz UV es absorbida principalmente por los ácidos nucleicos, lo que puede 

resultar en formación de dímeros de timina y citosina en la cadena de ADN y dañar 

gravemente la capacidad replicativa de las bacterias (Boudam et al., 2006; Moisan et al., 

2002; Moreau et al., 2000). Por otro lado, otros autores encontraron que la radiación UV 

del plasma no es el agente microbicida dominante en la erradicación de biofilms (Laroussi 

et al., 2005; Machala et al., 2010; Pavlovich et al., 2013). Estos autores propusieron que la 

luz UV y los demás agentes activos en el plasma producen un efecto antimicrobiano en 

sinergia con el resto de los agentes reactivos. En nuestro caso, la radiación UV representó 

un aporte importante a la inactivación de los biofilms, lo que nos permitiría pensar que en 

nuestra descarga plasma se están generando cantidades importantes de fotones UV. Se ha 

propuesto que la radiación UV producida por los plasmas a presión atmosférica desempeña 

un papel bactericida si se producen fotones en la región UVC (220-280 nm) o UV al vacío 

(Heise et al., 2004). La radiación UVC proviene típicamente del sistema γ del NO, que se 

forma en plasmas de aire a altas potencias y donde se generan los radicales O y N. Las 

radiaciones UVC y UV al vacío también se producen parcialmente en descargas generadas 
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en Ar o en agua (Heise et al., 2004; Laroussi y Leipold, 2004; Ma et al., 2008; Machala et 

al., 2010). La radiación UVA y UVB también pueden generar daños sobre las células. La 

UVA (320 a 400 nm) se ha relacionado con daños directos sobre las proteínas y las 

membranas celulares y daños indirectos sobre el ADN al generar ROS por fotooxidación 

del O2; y la UVB (290 a 320 nm) es absorbida directamente por el ADN creando dímeros 

de pirimidina y fotoproductos (Elasri y Miller, 1999). 

 

 

4. CONCLUSION 

 

Nuestros resultados muestran que la fuente DBD de plasma desarrollada y que opera en aire 

es una herramienta útil para la inactivación del biofilms de P. aeruginosa crecidos en 

cupones de acero inoxidable, cultivo continuo y medio mínimo. Informamos una cinética 

de inactivación similar a los resultados previamente descritos. El plasma de aire 

humedecido a un flujo de 1 L/min resultó en una inactivación más rápida del biofilm que el 

plasma de aire ambiental circundante. Además, se encontró que la luz UV generada en el 

plasma representa un aporte importante a la inactivación de los biofilms. Nuestro 

dispositivo DBD, desarrollado en el INFIP, representa una fuente de plasma económica, ya 

que al utilizar aire como gas de trabajo no depende del uso de gases costosos. 
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EFECTOS DEL PLASMA FRÍO A PRESIÓN ATMOSFÉRICA SOBRE LA 

FISIOLOGÍA CELULAR DE BIOFILMS DE Pseudomonas aeruginosa  

 

RESUMEN 

 

Los mecanismos de inactivación de biofilms mediados por plasma no han sido 

completamente dilucidados y documentados. Los principales mecanismos reportados 

incluyen alteraciones en la integridad de la membrana celular, destrucción de las EPS, 

células y componentes celulares, reducción del espesor del biofilm, y pérdida de 

cultivabilidad y actividad metabólica de las células. En el Capítulo 2 se presentó el efecto 

de una fuente DBD coaxial de plasma recientemente desarrollada que opera en aire, sobre 

biofilms de P. aeruginosa crecidos sobre cupones de acero inoxidable, medio AB y cultivo 

continuo. Se determinó que los biofilms fueron erradicados después de un tratamiento de 15 

min con plasma. El objetivo del presente capítulo fue estudiar los efectos del plasma sobre 

la fisiología del biofilm y para ello se determinó la viabilidad y la virulencia de las células 

del mismo después del tratamiento. Al realizar el test de viabilidad celular, tanto en el 

control sin tratamiento como en los biofilms tratados con plasma se observó fluorescencia 

predominantemente roja, teóricamente correspondiente a células muertas, a pesar de que se 

esperaba que las células del biofilm control estuvieran en su mayoría vivas (fluorescencia 

verde). Como uno de los componentes de la matriz del biofilm es ADN extracelular 

(eDNA) y el colorante yoduro de propidio se intercala en la estructura de doble hélice del 

ADN, se formuló la hipótesis de que el color rojo observado en la tinción del control, no se 

debía a células muertas sino a la presencia de eDNA. Por lo tanto, se realizó un tratamiento 

con ADNasa seguido de la tinción de viabilidad y se observó, tal cual se esperaba, 

fluorescencia verde en el biofilm control. Posteriormente, se llevaron a cabo los 

tratamientos con plasma, seguidos de degradación enzimática del ADN extracelular. Se 

encontró que, a los 15 min de exposición al plasma, aunque no hay conteo de UFC aún hay 

células viables y fueron necesarios 30 min de exposición para que se perdiera la viabilidad. 

Para evaluar virulencia, se inyectó la vena central de hojas de lechuga con una suspensión 

de bacterias tratadas con plasma y se evaluó necrosis del tejido vegetal. A los 15 min de 

exposición al plasma se observó daño en las hojas de lechuga, por lo cual se concluyó que 
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las bacterias retenían virulencia a pesar del tratamiento; y a los 30 minutos de exposición, 

no se presentó daño en el tejido vegetal. Nuestros resultados indican que es necesario 

realizar experimentos de viabilidad antes de concluir que el plasma erradica los biofilms 

basándose únicamente en la cultivabilidad celular y demuestran, además, la abundancia del 

ADN extracelular en la matriz del biofilm. 

 

 

1. INTRODUCCIÓN 

 

La composición extracelular de los biofilms bacterianos es muy compleja y depende de la 

genética microbiana y del ambiente en el que crecen las bacterias y en el que la matriz se 

desarrolla (Costerton et al., 1995; Montanaro et al., 2011). Inicialmente se consideró que 

las EPS estaban compuestas de polisacáridos extracelulares; luego se encontró que la matriz 

extracelular del biofilm incluye lipopolisacáridos, glicolípidos, lípidos, proteínas y ácidos 

nucleicos (Costerton et al., 1999; Flemming et al., 2007; Flemming y Wingender, 2010). 

Recientemente se ha demostrado la importancia del eDNA, en la estructura y conexión 

célula-célula dentro de los biofilms. Inicialmente, su presencia se observó en biofilms de P. 

aeruginosa, S. intermedius, S. mutans, E. faecalis y staphylococci (Montanaro et al., 2011). 

 

Los plasmas no térmicos a presión atmosférica han evolucionado rápidamente como 

tecnología para la descontaminación microbiana, cicatrización de heridas y alternativa para 

aplicaciones biomédicas, incluyendo terapia del cáncer, desarrollo de nuevos fármacos y 

tratamiento de enfermedades infecciosas y no infecciosas (Keidar et al., 2011; Alkawareek 

et al., 2012; Keidar et al., 2013; Bourke et al., 2017). Los biofilms son objeto de extensas 

investigaciones ya que muestran una mayor estabilidad mecánica y resistencia a 

antimicrobianos que las células plantónicas. Desde hace más de una década se investiga la 

inactivación de biofilms mediada por plasma (Becker et al., 2005; Abramzon et al., 2006, 

Allesen-Holm et al., 2006; Vandervoort et al., 2008, Joaquín et al., 2009, Zelaya et al., 

2010, 2012; Alkawareek et al., 2012a; Vandervoort y Brelles-Mariño, 2014; Ziuzina et al., 

2014, 2015; Mai-Prochnow et al., 2015; Gabriel et al., 2016; Lunov et al., 2016; Ben 

Belgacem et al., 2016; Modic et al., 2017). La capacidad de los plasmas no térmicos para 



114 

 

reaccionar con diversas macromoléculas como el ADN, lípidos y proteínas y los 

mecanismos de inactivación microbiana se han reportado para células en vida libre (Gaunt 

et al., 2006; Ma et al., 2008; Dobrynin et al., 2009; Alkawareek et al., 2012; Liao et al., 

2017); mientras que para los biofilms no han sido completamente dilucidados y 

documentados. Los principales mecanismos informados para la inactivación de biofilms 

mediada por plasma incluyen alteraciones en la integridad de la membrana celular, 

destrucción de las EPS, células y componentes celulares, reducción del espesor del biofilm 

y disminución de la cultivavilidad y actividad metabólica de las células (Vandervoort et al., 

2008; Joaquin et al., 2009; Zelaya et al., 2012; Vandervoort y Brelles-Mariño, 2014; 

Ziuzina et al., 2014, 2015; Khan et al., 2016). 

 

En el Capítulo 2, se presentó una fuente DBD coaxial de plasma de aire para el tratamiento 

de biofilms de P. aeruginosa crecidos sobre cupones de acero inoxidable, medio AB y 

cultivo continuo y se determinó la curva de supervivencia del biofilm a diferentes tiempos 

de exposición al plasma. Los biofilms fueron erradicados después de un tratamiento de 15 

min con plasma, tiempo de exposición para el cual no se observó crecimiento de UFC. El 

recuento de colonias en un medio agarizado no tiene en cuenta que las células pueden 

seguir viables, y hasta conservar la virulencia, aunque no den crecimiento de colonias luego 

del tratamiento. Las células pueden entrar en un estado de dormancia llamado viable-pero-

no-cultivable (VBNC, sigla del inglés “Viable-But-Non-Culturable”) en respuesta al estrés 

ambiental. Este mecanismo de supervivencia ha sido reportado para muchas bacterias gram 

negativas (Ap y Jd, 2004; Oliver, 2005, 2010), y se ha propuesto como posible mecanismo 

para biofilms tratados con plasma (Joaquin et al., 2009; Zelaya et al., 2010; Vandervoort y 

Brelles-Mariño, 2014; Ziuzina et al., 2014, 2015). Otra de las hipótesis propuestas es que el 

plasma daña la pared celular, produciendo esferoplastos más pequeños que la célula de la 

cual derivan, que no son cultivables pero que todavía están viables y conservan una 

membrana celular intacta (Joaquin et al., 2009). Para determinar la viabilidad de las células 

después del tratamiento con plasma es necesario hacer estudios complementarios de 

microscopía de fluorescencia o de estimación de actividad metabólica a través de la 

presencia de adenosín trifosfato (ATP) o de la determinación de reducción de sales como 

XTT (2,3-bis[2-metoxi-4-nitro-5-sulfofenil]-2-h-tetrazolium-5-carboxanilide) que mide de 
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manera indirecta la actividad de los sistemas de transporte de electrones presentes en las 

bacterias. El objetivo del presente capítulo fue determinar la viabilidad y virulencia de las 

células del biofilm de P. aeruginosa expuestas al tratamiento con una fuente DBD coaxial 

de plasma. 

 

 

2. MATERIALES Y METODOS 

 

2.7 Microorganismo, medio de cultivo y condiciones de crecimiento del biofilm 

 

Todos los experimentos se llevaron a cabo con P. aeruginosa cepa PAO1 y el medio de 

cultivo AB como se describe en el Capítulo 1 sección 2.1. Para el crecimiento del biofilm 

se escogieron las mejores condiciones que condujeron a un biofilm robusto: superficie de 

acero inoxidable, medio mínimo AB y cultivo continuo (Capítulo 1). La inoculación del 

reactor y las condiciones de crecimiento del biofilm se describen en el Capítulo 1 

secciones 2.2 y 2.3.  

 

2.8 Tratamiento con plasma   

 

Se produjo plasma de descarga de gas a presión atmosférica usando una configuración 

coaxial DBD operada en aire humidificado a un flujo de 1 L/min. Las condiciones de 

operación se describen en el Capítulo 2 sección 2.2. Los biofilms de P. aeruginosa se 

sometieron al tratamiento de plasma durante diferentes tiempos de exposición (3, 15 y 30 

min) bajo condiciones estériles. Se incluyó un control sin tratamiento con plasma (tiempo 

de exposición de 0 min).  

 

2.9 Determinación de la viabilidad celular del biofilm  

 

Los cupones con biofilm obtenidos como se indica anteriormente se lavaron dos veces con 

solución fisiológica estéril, se secaron al aire durante 10 min y se trataron con plasma 

generado en aire humidificado durante 0, 3, 15 y 30 min. Se evaluó la viabilidad celular 



116 

 

utilizando el kit de viabilidad bacteriana LIVE/DEAD® BacLight™ (Molecular Probes, 

EEUU), para lo cual se añadió a cada cupón 20 μL de una mezcla de colorantes en la 

relación 1:2 de SYTO 9 a yoduro de propidio (PI, sigla del inglés “propidium iodide”). Los 

cupones se incubaron durante 20 min a temperatura ambiente en oscuridad y 

posteriormente se visualizaron con un microscopio de epifluorescencia Leica usando un 

filtro de excitación/emisión de 480/500 nm para SYTO 9 y de 490/635 nm para PI y un 

aumento de 400X. Las imágenes fueron adquiridas con el programa Leica Application 

Suite (2.5.0 R1) y los análisis de imágenes se realizaron con el software libre ImageJ. Se 

realizaron cuatro experimentos independientes, cada uno por duplicado. 

 

2.10 Degradación enzimática del ADN extracelular del biofilm 

 

Una vez crecido el biofilm en las condiciones antes indicadas, se retiraron los cupones del 

reactor, se lavaron dos veces con solución fisiológica, se secaron al aire durante 10 min, se 

trataron con 20 μL de ADNasa 0.1 mg/mL (DNase I de páncreas bovino, Sigma-Aldrich) y 

se incubaron a 30 °C durante 20, 40 y 60 min. Se incluyó un cupón control de biofilm sin 

tratamiento enzimático. Al cabo de la incubación, se eliminó la suspensión enzimática con 

toallas de papel estériles y se lavaron los cupones tres veces con 50 μL de solución 

fisiológica. Posteriormente, se llevó a cabo la determinación de viabilidad del biofilm como 

se indica en 2.3.  

 

2.11 Determinación de la viabilidad celular del biofilm tratado con plasma y 

degradación enzimática del ADN  

 

Los cupones con biofilm se lavaron dos veces con solución fisiológica, se secaron al aire 

durante 10 min y se trataron con plasma durante 0, 3, 15 y 30 min. Posteriormente, se 

trataron con 20 μL de ADNasa y se incubaron a 30 °C durante 60 min. Se eliminó la 

suspensión enzimática con toallas de papel estériles y se lavaron los cupones tres veces con 

50 μL de solución fisiológica. Se evaluó la viabilidad celular como se indica en 2.3.  
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2.1 Determinación de la virulencia del biofilm  

 

Para evaluar la virulencia de las células del biofilm después de exponerlas al tratamiento 

con plasma durante diferentes tiempos, se utilizó el ensayo desarrollado por Zelaya y 

colaboradores (2012), con modificaciones. Los biofilms se trataron con plasma según se 

indica en 2.2. durante 0, 3, 15 y 30 min. Los cupones se colocaron en una cámara húmeda 

después del tratamiento y se incubaron con 35 µL de solución fisiológica durante 10 min. 

Los biofilms fueron removidos por raspado y suspendidos en 250 µL de solución 

fisiológica. A continuación, se inyectó suavemente y a lo largo de toda su longitud, la vena 

central de hojas de lechuga tipo criolla con 250 µL de cada una de las suspensiones de 

células del biofilm de P. aeruginosa obtenidas anteriormente. Se incluyeron como controles 

una hoja inyectada solamente con solución fisiológica y una hoja sin inyectar. A 

continuación, las hojas se colocaron asépticamente en bolsas de plástico de 27 x 25 cm con 

cierre y esterilizadas por UV. En cada bolsa se introdujo una tolla de papel absorbente 

estéril sobre la cual se pusieron dos hojas de lechuga con su respectivo tratamiento 

(tratamiento por duplicado). Se humedecieron las toallas de papel con 10 mL de solución 

fisiológica estéril (para mantener la humedad del sistema), se cerraron las bolsas y se 

incubaron durante tres días a 34 °C en una cámara de luces. Las primeras 24 hs las hojas se 

mantuvieron en posición horizontal y a continuación se dispusieron de manera vertical. Se 

evaluó visualmente necrosis en el tejido vegetal al tercer día. En la Figura 1 se muestra un 

esquema del proceso. Se realizaron cuatro experimentos independientes, cada uno por 

duplicado.  

 

 

Figura 1. Esquema del proceso para evaluación de virulencia de células del biofilm de P. 

aeruginosa. 
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3. RESULTADOS Y DISCUSIÓN  

 

3.1 Efectos del plasma sobre la viabilidad celular del biofilm de P. aeruginosa 

 

El kit de viabilidad bacteriana LIVE/DEAD® es un ensayo que utiliza dos colorantes 

fluorescentes que se unen a los ácidos nucleicos de la bacteria y basado en la integridad de 

la membrana celular. En esta tinción, el colorante verde SYTO 9 penetra la membrana 

celular de todas las células, mientras que el colorante rojo PI penetra sólo la membrana 

celular dañada y tiñe las células muertas. Con una mezcla apropiada de los colorantes 

SYTO 9 y PI, las bacterias con membranas celulares intactas se tiñen verde, mientras que 

las bacterias con membranas dañadas, rojo.  

 

Al realizar la tinción de viabilidad celular, en todos los tratamientos (incluyendo el control 

sin exposición al plasma), se observó fluorescencia predominantemente roja. En la Figura 

2 se muestran las imágenes del biofilm de P. aeruginosa sin exposición al plasma luego de 

la tinción.  

 

 

Figura 2. Biofilm de P. aeruginosa teñido con el kit de viabilidad bacteriana 

LIVE/DEAD®. A la izquierda se muestran las imágenes correspondientes a la tinción con 

el colorante SYTO 9, seleccionadas con el filtro de excitación/emisión de 480/500 nm, en 

el centro las mismas imágenes con el colorante PI, seleccionadas con el filtro de 490/635 
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nm, y a la derecha la superposición de las dos imágenes anteriores. Las imágenes fueron 

adquiridas con el programa Leica Application Suite con aumento de 400X. 

 

Se esperaba que las células del biofilm control estuvieran en su mayoría vivas, y por ende, 

fluorescieran verdes. Es sabido que uno de los componentes de la matriz del biofilm es 

eDNA y que el colorante PI se intercala en la estructura de doble hélice del ADN. Por lo 

tanto, se formuló la hipótesis de que el color rojo observado en la tinción del biofilm 

control, no se debía a células muertas sino a abundancia de eDNA en la matriz y, para 

contrastar esta hipótesis, se realizó un tratamiento con ADNasa. En la Figura 3 se muestra 

un biofilm de P. aeruginosa sin exponer al plasma, tratado con ADNasa durante diferentes 

tiempos (20, 40 y 60 min) y teñido con el kit de viabilidad bacteriana LIVE/DEAD®. Se 

comprobó que el eDNA estaba presente en forma abundante en la matriz del biofilm y 

fueron necesarios 60 min para degradarlo enzimáticamente por completo (Figura 3).  

 

 

Figura 3. Biofilm de P. aeruginosa tratado con ADNasa durante diferentes tiempos (20, 40 

y 60 min) y teñido con el kit de viabilidad bacteriana LIVE/DEAD®. A la izquierda se 
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muestran las imágenes correspondientes a la tinción con el colorante SYTO 9, 

seleccionadas con el filtro de excitación/emisión de 480/500 nm, en el centro las mismas 

imágenes con el colorante PI, seleccionadas con el filtro de 490/635 nm, y a la derecha la 

superposición de las dos imágenes anteriores. Las imágenes fueron adquiridas con el 

programa Leica Application Suite con aumento de 400X. 

  

Al comparar las Figuras 2 y 3, es claro que el biofilm control tenía la mayoría de sus 

células vivas y que la fluorescencia roja se debía a la presencia de eDNA. La importancia 

relativa del eDNA, los exopolisacáridos y las proteínas como componentes estructurales de 

los biofilms puede depender de las condiciones ambientales, la edad del biofilm, y la cepa 

del microorganismo, en caso de tratarse de un biofilm monoespecie. Después del 

tratamiento enzimático con ADNasa durante 60 min no se observó daño en la estructura de 

los biofilms (Figura 3), lo cual implica que el eDNA no cumple una función vital 

estructural en biofilms maduros de P. aeruginosa. Allesen-Holm y colaboradores (2006), 

informaron que el tratamiento con ADNasa disolvió biofilms jóvenes sin afectar a los ya 

establecidos, sugiriendo que las células en biofilms jóvenes se mantienen unidas por eDNA 

mientras que los maduros se unen por otros compuestos, por lo tanto el ADN desempeñaría 

un papel estructural durante el desarrollo del biofilm, pero sólo sería un componente 

importante de una matriz más diversa en biofilms ya desarrollados.  

 

Además de encontrar eDNA de manera abundante en la matriz extracelular del biofilm, 

podemos decir que este ADN estaba firmemente unido, ya que no se desprendió después de 

realizar los dos lavados consecutivos con solución fisiológica. Se ha demostrado que los 

biofilms de P. aeruginosa, incluyendo PAO1, producen eDNA como componente de la 

matriz que funciona como interconexión célula-célula (Whitchurch et al., 2002). Allesen-

Holm y colaboradores (2006), reportaron que para biofilms de P. aeruginosa el eDNA 

forma una estructura parecida a una rejilla y que su localización es dependiente de la etapa 

de desarrollo del biofilm: en biofilm jóvenes el ADN se encuentra en la superficie de las 

microcolonias, mientras que a los 4 días de edad en los tallos de las estructuras de hongos y 

a los 6 días se localiza en todo el biofilm.  
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Los biofilms de P. aeruginosa se caracterizan por una arquitectura tridimensional 

consistente en estructuras en forma de “hongo” o pilares de microcolonias, separadas por 

espacios vacíos que constituyen verdaderos canales de comunicación por los cuales fluyen 

los nutrientes (Costerton et al. 1999). La formación de estas estructuras es un proceso 

secuencial, donde primero hay una subpoblación bacteriana no móvil que forma las 

microcolonias iniciales, que más tarde se convierten en los tallos de los hongos, y 

posteriormente una subpoblación migratoria que forma las cabezas a través de un proceso 

dependiente de los pili tipo IV (Klausen, 2003). Allesen-Holm y colaboradores (2006), 

propusieron que la alta concentración de eDNA en los tallos podría estar relacionada con la 

acumulación de bacterias migratorias que resulta luego en la formación de las cabezas de la 

estructura, es decir que el ADN de los tallos permitiría que las bacterias "trepen" y formen 

las tapas de las estructuras de los hongos. Esta hipótesis se basa en lo reportado por van 

Schaik y colaboradores (2005), quienes muestran que los pili tipo IV, encargados de mediar 

la migración bacteriana por un mecanismo de extensión-agarre-retracción, se unen al ADN. 

La Figura 4 muestra los biofilms de P. aeruginosa expuestos al plasma durante diferentes 

tiempos (0, 3, 15 y 30 min), tratados con ADNasa durante 60 min y teñidos con el kit de 

viabilidad bacteriana. A los 3 min de exposición al plasma la mayoría de las células del 

biofilm se encuentras viables, mientras que a los 15 min la mayoría se encuentran muertas. 

Fue necesario un tratamiento con plasma durante 30 min para la erradicación completa del 

biofilm.  

 



122 

 

 

Figura 4. Biofilm de P. aeruginosa expuesto al plasma (0, 3, 15 y 30 min), tratado con 

ADNasa por 60 min y teñido con el kit de viabilidad bacteriana LIVE/DEAD®. A la 

izquierda se muestran las imágenes correspondientes a la tinción con el colorante SYTO 9, 

seleccionadas con el filtro de excitación/emisión de 480/500 nm, en el centro las mismas 

imágenes con el colorante PI, seleccionadas con el filtro de 490/635 nm, y a la derecha la 

superposición de las dos imágenes anteriores. Las imágenes fueron adquiridas con el 

programa Leica Application Suite con aumento de 400X. 

 

Es importante señalar que las curvas de supervivencia no mostraron células cultivables a 

los 15 min de exposición al plasma (Capítulo 2, Figuras 7 y 8). Sin embargo, los 

resultados obtenidos con el kit de viabilidad celular muestran la presencia de células vivas. 

Muchos autores todavía evalúan la letalidad del plasma basándose en el conteo de UFC 
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luego del tratamiento; sin embargo, como respuesta a la exposición al plasma, las células 

del biofilm podrían entrar en el estado VBNC (Ap y Jd, 2004; Oliver, 2005, 2010) o se 

podrían producir esferoplastos más pequeños que las bacterias planctónicas, que no son 

cultivables pero que todavía están viables (Joaquin et al., 2009). Aunque no se producen 

colonias en un medio de cultivo agarizado, las células aún podrían estar vivas y conservar 

la virulencia, como se discute a continuación. 

 

3.2 Efectos del plasma sobre la virulencia de las células del biofilm de P. aeruginosa 

 

P. aeruginosa es un patógeno oportunista para los seres humanos, pero también es un 

patógeno vegetal que produce daño tisular (Elrod y Braun, 1942), y por lo tanto, se puede 

evaluar su virulencia en plantas. Zelaya y colaboradores (2012) realizaron un ensayo de 

virulencia utilizando hojas de lechuga y reportaron que las células del biofilm de P. 

aeuriginosa tratadas durante tiempos cortos de exposición al plasma aún retienen viabilidad 

y virulencia, aunque no sean cultivables. En el presente capítulo obtuvimos resultados 

similares. La figura 5 muestra necrosis en las hojas de lechuga inyectadas con una 

suspensión de bacterias tratadas con plasma durante 3 y 15 min, mientras que no se observa 

daño tisular en los restantes tratamientos, por lo cual se concluye que las bacterias retienen 

virulencia luego de ser tratadas con plasma durante tiempos cortos. Aunque a los 15 min de 

tratamiento con plasma ya no hay presencia de UFC en una placa de petri, estas células son 

no sólo viables sino también virulentas. 
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Figura 5. Hojas de lechuga tipo criolla sin inyectar, inyectada con solución fisiológica o 

con una suspensión de células del biofilm de P. aeruginosa control o tratado con plasma 

durante 3, 15 y 30 min, según se indica.  

 

 

4. CONCLUSIÓN  

 

La microscopía de epifluorescencia y el kit de viabilidad bacteriana permitieron evaluar el 

estado fisiológico de las células del biofilm tratadas con plasma, mediante el monitoreo de 

la viabilidad como función de la integridad de la membrana celular. Se demostró la 

presencia de abundante eDNA en los biofilms maduros de P. aeruginosa PAO1 cultivados 

sobre cupones de acero inoxidable, medio AB y cultivo continuo. Se encontró que los 

biofilms tratados con plasma durante tiempos de exposición cortos conservan la viabilidad 

incluso en el caso de la falta de cultivabilidad celular y además las células aún son 

virulentas. Nuestros resultados apoyan el planteamiento de que los experimentos de 

viabilidad siempre deben llevarse a cabo antes de llegar a la conclusión de que el plasma 
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erradica los biofilms a cortos tiempos de exposición y no es suficiente basarse solo en el 

recuento de células cultivables. 
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EFECTOS DEL PLASMA FRÍO A PRESIÓN ATMOSFÉRICA SOBRE LA 

MATRIZ DEL BIOFILM DE Pseudomonas aeruginosa  

 

RESUMEN 

 

Existe una gran diversidad en la composición de la matriz extracelular de los biofilms y 

entre los componentes más estudiados están los exopolisacáridos, las proteínas y el eDNA. 

Las EPS de la matriz proporcionan estabilidad mecánica, median la adhesión a la 

superficie, permiten la acumulación de nutrientes, mantienen un microambiente altamente 

hidratado, facilitan la transferencia horizontal de genes y actúan como barrera protectora. 

En el Capítulo 2 se presentó el efecto de una fuente DBD coaxial de plasma operada en 

aire sobre biofilm de P. aeruginosa crecido sobre cupones de acero inoxidable, medio AB y 

cultivo continuo. El Capítulo 3 se enfocó principalmente en el efecto del plasma sobre el 

componente celular del biofilm. Se determinó que es necesario un tratamiento de 30 min 

con plasma para erradicar completamente los biofilms, ya que a tiempos más cortos de 

exposición conservan la viabilidad y la virulencia incluso en el caso de falta de 

cultivabilidad celular. Además, se demostró la presencia de abundante ADN extracelular en 

la matriz del biofilm.  

 

El objetivo del presente capítulo fue evaluar el efecto del plasma sobre la matriz y la 

estructura del biofilm de P. aeruginosa; en particular sobre los polisacáridos de la misma, 

como así también determinar la función que desempeña el eDNA en la protección del 

biofilm frente al tratamiento con plasma. Se utilizaron los colorantes fluorescentes 

Calcofluor White y SYTO 9 para teñir los polisacáridos y las células respectivamente y se 

encontró una reducción de la matriz del biofilm a mayor tiempo de exposición al plasma. 

Se observó la estructura del biofilm mediante microscopía electrónica de barrido y se 

determinó que los biofilms expuestos a tiempos largos del tratamiento con plasma pierden 

la estructura tridimensional, presentan daño celular y desintegración de la matriz. Además, 

se realizó un análisis de espectrometría infrarroja con transformada de Fourier (FTIR, sigla 

del inglés “Fourier-transform infrared spectroscopy”) del biofilm expuesto al tratamiento 

con plasma. Se observaron cambios en la composición química y estructural del biofilm al 
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ser tratado con plasma, siendo los cambios mayores a mayor tiempo de exposición. Por otro 

lado, se degradó enzimáticamente el eDNA antes del tratamiento con plasma y se 

determinó la curva de supervivencia del biofilm. Se observó una disminución constante en 

el número de UFC/mL a mayor tiempo de exposición al plasma y se determinó un tiempo 

de reducción decimal de 0.91 ± 0.07 min, mientras que en el Capítulo 2 se informó un 

tiempo de reducción decimal de 1.47 ± 0.28 min para el biofilm sin tratar previamente con 

ADNasa y sometido al mismo tratamiento con plasma, sugiriendo la importancia del ADN 

extracelular en la protección del biofilm frente a la exposición al plasma.  

 

 

1. INTRODUCCIÓN 

 

En general, los microorganismos no viven en cultivos puros de células individuales sino 

que se acumulan y forman agregados como flóculos, lodos o películas. En la mayoría de los 

biofilms, los microorganismos representan menos del 10% de la masa seca, mientras que la 

matriz puede representar más del 90% (Sutherland, 2001; Flemming y Wingender, 2010). 

Existe una gran diversidad en la composición de la matriz extracelular de los biofilms, tanto 

entre los formados por diferentes especies como dentro de los formados por diferentes 

cepas de una sola especie (Branda et al., 2005; Flemming et al., 2007; Flemming y 

Wingender, 2010). Incluso, para una misma cepa, es posible que bajo diferentes 

condiciones y diferentes momentos del desarrollo, ciertos componentes de la matriz puedan 

ser más importantes para la integridad o funcionamiento del biofilm (Karatan y Watnick, 

2009).  

 

La matriz generalmente está compuesta por lipopolisacáridos, glicolípidos, lípidos, 

proteínas y ácidos nucleicos (Costerton et al., 1999; Flemming et al., 2007; Flemming y 

Wingender, 2010), y se estima que podría contener hasta un 97% de agua (Zhang et al., 

1998). Las EPS proporcionan estabilidad mecánica, median la adhesión a la superficie, 

forman una red polimérica cohesiva y tridimensional que interconecta e inmoviliza 

transitoriamente las células dentro del biofilm, actúa como un “sistema digestivo” externo 

manteniendo las enzimas extracelulares cerca de las células, permite la acumulación de 
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nutrientes del medio ambiente, mantiene un microambiente altamente hidratado alrededor 

de las células conduciendo a tolerancia a la desecación, facilita la transferencia horizontal 

de genes y actúa como barrera protectora confiriendo resistencia a las defensas del huésped 

durante la infección y tolerancia a varios agentes antimicrobianos (Flemming y Wingender, 

2010).  

 

Entre los componentes más estudiados de la matriz de los biofilms están los 

exopolisacaridos, las proteínas y los compuestos proteicos como fimbrias y pili y el eDNA 

(Karatan y Watnick, 2009). Algunos exopolisacáridos han sido ampliamente estudiados, 

entre ellos el alginato, componente principal de la matriz de los biofilms de cepas mucoides 

de P. aeruginosa. Sin embargo, varios informes han demostrado que otros polisacáridos, 

como Psl y Pel, contribuyen a la matriz de biofilms formados por cepas de P. aeruginosa no 

mucoides, como la PAO1, que se cree que son las primeras en colonizar los pulmones de 

pacientes con fibrosis quística (Ma et al., 2006; Byrd et al., 2009; Colvin et al., 2011, 2012; 

Franklin et al., 2011). Otro componente importante y abundante en la matriz de los biofilms 

son los ácidos nucleicos, específicamente el ADN. Aunque inicialmente el eDNA fue visto 

como material residual de células lisadas, se ha hecho cada vez más claro que es una parte 

integral de la matriz y del modo de vida del biofilm. 

 

Los estudios de inactivación de células planctónicas por plasma han demostrado que el 

tratamiento puede afectar la envoltura celular, las proteínas y el ADN de los 

microorganismos (Lackmann et al., 2013; Puligundla y Mok, 2017). Los principales 

mecanismos de inactivación se pueden dividir entre biológicos y físicos; entre los 

biológicos se encuentran daño del ADN, peroxidación de lípidos, modulación de proteínas 

e inducción de apoptosis (Venezia et al., 2008; Moisan et al., 2002; Alkawareek et al., 

2012; Lunov et al., 2016); y entre los físicos la disrupción celular por fuerzas electrostáticas 

producidas por la acumulación de partículas cargadas y la formación de poros en la 

membrana celular que conduce a fugas de contenido y finalmente a la muerte del 

microorganismo (Laroussi, 2002; Lunov et al., 2016; Liao et al., 2017). Los estudios de 

erradicación de biofilm por plasma frío a presión atmosférica se han centrado en su mayoría 

en el efecto sobre las células y las moléculas. Aunque los mecanismos exactos que 
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conducen a la inactivación del biofilm por plasma aún no están claros, se han informado 

alteraciones en la integridad de la membrana celular, disrupción celular y componentes 

celulares, reducción del espesor del biofilm y disminución de la cultivabilidad y actividad 

metabólica de las células (Vandervoort et al., 2008; Joaquin et al., 2009; Zelaya et al., 

2012; Vandervoort y Brelles-Mariño, 2014; Ziuzina et al., 2014, 2015; Khan et al., 2016).  

 

Muy pocos estudios se han llevado a cabo sobre el efecto del plasma sobre la matriz del 

biofilm. Vandervoort y Brelles-Mariño (2014) observaron que el área correspondiente a las 

zonas de matriz del biofilm es menor en el caso de tratamiento con plasma, con respecto al 

biofilm sin tratar. Estos autores sugirieron que el plasma podría reducir las áreas 

correspondientes a matriz posiblemente por oxidación o peroxidación de los 

exopolisacáridos que componen la matriz de biofilm por parte de los agentes reactivos 

presentes en el plasma. Recientemente Khan y colaboradores (2016), reportaron los 

cambios bioquímicos que se producen en la célula y en las EPS de la matriz durante el 

proceso de inactivación por plasma de biofilms de E. coli, C. sakazakii y S. aureus. 

Mostraron la reducción gradual de carbohidratos, proteínas, lípidos y ADN a medida que 

aumentaba el tiempo de exposición al plasma. 

 

En el Capítulo 2, se presentó una fuente DBD coaxial de plasma operada en aire sobre 

biofilms de P. aeruginosa crecidos sobre cupones de acero inoxidable, medio AB y cultivo 

continuo y se determinó la curva de supervivencia del biofilm a diferentes tiempos de 

exposición al plasma. En el Capítulo 3 se encontró que los biofilms tratados con plasma 

durante tiempos de exposición cortos conservan la viabilidad incluso en el caso de la falta 

de cultivabilidad celular y además las células aún son virulentas, por lo que fueron 

necesarios 30 min de exposición al plasma para erradicarlos. También, se demostró la 

presencia de abundante eDNA en la matriz del biofilm. El objetivo del presente capítulo fue 

evaluar el efecto de una fuente DBD coaxial de plasma operada en aire sobre la matriz del 

biofilm de P. aeruginosa; en particular sobre los polisacáridos y la matriz desprovista del 

eDNA, y determinar la función que cumple este ADN en cuanto a la protección del biofilm 

frente el tratamiento con plasma. 
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2. MATERIALES Y METODOS 

 

2.1. Microorganismo, medio de cultivo y condiciones de crecimiento del biofilm 

 

Todos los experimentos se llevaron a cabo con P. aeruginosa cepa PAO1 como se describe 

en el Capítulo 1 sección 2.1. El biofilm se creció bajo las condiciones que condujeron a un 

biofilm robusto: superficie de acero inoxidable, medio mínimo AB y cultivo continuo. La 

inoculación del reactor y las condiciones de crecimiento del biofilm se describen en el 

Capítulo 1 secciones 2.2 y 2.3.  

 

2.2. Tratamiento con plasma  

 

Se produjo plasma de descarga de gas a presión atmosférica usando una configuración 

coaxial DBD operado en aire humidificado a un flujo de 1 L/min. Las condiciones de 

operación se describen en el Capítulo 2 sección 2.2. Los biofilms de P. aeruginosa se 

sometieron al tratamiento con plasma durante diferentes tiempos de exposición (3, 15 y 30 

min) bajo condiciones estériles. Se incluyó un control sin tratamiento con plasma (tiempo 

de exposición de 0 min).  

 

2.3. Efecto del plasma sobre los polisacáridos de la matriz del biofilm de P. aeruginosa 

 

2.3.1. Tinción del polisacárido con Calcofluor White 

 

Para visualizar la estructura de la matriz tanto del biofilm control como del tratado con 

plasma, se utilizó el colorante Calcofluor White (Sigma-Aldrich, 1 g/L de Calcofluor White 

M2R y 0.5g/L de azul de Evans). Una vez crecido el biofilm, se retiraron los cupones del 

reactor, se lavaron dos veces con solución fisiológica estéril, se secaron al aire durante 10 

min, se trataron con plasma generado en aire humidificado durante 0, 3, 15 y 30 min, se les 

agregó 15 µL de una solución 1:1 de Calcofluor White e hidróxido de potasio al 10% p/v y 

se incubaron 1 min en oscuridad. Los cupones se visualizaron con un microscopio de 

epifluorescencia Leica usando un filtro de excitación/emisión de 355/433 nm. Las imágenes 
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fueron adquiridas con el programa Leica Application Suite (2.5.0 R1) en un aumento de 

400X y los análisis de imágenes se realizaron con el software libre ImageJ. 

 

2.3.2. Tinción simultánea del biofilm con Calcofluor White y SYTO 9 

 

Para visualizar al mismo tiempo las células bacterianas y la matriz del biofilm, se utilizaron 

los colorantes verde fluorescente SYTO 9 y Calcofluor White. Una vez crecido el biofilm, 

los cupones se procesaron como se describe en 2.3.1 y se trataron con plasma durante 0, 3 y 

30 min. Se les agregó 15 µL del colorante SYTO 9 y se incubaron durante 20 min a 

temperatura ambiente y en oscuridad. Se retiró el exceso de colorante con toallas de papel 

estériles y posteriormente, se agregó a los cupones 15 µL de una solución 1:1 de Calcofluor 

White e hidróxido de potasio al 10% p/v y se incubaron 1 min en oscuridad. Los cupones se 

visualizaron como se describió en 2.3.1, se adquirieron las imágenes correspondientes a la 

matriz teñida con Calcofluor White seleccionándolas con el filtro de excitación/emisión de 

355/433 nm y las mismas imágenes correspondientes a la tinción de las células con el 

colorante SYTO 9 seleccionándolas con el filtro de excitación/emisión de 480/500 nm. 

 

2.3.3. Relación de áreas entre las imágenes de la matriz y las células del biofilm 

 

Una vez adquiridas las imágenes como se describe en 2.3.2, se determinó la relación de 

áreas entre la matriz y las células del biofilm utilizando el software ImageJ. El tratamiento 

digital consistió en pasar las imágenes de color a escala de grises y posteriormente se 

transformaron a binarias. La binarización consiste en un proceso de reducción de la 

información en el que solo persisten dos valores: píxeles blancos y negros. En este caso, se 

determinó el área de los pixeles negros. Se calculó la relación dividiendo el área de la 

imagen binaria de la matriz por el área de las imágenes binarias de las células del biofilm 

(Figura 1). El mismo procedimiento se realizó para los biofilms control y tratados con 

plasma por 3 y 30 min como se indica en 2.3.2. 
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Figura 1. Esquema del tratamiento digital de imágenes con el software ImageJ. En la parte 

superior se muestra la secuencia para procesar la imagen de la matriz del biofilm teñida con 

Calcofluor White, y en la parte inferior para una imagen de las células del biofilm teñidas 

con SYTO 9. En este esquema se muestran las imágenes del biofilm control de P. 

aeruginosa. 

 

2.4. Microscopia electrónica de barrido de biofilms de P. aeruginosa expuestos a 

plasma 

 

Se creció el biofilm sobre cupones de acero inoxidable para la observación mediante SEM. 

Una microplaca de 24 pocillos de polipropileno (Cellstar, Greiner Bio-One), con un cupón 

estéril en cada pocillo, fue inoculada de modo tal que la DO550 nm fuera igual a 0.1, en 

medio LB y con un volumen final de 2 mL. La placa se incubó 24 hs, a 37 °C y sin 

agitación. Finalizado el período de incubación, se realizó un lavado de los cupones con 1 

mL de solución fisiológica, se secaron al aire y se trataron con plasma durante 0, 3 y 30 

min. Posteriormente, se procedió a fijar y deshidratar las muestras. La fijación se realizó 

sumergiendo los cupones en glutaraldehído 2.5 % v/v durante 30 min y luego en agua 

destilada para retirar el exceso de este último. A continuación, la deshidratación se llevó a 

cabo mediante gradientes de etanol frío. En este proceso se sumergen los cupones durante 

20 min en soluciones de etanol progresivamente más concentradas: 30, 50, 70, 90 y 95 % 

v/v. Finalmente, se realizan dos inmersiones de 20 min en etanol absoluto. Una vez 

finalizado este proceso, las muestras se secan mediante secado por punto crítico. Este 

procedimiento consiste en el desplazamiento de etanol de las muestras por CO2 líquido, y 
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seguidamente su evaporación en condiciones de 31.1 °C y 1072 psi. Luego, las superficies 

de las muestras fueron recubiertas con oro pulverizado mediante un metalizador Balzers 

SCD 030, hasta obtener un espesor de entre 15 y 20 nm. Tanto este procedimiento como el 

recubrimiento con oro de las muestras son llevados a cabo en el Centro de Investigación y 

Desarrollo en Ciencias Aplicadas “Dr. Jorge J. Ronco”- CINDECA- UNLP. Finalmente, las 

imágenes fueron adquiridas con un SEM Philips 505 (Rochester, EE.UU.)  

 

2.5. Degradación enzimática de eDNA de la matriz del biofilm de P. aeruginosa previo 

al tratamiento con plasma 

 

Los biofilms crecidos sobre cupones de acero inoxidable fueron tratados con 20 μL de 

ADNasa 0.1 mg/mL (DNase I de páncreas bovino, Sigma-Aldrich) y se incubaron a 30 °C 

durante 60 min. Se eliminó la suspensión enzimática con toallas de papel estériles y se 

lavaron los cupones tres veces con 50 μL de solución fisiológica estéril. Luego se 

expusieron los biofilms al plasma durante 0, 1, 3 y 15 min. Los cupones se colocaron en 

una cámara húmeda después del tratamiento con plasma y se incubaron con 35 µL de 

solución fisiológica durante 10 min. Los biofilms fueron despegados por raspado con 

espátula estéril y suspendidos en 1 mL de solución fisiológica. Se realizaron diluciones 

seriadas y se sembraron por duplicado 100 μL de cada suspensión en medio solido AB. Las 

placas se incubaron a 37 °C y se evaluó la formación de UFC por conteo de las mismas. Se 

realizaron curvas de supervivencia (log de UFC/mL versus tiempo de exposición a plasma) 

y se determinó el Valor D. Se incluyeron dos controles: uno con enzima y sin tratamiento 

con plasma y otro sin enzima y sin tratamiento con plasma. 

 

2.6. Espectrometría infrarroja con transformada de Fourier (FTIR) del biofilm de P. 

aeruginosa expuesto a plasma 

 

Para crecer el biofilm, se utilizaron microplacas estériles de poliestireno de 24 pocillos 

(Greiner CELLSTAR®, Sigma-Aldrich) y medio AB. Se inoculó cada pocillo de modo tal 

que la DO550 nm fuera igual a 1 con un volumen final de 2 mL. La microplaca se incubó 

durante 24 hs a 37°C y sin agitación. Una vez crecido el biofilm, se retiró el medio de 
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cultivo con las células plantónicas, se lavaron los pocillos dos veces con solución 

fisiológica estéril y se dejaron secar durante 10 min al aire. Los biofilms fueron sometidos 

al tratamiento con plasma durante diferentes tiempos de exposición (0, 3 y 30 min) bajo 

condiciones estériles. Luego del tratamiento, se agregó 100 µL de solución fisiológica a 

cada pocillo y se despegó el biofilm con espátula estéril. La DO550nm de cada suspensión 

resultó de aproximadamente 2. Con el fin de incrementar el número de células a analizar, se 

combinaron los contenidos de dos pocillos y se depositaron sobre la superficie de una celda 

óptica de SeZn (13 mm de diametro, Korth Kristalle GMBH, Alemania) que se dejó secar 

al aire durante 1 h (Naumann, 2000). Se realizaron tres réplicas biológicas independientes y 

al menos tres repeticiones técnicas de cada condición (0, 3 y 30 min de exposición al 

plasma). 

 

Los espectros del FTIR de absorción/transmisión (A/T) se adquirieron en el rango de 4000 

a 600 cm-1 con un espectrómetro FTIR (Bruker IFS 66 Burker Optics), utilizando una 

resolución espectral de 6 cm-1 y 64 co-adiciones de escaneo (Bosch et al., 2006; Naumann, 

2000), aplicando la tecnología de película seca (films delgados entre o sobre soportes 

transparentes). Para evitar la interferencia de bandas de vapor de agua, los espectros se 

midieron bajo una purga continua de aire seco. Antes del análisis de los datos, los espectros 

crudos se sometieron a una prueba de calidad (QT, siglas del inglés “quality test”) 

utilizando el software OPUS (Naumann, 2000). Esta prueba incluyó un control de: i) 

absorbancia en la región amida I (1700-1600 cm-1), con valores aceptables entre 0.20 y 1.20 

unidades de absorbancia; ii) señal de ruido, con valores inferiores a 1.5x10-4, calculada a 

partir de la primera derivada entre 2100 y 2000 cm-1; y  iii) contenido de vapor de agua, con 

valores inferiores a 3x10-4, determinado a partir de las primeras derivadas entre 1847 y 

1837 cm-1. Los espectros que pasaron la QT se pre-procesaron de la siguiente manera: 

primero se promediaron las réplicas técnicas y luego, para aumentar el número de 

características discriminantes dentro del conjunto de bandas espectrales, asignar las bandas 

y minimizar los problemas con los cambios en la línea base, se calcularon las segundas 

derivadas sobre los espectros promedios utilizando el algoritmo Savitzky-Golay con 

suavizado de 9 puntos (Helm y Naumann, 1995; Naumann, 2000; Bosch et al., 2006). 

Finalmente, para evitar la interferencia de las variaciones de biomasa entre las diferentes 
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muestras, se normalizaron vectorialmente las segundas derivadas en todo el rango del 

espectro. Para el pretratamiento espectral se utilizó el software OPUS (versiones 4.2 y 7.0 

Bruker Optics GmbH, Ettlingen, Alemania). Los espectros de FTIR y el análisis de los 

mismos se llevaron a cabo en el CINDEFI con la asesoría de la Dra. Cecilia Figoli. 

 

2.6.1. Análisis jerárquico de cluster 

 

Con el objetivo de determinar la variabilidad entre los fenotipos de los espectros del FTIR 

obtenidos después de tratar los biofilms con plasma, se realizó un análisis jerárquico de 

“cluster” de los espectros técnicos promedios obtenidos de cada tratamiento (0, 3 y 30 min 

de exposición al plasma) y de cada experimento biológico independiente, es decir 9 

repeticiones en total. Para este fin, como datos de entrada se utilizaron las segundas 

derivadas normalizadas vectorialmente y se calcularon los valores de distancia espectral 

(medidos como heterogeneidad) en diferentes rangos de número de onda y el valor de 

fusión en cada dendrograma se calculó mediante el algoritmo de Ward (OPUS, Bruker 

Optics, EE.UU.).  

 

2.7. Análisis estadístico  

 

Para comparar las medias de la relación entre el área de pixeles negros de la imagen binaria 

de la matriz y de las células de biofilms tratados con plasma durante diferentes tiempos, se 

realizó análisis de varianza (ANOVA). La normalidad se contrastó mediante el test de 

Kolmogorov-Smirnov y la homocedasticidad por el test de Levene. La comparación entre 

medias se realizó mediante el test de Tukey (α=0.05). Se utilizó el software STATISTICA 

de la compañía Statsoft® (Copyright © StatSoft, 2011). Los resultados son el promedio de 

cuatro experimentos independientes en el tiempo y cada experimento se realizó por 

duplicado. 
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3. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

 

3.1. Efecto del plasma sobre los polisacáridos de la matriz y la estructura del biofilm 

de P. aeruginosa 

 

P. aeruginosa tiene la capacidad de producir al menos tres polisacáridos que difieren en su 

estructura química y mecanismos biosintéticos: alginato, Psl y Pel. Dado que el alginato se 

asocia a menudo con infecciones pulmonares crónicas, su vía biosintética es la mejor 

caracterizada, sin embargo, sólo es producido por un subconjunto de cepas (Franklin et al., 

2011). El alginato se compone de residuos de ácido D-manurónico intercalados con 

residuos de ácido L-gulurónico; el Psl de un pentámero que se repite de residuos de D-

manosa, L-ramnosa y D-glucosa; y el Pel no ha sido bien caracterizado. Se ha reportado 

que el Psl está asociado a la adherencia a la superficie, construcción de la matriz, conexión 

célula a célula, mantenimiento de la estructura e incluso a la señalización celular (Byrd et 

al., 2009; Ma et al., 2006). Se informó que la cepa PAO1 de P. aeruginosa presenta 

predominantemente el Psl, asociado a la estabilidad de la matriz, pero puede producir los 

componentes necesarios para generar el Pel (Colvin et al., 2011). Si bien no se ha definido 

la estructura, composición y naturaleza del Pel, Colvin y colaboradores (2011) reportaron 

que este polisacárido es crucial para mantener las interacciones entre células en los biofilms 

de P. aeruginosa PA14.  

 

Wang y colaboradores (2013), indicaron que el Psl desempeñaría un papel muy importante 

en la formación del biofilm, ya que rodea las células y conecta las microcolonias; actúa 

como soporte tipo red fortaleciendo el biofilm; funciona como una superficie de adherencia 

para reclutar nuevas bacterias y cubre rápidamente la superficie para obtener más biomasa. 

Además, propusieron que la formación de las fibras de Psl son el resultado de la liberación 

del polisacárido de la superficie celular bacteriana durante la migración mediada por pili 

tipo IV. 

 

El Calcofluor White es un colorante que se une a un gran número de polisacáridos y se ha 

utilizado para teñir la matriz extracelular de los biofilms. Este colorante interactúa 



140 

 

fuertemente con los enlaces glucosídicos de las unidades continuas de (1→4)-β-D-

glucopiranosil, como los β-D-glucanos, xiloglucanos y sustitutos de la celulosa; también 

interactúa con otros polisacáridos, como (1→3)-β-D-glucanos y galactoglucomananos 

hemicelulósicos (Wood, 1980). En la Figura 2 se muestran las imágenes de la matriz de P. 

aeruginosa teñida con el Calcofluor White. En los biofilms control y tratados con plasma 

durante 3 min se observaron cúmulos de matriz, mientras que en los tratados durante 

tiempos largos de exposición se observó desintegración de la misma.  

 

 

Figura 2. Biofilm de P. aeruginosa tratado con plasma (0, 3, 15 y 30 min) y teñido con 

Calcofluor White. Las imágenes fueron adquiridas con el programa Leica Application Suite 

con el filtro de excitación/emisión de 355/433 nm en un aumento de 400X. 

 

Para distinguir las células bacterianas de la matriz del biofilm, se utilizó el colorante 

Calcofluor White a continuación de la tinción con SYTO 9. Se encontró que en los biofilms 

control y tratados por 3 min la matriz cubría las células del biofilm, mientras que para el 

tiempo largo de exposición al plasma se presentó menor cantidad de matriz entre las células 

(Figura 3).  
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Figura 3. Biofilm de P. aeruginosa tratado con plasma durante 0, 3 y 30 min. A la 

izquierda se muestran las imágenes correspondientes a la tinción de las células con el 

colorante SYTO 9 y seleccionadas con el filtro de excitación/emisión de 480/500 nm, en el 

centro las mismas imágenes correspondientes a la matriz teñida con Calcofluor White y 

seleccionadas con el filtro de excitación/emisión de 355/433 nm, y a la derecha la 

superposición de las imágenes anteriores. Las imágenes fueron adquiridas con el programa 

Leica Application Suite en un aumento de 400X. 

 

Se cuantificó la proporción de matriz y células por medio de tratamiento digital de las 

imágenes (Figura 4), y se determinó la relación de áreas dividiendo el área de los pixeles 

negros de las imágenes binarias de la matriz por el de las imágenes binarias de las células 

del biofilm tratadas durante diferentes tiempos de exposición al plasma (Figura 5). Se 

presentó una relación de área (matriz/células) mayor a uno para los biofilm control, 

indicando mayor proporción de matriz que de células, cercana a uno para los biofilms 

tratados por 3 min, y menor a uno para los tratados por 30 min, sugiriendo una disminución 

de la matriz.  
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Figura 4. Biofilm de P. aeruginosa tratado con plasma durante 0, 3 y 30 min. A la 

izquierda se muestran las imágenes adquiridas con el programa Leica Application Suite en 

un aumento de 400X, correspondientes a la tinción de las células con SYTO 9 y de la 

matriz con Calcofluor White, en el centro las imágenes anteriores convertidas a blanco y 

negro y a la derecha, convertidas a binario con el software ImageJ. 
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Figura 5. Relación entre el área de pixeles negros de la imagen binaria de la matriz teñida 

con Calcofluor White y de las células teñidas con SYTO 9 de biofilms tratados con plasma 

durante diferentes tiempos (0, 3 y 30 min). Las medias son el promedio de la relación de 

áreas de 40 fotos adquiridas en 4 ensayos independientes. Las barras representan la 

desviación estándar. Diferentes letras representan diferencia significativa (p<0.001). 

 

En la Figura 6 se muestran las imágenes del SEM de biofilms de P. aeruginosa tratados 

durante diferentes tiempos de exposición al plasma (0, 3 y 30 min). Los biofilms control 

presentaron una estructura tridimensional compuesta por cúmulos de células y espacios 

vacíos, además de fibras entrelazando las bacterias y cubriendo toda la matriz. Los espacios 

vacíos corresponderían a los canales por los que circulan agua y nutrientes en el biofilm. 

Según el modelo que propone Wang y colaboradores (2015), las fibras podrían estar 

compuestas por el exopolisacárido Psl y ADN extracelular. Tanto a un aumento de 5000X 

como de 10000X se observaron células intactas de aproximadamente 1 µm. En las 

imágenes de los biofilms tratados durante tiempos cortos de exposición al plasma, se 

empiezan a observar algunas células de forma irregular, pero no se observan daños 

significativos sobre las células o la matriz; mientras que el biofilm expuesto a tiempos 

largos del tratamiento, perdió la estructura tridimensional, presentó daño celular y 

desintegración de la matriz. A los 30 min de exposición al plasma, se observó un biofilm 

plano, desestructurado, con células deformadas y rotas. 
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Figura 6. Imágenes de microcopia electrónica de barrido de biofilms de P. aeruginosa 

tratados durante diferentes tiempos de exposición al plasma (0, 3 y 30 min). Las imágenes 

de la izquierda fueron adquiridas con un aumento de 5000X y las de la derecha con 

10000X.  
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Los estudios de erradicación de biofilm por plasma frío a presión atmosférica se han 

centrado en su mayoría en el efecto sobre las células y las moléculas y muy pocos estudios 

se han enfocado sobre lo que le ocurre a la matriz. En contribuciones anteriores de Zelaya y 

colaboradores (2010, 2012), y de Vandervoort y Brelles-Mariño (2014), se reportaron los 

efectos del plasma sobre la matriz del biofilm de P. aeruginosa utilizando microscopía de 

fuerza atómica. Vandervoort y Brelles-Mariño (2014) estudiaron la topografía de biofilms 

de P. aeruginosa tratados con plasma y observaron que el área correspondiente a las zonas 

de matriz del biofilm es menor en el caso de tratamiento con plasma, con respecto al 

biofilm sin tratar. Luego de 30 min de tratamiento, prácticamente no se observan zonas 

correspondientes a matriz. Estos autores sugirieron que el plasma podría reducir las áreas 

correspondientes a matriz posiblemente por oxidación o peroxidación de los 

exopolisacáridos que componen la matriz de biofilm por parte de los agentes reactivos 

presentes en el plasma. Una reducción o eventual pérdida de esa matriz reduciría la 

adhesividad del biofilm a la superficie a la cual está anclado y conduciría a la 

desorganización de su estructura tridimensional. En ese mismo trabajo se demostró que la 

adhesividad del biofilm varía a lo largo de su superficie, y es mayor en áreas con gran 

cantidad de matriz y se reduce luego del tratamiento con plasma. 

 

También se ha estudiado el efecto del plasma sobre la matriz de biofilms por medio de 

SEM. Ziuzina y colaboradores (2014, 2015), utilizaron esta microscopia para visualizar el 

efecto del tratamiento de un plasma DBD sobre biofilms de E. coli y P. aeruginosa 

formados en membranas de policarbonato. Para los biofilms de P. aeruginosa, reportaron 

daños significativos de las células bacterianas y de las EPS después de los tratamientos 

directos e indirectos con plasma, pero la desintegración completa de las células y la matriz 

del biofilm se presentó solo con el tratamiento directo. Nuestros resultados muestran que 

los biofilms expuesto a tiempos largos del tratamiento con plasma, pierden la estructura y 

presentan daño celular y desintegración de la matriz.  

 

Recientemente, Khan y colaboradores (2016), reportaron el uso de una fuente de plasma 

DBD sumergida en agua para tratar biofilms de E. coli, C. sakazakii y S. aureus formados 

sobre cupones de acero inoxidable y medio TSB. Utilizaron espectroscopía infrarroja por 
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transformadas de Fourier con reflectancia total atenuada (ATR-FTIR, sigla del inglés 

“attenuated total reflectance Fourier transform infrared”) para elucidar los cambios que se 

producen en la célula y en las EPS del biofilm durante el proceso de inactivación por 

plasma. Las mediciones de ATR-FTIR mostraron la reducción gradual de carbohidratos, 

proteínas, lípidos y ADN a medida que aumentaba el tiempo de exposición al plasma. 

Después de 60 min de tratamiento del biofilm con plasma, observaron un descenso rápido 

en los picos de los espectros del ATR-FTIR correspondientes a los 2960 y 2920 cm-1, 

mostrando que se produce una disrupción de la membrana celular y una ruptura de las EPS 

presentes en la superficie del biofilm. Además, analizaron imágenes del detector de 

electrones secundarios del SEM, y reportaron que los biofilms no fueron uniformes a lo 

largo del cupón y que las células estaban cubiertas por EPS, lo cual aumentaba la 

estabilidad del biofilm.   

 

Nuestros resultados concuerdan con los reportes anteriores. Observamos una reducción de 

la matriz del biofilm tanto a tiempos cortos como largos de exposición al plasma (Figuras 

3, 4, 5 y 6) obteniéndose inclusive la casi completa remoción de la matriz a mayor tiempo 

de exposición al plasma (Figuras 2 y 6). Además, como se mostró en las figuras del 

Capítulo 3 y en el presente capítulo en las Figuras 2, 3 y 4, los biofilms no fueron 

uniformes a lo largo del cupón. Estos resultados muestran que la erradicación del biofilm 

por la exposición al plasma no es debida solamente a la inactivación/muerte celular sino 

también a la disminución de la matriz. Las especies reactivas del plasma podrían degradar 

la matriz a medida que penetran a través de las EPS y dejar las células vulnerables al 

tratamiento. 

 

3.2. Implicancia del eDNA en la protección del biofilm frente al tratamiento con 

plasma  

 

Para determinar el rol que cumple el ADN extracelular en cuanto a la protección del 

biofilm frente al tratamiento con plasma, se degradó enzimáticamente el eDNA antes del 

tratamiento, y se determinó la curva de supervivencia del biofilm a diferentes tiempos de 

exposición (Figura 7). Se observó una disminución constante en el número de UFC/mL a 
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mayor tiempo de exposición al plasma. Los biofilms fueron erradicados después de un 

tratamiento de 15 min, resultando en una disminución del número de UFC/mL de 6.3 

unidades logarítmicas, y obteniendo una disminución en ese número de 3.4 unidades 

logarítmicas después de una exposición de 3 min al plasma.  

 

Se incluyeron dos controles: un cupón con biofilm sometido a tratamiento enzimático, pero 

no a plasma y un cupón sin tratamiento alguno. Se encontró una disminución de 13.34 ± 

2.00 UFC/mL (13.4 %) en el control sin tratamiento con respecto al control tratado con 

ADNasa y sin exposición al plasma, posiblemente debido al desprendimiento de células en 

los lavados posteriores a la degradación enzimática, sugiriendo que, aunque este eDNA no 

cumple un rol fundamental en el mantenimiento de la estructura de los biofilms maduros de 

P. aeruginosa (Capítulo 3) sirve como unión para células del exterior del biofilm.  

 

 

Figura 7. Curva de supervivencia de biofilms de Pseudomonas aeruginosa tratados con 

ADNasa y posteriormente con plasma de aire humidificado durante diferentes tiempos de 

exposición. Las barras de error representan el error estándar de la media. 

 

Se observó una cinética de dos pendientes, con una disminución rápida del número de 

UFC/mL y un valor D1 de 0.91 ± 0.07 min (Figura 8) seguido de un posterior descenso 

lento en el número de UFC/mL. Estos resultados muestran una inactivación más rápida que 

para biofilms sin tratar previamente con ADNasa y sometidos al tratamiento con plasma. 

En este último caso se encontró una cinética de doble pendiente con un tiempo de 
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reducción decimal de 1.47 ± 0.28 min para tiempos de exposición cortos (Capítulo 2). 

Estos dos valores D fueron diferentes significativamente (p<0.05). 

 

 

Figura 8. Línea de tendencia y ecuación del gráfico de la curva de supervivencia de 

biofilms de Pseudomonas aeruginosa tratados con ADNasa y posteriormente con plasma de 

aire durante tiempos cortos de exposición. Las barras de error representan el error estándar 

de la media. 

 

Al evaluar el efecto del plasma sobre la matriz del biofilm desprovista del eDNA, se 

encontró un cambio en la cinética de inactivación y una reducción en el valor D con 

respecto al biofilm con eDNA, sugiriendo que este ADN es importante en la protección del 

biofilm frente al tratamiento con plasma ya que al degradarlo, el biofilm se erradica más 

rápidamente. Abramzon y colaboradores (2006), propusieron que la cinética de doble 

pendiente podría deberse a que primero ocurre la muerte de los microorganismos de las 

capas superiores fácilmente disponibles y más expuestas al plasma. Después de esta rápida 

muerte inicial, el plasma penetra las capas de restos celulares y células muertas antes de 

llegar a la parte interna del biofilm. Posiblemente en nuestro caso, al degradar el eDNA las 

células quedan más expuestas al plasma y las especies reactivas llegan más rápido a la parte 

interna del biofilm, resultando en un menor tiempo de erradicación.   

 

Se ha documentado la importancia del eDNA para la adhesión a la superficie y el desarrollo 

del biofilm (Whitchurch et al., 2002), como fuente de material genético en la transferencia 
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horizontal de genes (Molin y Tolker-Nielsen, 2003), como fuente de carbono y energía en 

condiciones de bajos nutrientes (Finkel y Kolter, 2001) y para la señalización de quórum 

sensing (Allesen-Holm et al., 2006; Spoering y Gilmore, 2006). En biofilms de P. 

aeruginosa, funciona como un conector intercelular (Allesen-Holm et al., 2006; Mann y 

Wozniak, 2012; Whitchurch et al., 2002; Yang et al., 2007) y se han descrito varias vías 

bioquímicas para su producción: primero se reportó la excreción de ADN de doble cadena 

de células vivas (Hara et al., 1981) y la liberación de vesículas que contenían ADN 

(Kadurugamuwa y Beveridge, 1996), luego la lisis mediada por profagos de una 

subpoblación de células bacterianas (Webb et al., 2003), y posteriormente Allesen-Holm y 

colaboradores (2006), informaron que la estructura de este eDNA es en gran parte similar al 

ADN cromosómico del organismo, sugiriendo que es generado por lisis de una 

subpoblación bacteriana.  

 

El eDNA puede actuar como una barrera protectora contra agentes antimicrobianos. 

Mulcahy y colaboradores (2008), mostraron que en biofilms de P. aeruginosa, el eDNA 

puede causar la lisis celular por la quelación de cationes que estabilizan los LPS y la 

membrana externa de los microorganismos, produciendo la liberación del contenido 

citoplasmático (incluyendo ADN genómico) y aumentando las concentraciones de ADN, lo 

cual crea un entorno limitado en cationes que da como resultado la inducción del operón de 

resistencia a péptidos antimicrobianos catiónicos. De este modo, la presencia de eDNA en 

la matriz del biofilm contribuye al gradiente de cationes, la liberación de ADN genómico y 

la resistencia inducible a antibióticos. En función de los resultados encontrados en el 

presente trabajo, se podría pensar que el eDNA podría cumplir un papel como barrera 

protectora contra las especies reactivas, las moléculas excitadas y los iones del plasma.  

 

La conexión entre los polisacáridos Pel y Psl, el eDNA, los pili tipo IV, el quórum sensing 

y la organización del biofilm es compleja y requiere más investigación. Ma y colaboradores 

(2009) investigaron el papel de los polisacáridos y el ADN durante el desarrollo del 

biofilm. Encontraron que, aunque tanto el ADN como los polisacáridos son abundantes en 

los biofilms de P. aeruginosa, tienen papeles divergentes durante la formación y el proceso 

de maduración. El contenido de Psl y de eDNA, parecen coordinar actividades para 
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mantener la estructura del biofilm. Durante el proceso de adhesión, encontraron que el Psl 

estaba anclado a la superficie celular en un patrón helicoidal, promoviendo las 

interacciones célula a célula y la síntesis de matriz; durante la maduración, observaron 

acumulación del polisacárido en la periferia de las microcolonias y ausencia del mismo en 

el centro de las estructuras en forma de hongos características de estos biofilms, formando 

una especie de “cavidad” en las cabezas de los hongos; mientras que en la etapa de 

dispersión, la cavidad no presentaba Psl pero sí células plantónicas, células muertas y 

eDNA. Los genes que controlan la lisis celular parecen estar ayudando a la formación de la 

cavidad, contribuyendo a la liberación del ADN y tal vez de enzimas que degradan el 

polisacárido, y así facilitando la dispersión de las células. 

 

Por otro lado, Wang y colaboradores (2015), estudiaron la interacción física entre el eDNA 

y el polisacárido Psl y reportaron la formación de una red de fibras de ADN-Psl que 

funciona como esqueleto o soporte de la estructura de los biofilms de P. aeruginosa PAO1. 

Propusieron que esta interacción puede beneficiar a los biofilms de muchas maneras, como 

limitando el acceso de agentes antimicrobianos y reduciendo la quelación de cationes del 

eDNA. Además, estos autores también informaron que el Psl no sólo interactúa con el ADN 

de P. aeruginosa, sino también con el ADN genómico de los neutrófilos humanos y de 

otras bacterias, lo que implicaría que este patógeno tendría la capacidad de utilizar el ADN 

de otros organismos para formar sus propias comunidades. En el presente estudio, a través 

de las imágenes del SEM, se pudo observar la formación de fibras entrelazando las células 

del biofilm control de P. aeruginosa. Las fibras se observaron en menor medida en los 

biofilms tratados durante tiempos cortos con plasma y fueron degradadas totalmente en los 

expuestos a tiempos largos del tratamiento (Figura 6). Esta interacción física entre el 

eDNA y el Psl podría explicar la razón por la cual al tratar el biofilm previamente con 

ADNasa se observa una inactivación más rápida debida tratamiento con plasma. Al 

degradar enzimáticamente este ADN, se podría estar desestabilizando las redes eDNA-Psl 

que sirven como soporte estructural del biofilm, lo que podría permitir que el tratamiento 

con plasma sea más eficaz 
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No se han reportado estudios de la interacción entre el eDNA y el tratamiento con plasma. 

En el presente trabajo, encontramos que el eDNA cumple un rol en la protección del 

biofilm frente a la exposición al plasma, ya que al degradar este ADN aumentó la eficiencia 

de erradicación del tratamiento y cambió la cinética de inactivación del biofilm. Se han 

reportado diferentes eficiencias de inactivación de biofilms de P. aeruginosa por plasma 

frío a presión atmosférica, con valores D que van desde pocos segundos hasta horas de 

exposición. Estas diferencias podrían estar relacionadas no solo con el dispositivo y la 

descarga de plasma generada, sino también con la composición de la matriz, ya que las EPS 

pueden variar y cambiar según la genética microbiana y las condiciones bajo las cuales se 

desarrolla el biofilm. 

 

3.3. Espectrometría infrarroja por transformada de Fourier (FTIR) del biofilm de P. 

aeruginosa expuesto a plasma 

 

La técnica de FTIR proporciona una huella dactilar espectroscópica de la composición 

bioquímica y estructural del material en estudio. En la última década se ha utilizado para la 

detección e identificación de bacterias, hongos y levaduras (Bosch et al., 2006; Grunert et 

al., 2013; van der Mei et al., 1996; Büchl et al., 2008); y como una herramienta no 

destructiva para el monitoreo de la composición bioquímica de bacterias que crecen tanto 

en forma planctónica como en biofilms (Schmitt, et al. 1995; Nivens, et al. 1993; Nivens, 

et al. 2001; Serra et al., 2007). En el presente trabajo, se empleó esta técnica para evaluar la 

composición de los biofilms de P. aeruginosa PAO1 y las modificaciones químicas y 

estructurales que ocurren cuando se tratan por plasma durante diferentes tiempos de 

exposición.  

 

Una molécula irradiada con IR puede absorber esta energía para alcanzar un estado 

vibracional excitado. El espectro de la radiación remanente mostrará una banda de 

absorción a determinada energía, de modo que el espectro infrarrojo se obtiene escaneando 

la intensidad de la radiación IR antes y después de irradiar la muestra. Las interacciones de 

la radiación con la materia pueden ser estudiadas en términos de cambios en los dipolos de 



152 

 

las moléculas asociados a vibraciones y rotaciones. Las vibraciones pueden ser debidas a 

cambios en la longitud (estiramiento) o en el ángulo (flexión) del enlace. 

 

La Figura 9A presenta los espectros promedio sin procesar de las tres réplicas biológicas 

independientes correspondientes a los biofilms de P. aeruginosa sin exposición al plasma 

(control).  Las Figuras 9B, C, D y E muestran las segundas derivadas de dichos espectros. 

La segunda derivada se realiza para mejorar la resolución, facilitar la asignación de bandas 

y crear una huella dactilar que se pueda analizar mediante algoritmos de reconocimiento de 

patrones (Helm et al., 1995; Wenning y Sherer, 2013). Los espectros de absorción de FTIR 

del biofilm mostraron las características espectrales generales y los marcadores particulares 

previamente reportados para biofilms de otras cepas de P. aeruginosa y otros biofilms de 

bacterias gram negativas (Naumann et al., 1991; Nivens et al., 2001; Serra et al., 2007). 

Las ventanas espectrales asociadas a los grupos funcionales de los biofilms se indican 

como: i) W1 (3.000-2.800 cm-1), región espectral asociada con lípidos; ii) W2 (1780-1480 

cm-1), indicativa del contenido de biomasa, ya que incluye la región Amida I (1780-1600 

cm-1) asignada a la absorción del enlace >C=O en proteínas, que también es sensible a 

cambios en la conformación de la estructura secundaria de proteínas, y a la región Amida II 

(1600-1480 cm-1) debida al estiramiento del enlace C-N y a la flexión del N-H en péptidos 

y proteína; iii) W3 (1500-1200 cm-1), llamada región mixta, donde se observan bandas a 

1450, 1402 y 1240 cm-1, correspondientes a la flexión de los enlaces C-H y a estiramientos 

simétricos de C-O, >C-O y >P=O correspondientes a ácidos grasos, proteínas y 

carbohidratos que contienen fósforo; y iv) W4 (1200-900 cm-1), región típica de 

carbohidratos (Helm et al.,1991; Naumann, 2000). El análisis de las modificaciones 

químicas y estructurales que ocurren cuando se tratan los biofilms con plasma se realizarán 

respecto a las segundas derivadas de los espectros promedios de los biofilms control. 
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Figura 9. Espectros de absorción de FTIR de biofilms control de P. aeruginosa PAO1. A. 

Espectros promedio de las réplicas biológicas independientes. Las ventanas espectrales 
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asociadas a los grupos funcionales de las biomoléculas se indican como W1, W2, W3 y 

W4. B. W1, asociadas a lípidos (3000-2800 cm-1). C. W2, correspondiente a absorción de 

proteínas (1800-1500 cm-1). D. W3, región mixta (1500-1200 cm-1). E. W4, 

correspondiente a carbohidratos (1200-900 cm-1). 

 

En la Tabla 1 se resume la asignación tentativa de las bandas correspondientes a los grupos 

funcionales. Las principales características espectrales asociadas a los lípidos de membrana 

celular se incluyen en W1, debido a estiramientos asimétricos y simétricos del >CH2 de 

ácidos grasos; en W3 con la flexión del enlace C-H en CH2; y en W2 con una banda 

asociada a la vibración del estiramiento del >C=O de grupos éster que se derivan 

principalmente de fosfolípidos, y una oscilación del >C-H del CH2 del metileno (Naumann, 

2000). Con respecto a la absorción de los carbohidratos y otros contenidos de la matriz, en 

la ventana W4 se incluyen las bandas típicas debidas a los estiramientos del C-OH, a las 

vibraciones de los anillos C-O-C y C-O en polisacáridos y a los estiramientos del C-P-O 

(Nichols et al., 1985, Schmitt et al., 1995; Nivens et al., 2001; Naumann, 2000; Helm et 

al., 1991). También se encontraron picos característicos debidos al ADN correspondientes a 

la vibración del C-O-C y C-O-P en polisacáridos, a grupos PO2
- en ácidos nucleicos y a 

vibraciones del enlace fosfodiéster del ADN/ARN (Holman et al., 2009; Nivens et al., 

2001). 

 

Es importante señalar que bajo nuestras condiciones experimentales y con la cepa utilizada, 

no se observaron las bandas reportadas para el alginato de la matriz del biofilm (Nivens et 

al., 2001). Las bandas presentes en W1 y W4 confirman que bajo nuestras condiciones 

experimentales la matriz del biofilms contiene Psl (Byrd et al., 2009). Además, se 

encontraron otras bandas informadas para biofilms de P. aeruginosa y correspondientes a 

otros componentes de la matriz, como bandas típicas en el rango de 1480-1400 cm-1 

debidas a la absorción de grupos carboxilatos, al estiramiento del C-O a 1450 cm-1 y a la 

flexión del C-O del COO-, relacionadas con la presencia de LPS en la matriz.   
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Tabla 1. Asignación de bandas FTIR correspondientes a grupos funcionales. 

Ventana y región 

del espectro 

(cm−1) 

Frecuencia 

FTIR (cm-1) 
Asignación  Referencia 

3300-3100  
3298 Estiramiento N-H y O-H de 

polisacáridos y proteínas 
42, 5, 57 

3283 

  2960 
Estiramiento asimétrico C-H del -CH3 de 

ácidos grasos 
42, 5 

W1 
2923 

Estiramiento asimétrico C-H de >CH2 de 

ácidos grasos 
42, 5 

Lípidos 

3000-2800 2875 
Estiramiento simétrico C-H de -CH3 de 

ácidos grasos 
  

  2852 
Estiramiento simétrico del C-H de -CH2 

de ácidos grasos  

42, 5, 57, 

46, 32, 52 

  1745 Estiramiento C=O en esteres y iones 

carboxilatos 
42, 5 

  1715 

  1742 Estiramiento >C=O en esteres  5 

  
 

 Estiramiento 

>C=O y 

flexión C–N 

de proteínas y 

péptidos.  

1695-1675: β-

Antiparalela   

14, 37, 13, 

19 

W2 Amida I 1670-1666: β-Giro 

Amida I y II 1650 1660-1650: α-Hélice 

1780-1480   
Conformación 

de proteínas 
1635-1625: β-Lamina 

  Amida II Flexión N–H y estiramiento C–N de 

péptidos y proteínas 
  

  1540 

  
1450 Flexión C-H de CH2 y CH3  42, 5 

W3 

Región mixta 
1402 

Estiramiento simétrico >C=O de grupos 

COO-  desprotonados y flexión C-O del 

COO- 

42, 46, 32, 

52 1500-1200 

  1240 
Estiramiento asimétrico P=O del PO2 

del ADN/ARN 

24, 45, 5, 

52 

W4 1175 
Estiramiento C–OH, vibración anillo C–

O–C y C–O en polisacáridos y 

estiramiento C-P-O 

43, 52, 45, 

42, 23 

Carbohidratos 1117 

1200-900 1084 

 
1043 

  860 α- enlace glicosídico  56 

900-700 800 β- enlace glicosídico 56 

  720 Flexión "rocking" C-H del CH2  42 
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Se analizó el efecto general del plasma sobre los biofilms de P. aeruginosa comparando las 

segundas derivadas de los espectros normalizados en todo el rango IR, de los biofilms 

obtenidos después de diferentes periodos de exposición al plasma. Se realizó un análisis 

jerárquico de “cluster” de las segundas derivadas de los espectros normalizados y se 

construyó el dendrograma (Figura 10). Se encontraron dos grupos principales: uno 

formado por  el biofilm control y el tratado durante 3 min, aunque separados entre sí; y otro 

formado por  el biofilm tratado durante 30 min, claramente separado. Este análisis mostró 

que la composición química de los biofilms se modifica luego del tratamiento con plasma, 

presentándose el mayor impacto después de 30 min de exposición al mismo. Los cambios 

ocurrieron en la biomasa (W2 y W3), las membranas celulares (principalmente cubiertas 

por W1) y la matriz, incluyendo carbohidratos, LPS y ADN (W1 a W4).  

 

 

Figura 10. Análisis jerárquico de “cluster” de las segundas derivadas de los espectros 

normalizados correspondientes a biofilms de P. aeruginosa tratados con plasma durante 

diferentes tiempos de exposición. La distancia espectral se calculó utilizando el “scaling to 

first range” en los siguientes rangos espectrales: 3000-2800, 1800-1550, 1500-1250 y 1200-

900 cm-1. El dendrograma fue construido utilizando el algoritmo de Ward. 

 

Para realizar un análisis más profundo del efecto del plasma sobre la biomasa y las 

proteínas del biofilm, se estudiaron las características espectrales de las regiones amida I (~ 
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1650 cm-1), que proporciona información sobrela conformación de las proteínas; y amida II 

(~ 1540 cm-1), que junto con la amida I se consideran marcadores de biomasa (Haris y 

Severcan, 1999; Naumann, 2000). La banda amida I es particularmente sensible a la 

estructura secundaria de las proteínas, se basa en los diferentes entornos del enlace de 

hidrógeno para hélices α, láminas β paralelas y antiparalelas, giros y conformaciones 

desordenadas. A través de esta banda es posible evaluar las alteraciones en las proteínas 

mediante cambios en la contribución de cada conformación. Aunque existen algunas 

dificultades y limitaciones para diferenciar la contribución de cada conformación dentro de 

la estructura secundaria global de las proteínas, la aplicación de la técnica de la segunda 

derivada permite llevar a cabo el estudio (Miller et al,  2013, Beyler y Susi, 1986) 

 

Se presentaron diferencias significativas entre las contribuciones de los picos de las bandas 

amida I y II de los espectros promedio de los diferentes tratamientos (0, 3 y 30 min de 

exposición al plasma) (Figura 11). En biofilms de P. aeruginosa, la conformación de 

proteínas que contribuyen a las bandas de amida son principalmente una combinación de 

hélices α y láminas β a aproximadamente a 1655 y 1630 cm-1, respectivamente. Sin 

embargo, se observó una disminución en la intensidad del pico correspondiente a la 

conformación de láminas β (1635-1625 cm-1) a mayor tiempo de exposición al plasma. 

Además, mientras que las láminas β disminuyeron, aumentaron las bandas correspondientes 

a los giros β (1670-1666 cm-1) y a láminas β antiparalelas (1695-1675 cm-1) (Figura 11A). 

Se detectaron desplazamientos de las bandas de carbonilo que corresponden a 

transformaciones conformacionales, principalmente entre hoja β y hoja β antiparalela. Estos 

cambios en la estructura secundaria de las proteínas después de la exposición al plasma 

podrían explicarse debido a que en la estructura de láminas β antiparalelas el 

empaquetamiento de la cadena tiene una menor energía total, y la alineación de los dipolos 

dipéptidos es más favorable que en las láminas β paralelas (Chou et al., 1982). Por lo tanto, 

bajo el tratamiento con plasma, las estructuras de las láminas β paralelas parecen cambiar a 

giros β y láminas β antiparalelas, produciendo una estructura estable “súper-secundaria” 

que se repite regularmente y que está relacionada con la desnaturalización de proteínas 

(Santos, 2009). 
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El efecto del plasma sobre la biomasa del biofilm se pudo observar a través de los cambios 

de en la región amida II. El dendrograma realizado con los espectros normalizados de las 

regiones amida I y II, mostró que la exposición al plasma produce desnaturalización o 

agregación de proteínas y modificación en el contenido de biomasa, principalmente después 

de 30 min de tratamiento (Figura 11B). En el análisis jerárquico de “clusters” se 

encontraron dos grupos principales, donde el biofilms control y tratado durante 3 min no se 

diferenciaron claramente, sugiriendo que no hay diferencias entre la estructura de las 

proteínas y la biomasa a tiempos cortos de exposición al plasma. Además, las 

modificaciones en la región amida permitieron inferir que en los tiempos largos de 

exposición al plasma se presentó mayor daño o modificación en las células del biofilm. 

Estos resultados concuerdan con las imágenes del SEM (Figura 6), donde no se observan 

daños significativos sobre las células tratadas durante 3 min con plasma, pero sí sobre las 

tratadas durante tiempos largos; además, soportan otras investigaciones en las que la 

inactivación completa del biofilms ocurre después de exposiciones más prolongadas al 

plasma (Vandervoort y Brelles-Mariño, 2014; Khan et al., 2016).  

 

 

Figura 11. Efecto del plasma sobre las proteínas. A. Segunda derivada normalizada 

vectorialmente de los espectros promedio del biofilm control (línea negra) y tratado con 

plasma durante 3 (línea azul) y 30 min (línea roja) en la región amida (W2, 1750-1550 cm-

1). B. Análisis jerárquico de “cluster” de la segunda derivada de los espectros normalizados. 
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La distancia espectral se calculó utilizando el “scaling to first range” en la región amida 

(1669-1697 y 1633-1661 cm-1). El dendrograma fue construido utilizando el algoritmo de 

Ward. 

 

Por otro lado, es importante destacar que mediante la espectroscopia FTIR también se 

obtuvo información referida al efecto del plasma sobre la matriz del biofilm. Se observó 

una alteración química y estructural en los carbohidratos (Figura 12). El daño en el Psl 

causado por el tratamiento con plasma se evidenció debido al aumento en la absorbancia de 

los grupos funcionales característicos de la ramnosa (CH en CH3 a 2874 cm-1 y C-O-C a 

1044 cm-1) y de la D-manosa y D-glucosa (C-O-C en W4), que están ocultos en la 

estructura helicoidal del Psl y parecen estar expuestos después del tratamiento con plasma 

(Figura 12A). El análisis jerárquico de “clusters” de la segunda derivada de los espectros 

en W4 y la banda del CH3 mostró las variaciones globales en la estructura de los 

polisacáridos producidas a los 3 y 30 min de exposición al plasma (Figura 12B). En el 

dendrograma se observan dos grande grupos, en los cuales se separan claramente los 

biofilms control de los tratados durante cortos y largos tiempos de exposición al plasma. 

Esta disminución desde los primeros minutos de tratamiento también se observó en la 

relación de áreas de matriz/células en la Figura 5. Estos resultados evidencian que el efecto 

del plasma sobre los polisacáridos de la matriz se presenta desde tiempos de exposición 

cortos, por lo que se podría proponer que la degradación de la matriz es uno de los primeros 

mecanismos de acción. 
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Figura 12. Efecto del plasma sobre los carbohidratos. A. Segunda derivada normalizada 

vectorialmente de los espectros promedio del biofilm control (línea negra) y tratado con 

plasma durante 3 (línea azul) y 30 min (línea roja) en la región W1 (3000-2800 cm-1) y W4 

(1200-900 cm-1). B. Análisis jerárquico de “cluster” de la segunda derivada de los espectros 

normalizados. La distancia espectral se calculó utilizando el “scaling to first range” en la 

región 2880-2870 y 1200-900 cm-1. El dendrograma fue construido utilizando el algoritmo 

de Ward. 

 

Previamente se informó que el daño al ADN debido a la luz UV no se refleja directamente 

en la intensidad de las bandas asignadas a esta macromolécula (2950, 1963, 1220 y 1067 

cm-1) (Naumann, 2000). Investigaciones anteriores mostraron que una alta cantidad de 

ADN intracelular es liberado del citoplasma debido al daño a la membrana celular generado 

por el plasma, lo que interfiere en el análisis de las bandas (Khan et al., 2016). Además, las 

modificaciones en las bandas de fosfato también son difíciles de observar debido a las 

numerosas bandas superpuestas en la región del ADN (Quiles et al., 2016). No obstante, 

fue posible observar un daño general del ADN a través de cambios en las características de 
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la segunda derivada de los espectros en la región 1500-1300 cm-1 (W3) después de la 

exposición al plasma. Estos cambios fueron particularmente significativos en los picos 

1464, 1396 y 1302 cm-1, que se reportaron previamente para el fotodaño de los 

oligonucleótidos de timina (Schleicher et al., 2005). En el análisis jerárquico de “clusters” 

se encontraron dos grupos principales, uno compuesto por el biofilm control y tratado 

durante 3 min y otro por el biofilm tratado durante 30 min; sugiriendo que no hay efecto del 

plasma sobre el ADN a tiempos cortos de exposición (Figura 13). Estos resultados 

concuerdan con lo encontrado en la curva de supervivencia del biofilm de P. aeruginosa 

tratado con la radiación UV generada por el dispositivo DBD de plasma (Figura 12 del 

Capítulo 2), donde el biofilm control y tratado durante 3 min de exposición a la luz UV no 

presentaron diferencias significativas en el conteo de UFC/mL, y se presentó una 

disminución del 47.06% de las UFC/mL a los 30 min de exposición a esta radiación. 

 

 

Figura 13. Efecto del plasma sobre el ADN. Análisis jerárquico de “cluster” de la segunda 

derivada de los espectros normalizados. La distancia espectral se calculó utilizando el 

“scaling to first range” en la región 1500-1200 cm-1. El dendrograma fue construido 

utilizando el algoritmo de Ward. 
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4. CONCLUSIÓN  

 

Se observaron cambios morfológicos secuenciales en la matriz durante el tratamiento con 

plasma, siendo nuestros resultados concordantes con lo reportado en la literatura, en la cual 

se ha informado reducción gradual de las EPS de la matriz del biofilm al aumentar los 

tiempos de exposición al plasma. Se presentaron cambios en la composición química y 

estructural del biofilm al ser tratados con plasma, mostrando los mayores cambios a 

mayores tiempos de exposición. En el presente trabajo, encontramos que el eDNA podría 

actuar como barrera protectora del biofilm frente a la exposición al plasma, ya que al 

degradar este ADN aumentó la eficiencia de inactivación del tratamiento. 
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CARACTERIZACIÓN DE UNA FUENTE DBD COAXIAL DE PLASMA FRÍO A 

PRESIÓN ATMOSFÉRICA OPERADA EN AIRE 

 

 

RESUMEN 

 

Los plasmas no térmicos generados a presión atmosférica mediante descargas en gases o 

plasmas fríos a presión atmosférica, son fuentes de partículas cargadas (electrones y iones), 

radicales, átomos y moléculas excitadas, radicales y radiación UV. En el presente capítulo 

se muestran los resultados correspondientes a la caracterización de la fuente de plasma 

DBD utilizada para la erradicación de biofilms de P. aeruginosa. Además, se proponen 

nuevas condiciones experimentales para generar diferentes tipos de plasma que se podrían 

utilizar en futuros estudios de erradicación de biofilms. De este modo, haciendo uso de 

técnicas de Espectroscopía de Emisión Óptica (OES, sigla del inglés “Optical Emission 

Spectroscopy”), se estudiaron los plasmas generados utilizando diferentes composiciones 

del gas soporte de la descarga, como aire humedecido, seco, ambiental circundante y argón; 

distintos flujos de gas y diferentes voltajes aplicados.  

 

Los espectros de emisión permitieron conocer las distintas especies excitadas del plasma y 

la dependencia de sus densidades de población relativas con las condiciones 

experimentales. Al ser éste un plasma generado en aire ambiental circundante o sobre un 

gas conteniendo aire, las principales especies detectadas fueron las moléculas de nitrógeno, 

aunque también se detectaron iones moleculares de nitrógeno en pequeña cantidad en los 

plasmas generados en aire. En aquellos casos en que el gas soporte de la descarga fue 

mayoritariamente argón, se pudieron detectar también átomos excitados de argón y de 

oxígeno, así como especies OH. Por otra parte, las técnicas OES permitieron además medir 

la temperatura del gas en el plasma, a partir tanto del ensanchamiento de determinadas 

líneas atómicas, como de la simulación de espectros vibro-rotacionales de especies 

diatómicas de nitrógeno. Además, la temperatura del gas efluente del dispositivo también 

fue medida mediante una cámara de infrarrojo (IR). Es importante comprobar que esta 

temperatura se mantuvo inferior a 40ºC, ya que en el presente trabajo de tesis es 

imprescindible asegurar que la inactivación de los biofilms se da por las especies activas 
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del plasma y no por la temperatura. En este capítulo además de la caracterización 

espectroscópica, se determinaron algunas de las especies químicas formadas por este 

plasma, como peróxido de hidrogeno, nitritos y ozono; que pueden desencadenar procesos 

de inactivación microbiana en la zona de la posdescarga donde se trataron los biofilms.  

 

 

1. INTRODUCCIÓN  

 

Un plasma es un gas total o parcialmente ionizado compuesto por electrones, iones, átomos 

y moléculas neutras, radicales y fotones; todos ellos son especies activas capaces de inducir 

diferentes fenómenos físicos y reacciones químicas. Dependiendo del tipo de aporte de 

energía y de las cantidades de energía transferidas al plasma, las propiedades del mismo 

cambian en términos de densidad electrónica y temperatura. De forma general, los plasmas 

se dividen en dos grandes categorías, los plasmas térmicos y los plasmas no térmicos o 

plasmas fríos. A la primera categoría pertenecen aquellos plasmas cuyos componentes 

como electrones y partículas pesadas (iones, átomos y moléculas neutras) tienen la misma 

temperatura. Por otra parte, los plasmas no térmicos están caracterizados por tener 

temperaturas diferentes para los electrones (Te, temperatura electrónica) y para el resto (Tg, 

temperatura del gas), siendo Te>>Tg (Bogaerts et al., 2002). La reactividad de estos plasmas 

fríos procede de la alta energía de sus electrones, mientras que los iones, átomos y 

moléculas neutras, mantienen una temperatura de gas relativamente fría. En las últimas dos 

décadas el desarrollo de fuentes de plasma frío que operan a la presión atmosférica se ha 

incrementado. Además de la facilidad de manejo derivada de trabajar a presión atmosférica, 

su bajo consumo de potencia y su capacidad para inducir procesos físicos y químicos a 

temperaturas de gas relativamente bajas, son propiedades que los hacen muy atractivos 

desde un punto de vista aplicado.  

 

Recientemente, se han desarrollado fuentes de plasma con temperaturas de gas incluso 

inferiores a 40 ºC, lo que ha acercado su uso al campo biológico. Los plasmas fríos, son una 

nueva tecnología de esterilización con un enorme potencial debido a su alta eficiencia, 

mínimos efectos secundarios y a la mezcla de agentes activos con capacidad 
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antimicrobiana. Estos plasmas, han evolucionado rápidamente como tecnología para la 

descontaminación microbiana en superficies, dispositivos médicos, materiales 

termosensibles, aguas residuales, tecnología de envasados y superficies de alimentos 

frescos y procesados (Afshari y Hosseini, 2013; Alkawareek et al., 2012a; Bourke et al., 

2017a; Rowan et al., 2007). La mayoría de los trabajos se han centrado en el estudio de los 

efectos del plasma sobre las células bacterianas planctónicas o esporas. Recién a mediados 

de la década pasada, se comenzó a investigar la inactivación de biofilms mediada por 

plasma (Becker et al., 2005; Allesen-Holm et al., 2006; Abramzon et al., 2006; Joaquin et 

al., 2009; Zelaya et al., 2010, 2012; Alkawareek et al., 2012b; Vandervoort y Brelles-

Mariño, 2014; Ziuzina et al., 2014, 2015; Mai-Prochnow et al., 2015; Gabriel et al., 2016; 

Lunov et al., 2016; Ben Belgacem et al., 2016; Modic et al., 2017).  

 

Desde el primer reporte de su aplicación como agente antimicrobiano (Menashi, 1968), se 

han investigado las descargas más efectivas y la densidad de potencia mínima necesaria 

para la erradicación microbiana, los procesos físicos, químicos y biológicos responsables de 

la esterilización, y el tipo de gas para una aplicación en particular, entre otras (Ehlbeck et 

al., 2011; Laroussi, 2002; Laroussi et al., 2000; Lee et al., 2006; Moisan et al., 2001). En el 

plasma, los agentes activos producidos dependerán de los parámetros de generación de la 

descarga, como de la composición del gas, caudal del flujo, humedad, temperatura y 

propiedades de excitación. La mayoría de las especies reactivas son formas activas de 

moléculas y átomos de oxígeno (ROS), como oxígeno atómico, anión superóxido (O2
-) y 

ozono (O3); especies reactivas del nitrógeno (RNS), como nitrógeno atómico, nitrógeno 

excitado, óxido nítrico (NO), peroxinitrito (OONO-), nitritos (NO2
-) y nitratos (NO3

-); y si 

hay humedad se puede generar H2O
+, OH-, OH• y peróxido de hidrógeno (H2O2). Estas 

especies neutras que contienen oxígeno y nitrógeno, comúnmente conocidas como RONS 

(siglas del inglés “reactive oxygen and nitrogen species”), son altamente reactivas y 

capaces de producir fuertes efectos oxidativos y nitrosativos sobre las estructuras celulares 

(Graves, 2012), aunque el rol de cada agente antimicrobiano y el proceso de inactivación 

aún no están claros y siguen en estudio (Graves, 2012; Moisan et al., 2001, 2009; Yousfi et 

al., 2014). 
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En los Capítulos 2 y 3, se presentaron los efectos de una nueva fuente DBD coaxial de 

plasma generada en aire ambiental circundante y aire humedecido sobre biofilms de P. 

aeruginosa crecidos sobre cupones de acero inoxidable, medio AB y cultivo continuo. El 

plasma de aire humedecido presentó una cinética de inactivación más rápida del biofilm 

respecto del plasma generado en aire circundante. Se determinó que, para ambas 

condiciones de generación de plasma, 15 min de tratamiento con plasma resultó en una 

disminución de 5.6 unidades logarítmicas de UFC/mL (>99.999% de eficacia de 

erradicación). Aunque, fue necesario un tratamiento de 30 min con plasma para erradicar 

completamente los biofilms, ya que a tiempos más cortos de exposición conservan la 

viabilidad y la virulencia incluso en el caso de falta de cultivabilidad celular. La mayor 

eficacia del plasma generado en aire humedecido fue atribuida a la posible presencia de las 

RONS. La fuente DBD coaxial de plasma generado en aire presentada en este trabajo 

demostró ser una herramienta útil y eficaz para la inactivación de biofilms de P. 

aeruginosa.  

 

Es importante identificar las distintas especies excitadas en el plasma y medir su densidad 

de población relativa, para controlar su aplicación y tratar de dilucidar los posibles 

mecanismos de acción. Por otra parte, una determinación fiable de la temperatura del gas en 

el plasma es crucial cuando el plasma frío se utiliza para el tratamiento de muestras vivas y 

de materiales termosensibles. Las técnicas de OES se emplean comúnmente en la 

caracterización de plasmas dado su carácter no invasivo y su facilidad de implementación. 

Estas técnicas están basadas en el estudio de la radiación UV-visible-infrarrojo cercano 

emitida por las especies mono y diatómicas excitadas en el plasma, y permiten determinar 

algunos de los parámetros característicos del mismo, como la cantidad de especies 

excitadas en el plasma, así como la temperatura del gas en el mismo. Estas técnicas deben 

adecuarse a las condiciones específicas de densidad electrónica, temperatura de gas y 

temperatura electrónica de cada tipo de plasma. 

 

Con el fin de tratar de dilucidar los posibles mecanismos que condujeron a la inactivación 

del biofilm de P. aeruginosa en los estudios presentados anteriormente, el objetivo del 

presente capítulo fue caracterizar la descarga de plasma DBD utilizando técnicas de OES 
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adecuadas. Las condiciones experimentales estudiadas en la caracterización 

espectroscópica del plasma fueron mucho más amplias que las analizadas en los capítulos 

anteriores, con el objetivo de poder entender el comportamiento del nuevo dispositivo DBD 

desarrollado y de proponer nuevas condiciones para generar diferentes tipos de plasmas que 

puedan utilizarse en futuros estudios de erradicación de biofilms. De este modo, se 

caracterizaron los plasmas generados utilizando diferentes composiciones del gas de 

alimentación de la descarga y distintos flujos de gas y voltajes aplicados. Cabe esperar que 

la química de los radicales libres, átomos y moléculas excitadas del plasma desempeñen un 

papel primordial en la generación de las especies reactivas que interactúan con el biofilm y 

conducen a  su inactivación.  

 

La diagnosis espectroscópica del plasma mediante técnicas de OES se llevó a cabo en la 

Universidad de Córdoba, España, en el Laboratorio de Tecnología de Plasma y Energías 

Renovables, bajo la tutela de la Dra. María C. García Martínez, profesora titular de dicha 

universidad y gracias a una beca de movilidad adjudicada por la AUIP (Asociación 

Universitaria Iberoamericana de Posgrado) 

 

 

2. MATERIALES Y MÉTODOS  

 

2.1. Dispositivo de generación de plasma de descarga de barrera dieléctrica (DBD) 

 

Se produjo un plasma de descarga de gas a presión atmosférica usando una configuración 

coaxial DBD como se describe en el Capítulo 2 sección 2.2. Como fuente de alimentación 

de corriente alterna se utilizaron dos transformadores de 10 kV, 75 mA y 50-60 Hz 

(transformadores comerciales empleados para la alimentación de pantallas o letreros 

luminosos de neón) conectados en paralelo como se muestra en la Figura 1, que 

proporcionan un voltaje máximo de hasta 20 kV. Dicha fuente se conectó a un 

autotransformador variable (Variac) para controlar la amplitud del voltaje de 

funcionamiento. 
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En el presente capítulo se estudiaron, por un lado, los plasmas generados utilizando aire 

como principal gas de alimentación en tres situaciones diferentes: (i) aire ambiental 

circundante, (ii) utilizando un flujo de aire sin humidificar (seco) y (iii) un flujo de aire 

humidificado. Por otra parte, se caracterizaron los diferentes plasmas generados en 

descargas en las que el argón se empleó como gas principal, o argón mezclado con 

diferentes proporciones de aire. Asimismo, se estudiaron los plasmas generados en distintas 

condiciones de voltaje aplicado (16 y 20 kV) y de flujo de gas soporte (1, 2 y 3 L/min). 

 

2.2. Dispositivo experimental para la diagnosis OES 

 

El dispositivo DBD coaxial de plasma frío a presión atmosférica se colocó a 2.5 cm de la 

rendija de entrada de un espectrómetro tipo Czerny-Turner de 1 m de distancia focal, 

equipado con una red holográfica de difracción de 1200 ranuras/mm, como se muestra en la 

Figura 1. Como detector de la luz emitida por el plasma y dispersada en el espectrómetro, 

se utilizaron dos tubos fotomultiplicadores, uno con sensibilidad en el margen espectral 

comprendido entre 300 y 900 nm (fototubo visible) (Hamamatsu R636-10) y otro con 

sensibilidad entre 200 y 500 nm (fototubo UV) (Hamamatsu R212). En los espectros de 

emisión detectados, las bandas moleculares fueron identificadas según la longitud de onda 

donde se encontraba la cabeza de la banda (Pearse y Gaydon, 1963). Para la identificación 

de las líneas atómicas se utilizó la base de datos publicada por el NIST (sigla del inglés 

“National Institute of Standards and Technology”) 

(https://physics.nist.gov/PhysRefData/ASD/lines_form.html). 
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Figura 1. Esquema del ensamblado final del sistema experimental. 

 

Para el registro de los espectros de emisión se utilizaron rendijas de entrada y salida del 

espectrómetro de 37, 87 y 137 μm de apertura. La intensidad de las líneas atómicas y de las 

cabezas de las bandas moleculares (proporcional a la cantidad de especies atómicas y 

moleculares excitadas en el plasma, respectivamente), así como los ensanchamientos de las 

líneas atómicas se determinaron mediante el uso del programa MicrocalOrigin 6.0. 

Microsoft®. La temperatura del gas se determinó ajustando los espectros de las bandas 

vibro-rotacionales experimentales con los simulados con el software libre Massive OES 

(Voráč et al., 2017a, 2017b). La temperatura del gas también se determinó a través del 

estudio del ensanchamiento colisional de la línea Ar I 810.37 nm (Rodero y García, 2017). 

 

2.3. Determinación de la temperatura en el gas efluente del plasma por infrarrojo 

 

Se tomó la temperatura del gas efluente del plasma con una cámara infrarroja (FLIR I7). 

Las fotografías tomadas con este dispositivo muestran la temperatura de la zona donde se 

ubica el cursor. La cámara se fijó a 17 cm del dispositivo de plasma, el cursor se ubicó 

entre los dos electrodos como se muestra en la Figura 2 y se tomaron cuatro fotografías del 

plasma operado en aire humedecido, seco, ambiental y argón a un flujo de 1 L/min. 

Además, para todas las condiciones se operó el dispositivo de plasma a 16 y 20 kV. Estas 

Controlador de flujo Humidificador Plasma 

DBD

Espectrofotómetro

Fuente de Alto Voltaje y 

conversor A/D
Compresor de aire

Variac

Transformador

Ar

Fotomultiplicador

Controlador
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temperaturas fueron comparadas con las temperaturas del gas calculadas por el ajuste de los 

espectros de las bandas vibro-rotacionales experimentales con los simulados. 

 

 

Figura 2. Dispositivo de plasma (A) y fotografía infrarroja del dispositivo (B). 

 

2.4. Determinación de oxidantes totales en el gas efluente del plasma 

 

La determinación de los oxidantes totales en el gas efluente del dispositivo de plasma se 

realizó siguiendo el protocolo de Vowles y Connell (2013). Se preparó una solución 

absorbente oxidante de KI disolviendo 6.8 g de KH2PO4, 7.1 g de Na2HPO4 y 5 g de KI en 

500 mL de agua destilada. Dicha solución se dejó estabilizar durante 24 hs antes de su uso 

y se almacenó en un recipiente opaco bajo refrigeración. Se añadieron 10 mL de esta 

solución a dos frascos borboteadores de 30 mL de capacidad, los cuales se conectaron a una 

bomba de aspiración con un flujo entre 1-2 L/min para burbujear los gases del ambiente a 

través de la solución oxidante de KI, como se muestra en la Figura 3. Las entradas de los 

frascos borboteadores se dispusieron a 4 mm de distancia del dispositivo de generación de 

plasma operado en aire humidificado a 1 L/min y la toma de la muestra se realizó durante 

23 min.  

 

A B
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Figura 3. Dispositivo de generación de plasma dispuesto a 4 mm de distancia de dos 

frascos borboteadores con la solución oxidante de KI y conectados a una bomba de 

aspiración. 

 

Finalmente, se midió la capacidad del plasma de oxidar el KI a I2, determinando la 

densidad óptica a 352 nm de la cantidad de I3
- producido. Ya que el O3 es el oxidante más 

importante en términos cuantitativos, los resultados se expresaron en concentración del 

mismo. La reacción que sirvió de base en esta determinación fue la siguiente: 

 

O3 + 2 I- + 2 H+  I2 + O2 + H2O        (1) 

I2 + I-  I3
-        (2) 

 

Se realizó una curva de calibración para determinar la concentración de O3. Se preparó una solución 

estándar de 20 ppm de I2 en 100 mL de agua destilada y se realizaron diluciones aforando 1, 2, 3, 4 

y 5 mL de la solución anterior a 10 mL de agua destilada. Las concentraciones se expresaron en 

g/mL de O3 de acuerdo con la estequiometría 1:1 de O3/I3.  

 

El cálculo de oxidantes totales se realizó con la siguiente ecuación: 
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𝑂𝑥𝑖𝑑𝑎𝑛𝑡𝑒𝑠 𝑡𝑜𝑡𝑎𝑙𝑒𝑠 (
𝜇𝑔

𝑚3) =  
𝑆𝑢𝑚𝑎 𝑑𝑒 𝑙𝑜𝑠 𝜇𝑔 𝑑𝑒 𝑂3 𝑒𝑛 𝑙𝑜𝑠 𝑑𝑜𝑠 𝑏𝑜𝑟𝑏𝑜𝑡𝑒𝑎𝑑𝑜𝑟𝑒𝑠 

𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒𝑛 𝑑𝑒𝑙 𝑎𝑖𝑟𝑒 𝑚𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑒𝑎𝑑𝑜
        (3) 

 

Donde el volumen del aire muestreado es: 

 

𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒𝑛 𝑑𝑒 𝑎𝑖𝑟𝑒 (𝑚3) = 𝑉𝑒𝑙𝑜𝑐𝑖𝑑𝑎𝑑 𝑑𝑒 𝑓𝑙𝑢𝑗𝑜 (
𝐿

𝑚𝑖𝑛
) 𝑥 𝑇𝑖𝑒𝑚𝑝𝑜 (𝑚𝑖𝑛) 𝑥 10−3        (4) 

 

2.5. Medición semi-cuantitativa de peróxido de hidrógeno, nitrato y nitrito generados 

en el gas efluente del plasma 

 

En este trabajo se realizó una medición semi-cuantitativa del peróxido de hidrógeno 

(H2O2), nitrato (NO3
–) y nitrito (NO2

–) generados en el gas efluente del plasma operado en 

un flujo de aire humedecido y seco de 1 L/min y en aire ambiental circundante. Para ello, se 

utilizaron tiras reactivas de Quantofix®peroxides y Nitrate/Nitrite test sticks (Macherey-

Nagel, GmbH & Co). Las tiras se dispusieron enfrente del dispositivo a una distancia de 4 

mm durante 1 min, pasado este tiempo se agregó una gota de agua destilada sobre la 

almohadilla y se siguieron las instrucciones de uso de cada una de ellas. En presencia de 

H2O2, la almohadilla reactiva se tornará azul en una escala de colores que indica las 

concentraciones 0, 0.5, 2, 5, 10, 25 mg/L de H2O2. En presencia de iones de NO3
–, la 

almohadilla reactiva en la punta de la tira se tornará violeta rojizo en una escala de colores 

indicando las concentraciones 0, 10, 25, 50, 100, 250, 500 mg/L de NO3
–; mientras que en 

presencia de iones de NO2
–, la segunda almohadilla reactiva se tornará violeta rojizo en una 

escala de colores que indica las concentraciones 0, 1, 5, 10, 20, 40, 80 mg/L de NO2
–. 

Como control, se dejaron las tiras reactivas expuestas al aire de la habitación durante 1 min 

y se siguió el mismo procedimiento.  

 

Aunque estas tiras reactivas están diseñadas para medición de especies reactivas en agua y, 

por tanto, la escala de colores de las concentraciones no aplicaría a nuestro caso de estudio, 

son de utilidad para indicar de forma semi-cuantitativa la presencia o ausencia de la 

correspondiente especie reactiva y para comparar entre las diferentes condiciones de 

operación del dispositivo de plasma. 
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2.6. Análisis estadístico  

 

Se realizó análisis de varianza (ANOVA). La normalidad se contrastó mediante el test de 

Kolmogorov-Smirnov y la homocedasticidad por el test de Levene. La comparación entre 

medias se realizó mediante el test de Tukey (α=0.05). Se utilizó el software STATISTICA 

de la compañía Statsoft® (Copyright © StatSoft, 2011).  

 

 

3. RESULTADOS Y DISCUSIÓN  

 

3.1. Especies excitadas en el plasma dependiendo del gas de alimentación  

 

3.1.1. Plasmas generados en aire 

 

En la Figura 4 se muestran los espectros de emisión entre 200 y 500 nm correspondientes a 

los distintos plasmas generados en aire aplicando un voltaje de 20 kV. Para los plasmas 

generados con aire húmedo y seco el flujo de gas utilizado fue de 1 L/min.  

 

 

Figura 4. Espectro de emisión de un plasma generado en aire húmedo 1 L/min (línea roja), 

aire ambiental circundante (línea azul oscuro) y aire seco 1 L/min (línea azul claro). 

Barrido entre los 200 y 500 nm utilizando el fototubo UV 

200 250 300 350 400 450 500
0

100

200

300

400

500

600
N

2
 (2nd pos)

N
2

+
 (1st neg)

 

 

I 
(a

.u
)

 (nm)

 Moistened air

 Ambient air

 Dry air



180 

 

 

En los espectros de las tres condiciones evaluadas, se observó la presencia de bandas vibro-

rotacionales del segundo sistema positivo de la molécula N2 correspondientes a las 

transiciones entre los niveles C3Π→B3Π. Asimismo, se detectó una muy débil emisión del 

primer sistema negativo de los iones moleculares N2
+ (transición B2+

u→X2+
g), que 

demuestra la presencia de iones excitados en este plasma 

 

Al objeto de poder observar bandas de menor intensidad y buscar más detalladamente, se 

seleccionaron regiones más pequeñas del espectro comprendidas entre los 200 y 300 nm 

(Figura 5), 300 y 400 nm (Figura 6) y entre 400 y 500 nm (Figura 7). En la Tabla 1 se 

recogen las características espectroscópicas de las especies excitadas observadas en estas 

figuras. 

 

 

Figura 5. Bandas de emisión vibro-rotacionales del N2, de un plasma operado en aire 

húmedo 1 L/min (línea roja), aire ambiental circundante (línea azul) y aire seco 1 L/min 

(línea azul clara). Barrido entre los 200 y 300 nm utilizando el fototubo UV. 
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Figura 6. Bandas de emisión vibro rotacionales del N2 y N2
+, de un plasma operado en aire 

húmedo 1 L/min (línea roja), aire ambiental circundante (línea azul) y aire seco 1 L/min 

(línea azul clara). Barrido entre los 300 y 400 nm utilizando el fototubo UV. 

 

 

Figura 7. Bandas de emisión vibro-rotacionales del N2, de un plasma operado en aire 

húmedo 1 L/min (línea roja), aire ambiental circundante (línea azul) y aire seco 1 L/min 

(línea azul clara). Barrido entre los 400 y 500 nm utilizando el fototubo UV. 
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Tabla 1. Características espectroscópicas de las especies excitadas observadas entre los 200 

y 500 nm. 

Especie  nm Transición Eu (eV) 
Especi

e 
 nm Transición Eu (eV) 

N2 

295.32 C3Πu→B3Πg 11.1 
N2 

375.54 C3Πu→B3Πg 11.1 

296.2 C3Πu→B3Πg 11.1 380.49 C3Πu→B3Πg 11.1 

297.68 C3Πu→B3Πg 11.1 N2
+ 391.44 B2u→X2g

+ 18.9 

311.67 C3Πu→B3Πg 11.1 

N2 

394.3 C3Πu→B3Πg 11.1 

313.6 C3Πu→B3Πg 11.1 399.84 C3Πu→B3Πg 11.1 

315.93 C3Πu→B3Πg 11.1 405.94 C3Πu→B3Πg 11.1 

337.13 C3Πu→B3Πg 11.1 420.05 C3Πu→B3Πg 11.1 

353.67 C3Πu→B3Πg 11.1 426.97 C3Πu→B3Πg 11.1 

357.69 C3Πu→B3Πg 11.1 434.36 C3Πu→B3Πg 11.1 

367.19 C3Πu→B3Πg 11.1 457.43 C3Πu→B3Πg 11.1 

371.05 C3Πu→B3Πg 11.1       

 

Para las tres condiciones evaluadas, se escogió la banda vibro-rotacional más intensa de N2 

situada en 337.13 nm para comparar la intensidad de emisión y la cantidad de las especies 

excitadas de N2 (Figura 8). De este modo, se realizaron barridos espectrales entre los 330 y 

340 nm, a partir de los cuales se observó una mayor cantidad de especies excitadas de N2 en 

el plasma operado en aire humedecido, seguido por el operado en aire ambiental. 

Finalmente, la menor intensidad de las especies se presentó en el caso de aire seco. 

 

Por otra parte, la intensidad de emisión del ion N2
+ fue mayor en el plasma operado en aire 

humedecido, pero en este caso, el aire seco presentó mayor intensidad que el ambiental 

(Figura 9). 
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Figura 8. Banda de emisión vibro-rotacional del N2 del segundo sistema positivo, de un 

plasma operado en aire húmedo 1 L/min (línea roja), aire ambiental circundante (línea azul) 

y aire seco 1 L/min (línea azul clara). Barrido entre los 330 y 340 nm utilizando el fototubo 

UV 

 

 

Figura 9. Bandas de emisión vibro-rotacionales del N2, de un plasma operado en aire 

humedecido 1 L/min (línea roja), aire ambiental circundante (línea azul) y aire seco 1 

L/min (línea azul clara). Barrido entre los 386 y 396 nm utilizando el fototubo UV. 
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De este modo, se detectó una mayor densidad de especies excitadas en el plasma generado 

con el aire humedecido. Este comportamiento se podría deber al aumento de la 

conductividad superficial de los dieléctricos provocado por la humedad, que tiene como 

resultado la aparición de micro-descargas de mayor intensidad de corriente (Kogelschatz, 

2003). Por otra parte, no se encontraron en los espectros bandas vibro-rotacionales de las 

especies excitadas de OH, NO o NH, que se encuentran entre los 306 a 312 nm, 200 y 300 

nm y 336 y 337 nm; respectivamente. Esto posiblemente se deba a que en los plasmas de 

aire que contienen humedad en mayor o menor grado, como los estudiados en nuestro caso, 

los radicales OH, NO y NO2 rápidamente se convierten en HNO2 y HNO3; y además, los 

radicales hidroxilo también se recombinan rápidamente para formar peróxidos 

(Kogelschatz, 2003).  

 

En la Figura 10 se muestran los espectros registrados en el margen de longitudes de onda 

comprendido entre 500 y 940 nm. En dicha región, en ninguna de las tres condiciones 

evaluadas para generar el plasma, se detectó la presencia de líneas atómicas o de bandas 

vibro-rotacionales esperadas para un plasma de aire, como pudieran ser las emisiones de los 

tripletes de oxígeno atómico situados en 777 nm y 844 nm, las bandas del primer sistema 

negativo del N2, las líneas atómicas del nitrógeno en la región entre los 700 y 850 nm, o la 

emisión de los iones moleculares de oxígeno, O2
+, ubicada en la región entre los 520 y 650 

nm (Pearse y Gaydon, 1963).  
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Figura 10. Espectro de emisión de un plasma operado en aire húmedo 1 L/min (línea roja), 

aire ambiental circundante (línea negra) y aire seco 1 L/min (línea azul). Barrido entre los 

500 y 940 nm utilizando el fototubo visible. 

 

En nuestro caso, la presencia casi exclusiva de las bandas del N2, y la ausencia de especies 

excitadas de átomos de N, indican que la energía de la descarga en este dispositivo DBD 

operado en aire se empleó principalmente en la excitación de los niveles vibracionales de 

las moléculas de nitrógeno, y apenas se utilizó en la disociación del N2 (Kogelschatz, 

2003). Como veremos posteriormente en las ecuaciones 8-14, estos estados moleculares 

excitados del N2 juegan un papel importante en la producción del ozono que se está 

generando en la descarga. 

 

Es importante aclarar que las técnicas de OES sólo permiten detectar las especies mono y 

diatómicas del plasma (como O, OH, NO) que estén lo suficientemente excitadas para 

emitir con la intensidad necesaria para su detección, la cual variará según la sensibilidad del 

detector utilizado. Para la identificación de las demás especies reactivas generadas en el 

plasma, como pudieran ser el O3, N2O o NO3, es necesario acoplar técnicas de detección de 

gases y masas (Laroussi y Leipold, 2004). 

 

Laroussi y Leipold (2004), caracterizaron un dispositivo de plasma DBD operado en aire 

por medio de técnicas de OES y detectores de gases. Realizaron un barrido del espectro de 
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emisión entre los 200 y 300 nm y encontraron bandas vibro-rotacionales de N2 y de OH, 

presentando muy baja intensidad los radicales del OH. Además, detectaron presencia de O3 

y NO3 por detectores de gases. Las condiciones de trabajo del dispositivo DBD que 

reportaron fueron flujos de entre 4 y 20 L/min, potencia entre 4 y 12 W, voltaje de hasta 20 

kV, frecuencia de 2.2 kHz y temperatura del gas entre de 300 y 340 K (26.85 y 66.85 °C) 

dependiendo del flujo; mientras que nuestras condiciones de trabajo fueron un flujo y una 

frecuencia muy bajos, de 1 L/min y entre 50-60 Hz, respectivamente. Hay que tener en 

cuenta que la frecuencia está relacionada con el tipo de corriente en el plasma, donde un 

aumento en la frecuencia aumenta la corriente de desplazamiento. El diseño y los 

materiales de cada reactor DBD tienen gran influencia en las propiedades de la descarga 

que generan. Además, la constante y el espesor de los dieléctricos usados en el dispositivo, 

en combinación con la tensión aplicada, determinan la cantidad de corriente de 

desplazamiento que pasa a través del dieléctrico (Kogelschatz, 2003) 

 

3.1.2. Plasmas generados en argón 

 

La Figura 11 muestra el espectro de emisión entre los 200 y 900 nm del plasma de argón 

generado en las mismas condiciones experimentales que los plasmas de aire del apartado 

anterior (F = 1 L/min, V = 20 kV). En la figura se incluye además la comparación con los 

espectros de emisión de dichos plasmas. 

 

Se representan los espectros de emisión entre los 200 y 900 nm de un plasma de descarga 

de gases operado en aire humedecido y seco y argón a 1 L/min. Se observa con mayor 

claridad el hecho de que las únicas especies excitadas detectadas en los plasmas operados 

con aire fueron las moléculas de nitrógeno.  
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Figura 11. Espectro de emisión de un plasma operado en aire húmedo 1 L/min (línea roja) 

y Ar 1 L/min (línea negra). Barrido entre los 200 y 900 nm utilizando el fototubo visible. 

 

El espectro del plasma de argón está caracterizado por una emisión muy intensa de la banda 

vibro-rotacional del radical OH (sistema 306 nm) y de las líneas atómicas del argón 

(sistema Ar I), así como una moderada emisión de las bandas del segundo sistema positivo 

del N2. Una emisión muy débil de iones moleculares de oxígeno y de átomos de oxígeno 

(sistema O I) fue también detectada en este caso (Figura 11). La presencia en el espectro 

de las bandas de OH, N2 y de las líneas de oxígeno se atribuye a la entrada de aire 

ambiental, que contiene humedad, en el plasma. Asimismo, el argón que alimenta la 

descarga contuvo pequeñas impurezas y humedad del ambiente. La Tabla 2 muestra las 

características espectroscópicas de las especies excitadas en el plasma de argón puro. 
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Tabla 2. Características espectroscópicas de las especies excitadas en el plasma de argón 

puro. 

Especie  nm Transición Eu (eV) Especie  nm Transición Eu (eV) 

OH 
281.1 A2Σ+→X2Π 4 

Ar I 

696.5 4p→4s 13.3 

308.9 A2Σ+→X2Π 4 706.7 4p→4s 13.3 

NH 336 A3Π→X3S- 3.4 714.7 4p→4s 13.3 

N2 

295.3 C3Πu→B3Πg 11.1 727.3 4p→4s 13.3 

296.2 C3Πu→B3Πg 11.1 738.4 4p→4s 13.3 

297.7 C3Πu→B3Πg 11.1 750.4 4p→4s 13.5 

311.7 C3Πu→B3Πg 11.1 751.5 4p→4s 13.3 

313.6 C3Πu→B3Πg 11.1 763.5 4p→4s 13.2 

315.9 C3Πu→B3Πg 11.1 772.4 4p→4s 13.2 

337.1 C3Πu→B3Πg 11.1 794.8 4p→4s 13.3 

353.7 C3Πu→B3Πg 11.1 800.6 4p→4s 13.2 

357.7 C3Πu→B3Πg 11.1 801.5 4p→4s 13.1 

367.2 C3Πu→B3Πg 11.1 810.4 4p→4s 13.2 

371.1 C3Πu→B3Πg 11.1 811.5 4p→4s 13.1 

375.5 C3Πu→B3Πg 11.1 826.5 4p→4s 13.3 

380.5 C3Πu→B3Πg 11.1 840.8 4p→4s 13.3 

394.3 C3Πu→B3Πg 11.1 842.5 4p→4s 13.1 

399.8 C3Πu→B3Πg 11.1 852.14 4p→4s 13.3 

405.9 C3Πu→B3Πg 11.1 866.79 4p→4s 13.2 

420.1 C3Πu→B3Πg 11.1 

O I 

777.2 3p→3s 10.7 

427 C3Πu→B3Πg 11.1 777.4 3p→3s 10.7 

434.4 C3Πu→B3Πg 11.1 777.5 3p→3s 10.7 

457.4 C3Πu→B3Πg 11.1 844.6 3p→3s 11 
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Por otra parte, en la Figura 12 se ha ampliado la región del espectro en la que emite el 

radical OH (comprendida entre los 305 y 319 nm). De este modo, se pone de manifiesto 

nuevamente que en los plasmas de aire no se están detectando especies excitadas de este 

radical.  

 

Figura 12. Bandas de emisión vibro-rotacionales del OH, de un plasma operado en aire 

seco 1 L/min (línea negra) y Ar 1 L/min (línea roja). Barrido entre los 305 y 319 nm 

utilizando el fototubo visible. 

 

Los espectros demuestran una mayor excitación en el plasma de argón en comparación a 

los plasmas de aire. En la Figura 13 se detalla la emisión de la banda del segundo sistema 

positivo del nitrógeno cuya cabeza de banda es la 337.13 nm.  

 

De manera general, la mayor excitación observada en el plasma de argón es debida al 

mayor consumo de potencia en esta descarga. Por otra parte, como veremos más adelante 

en las ecuaciones 5-7, los átomos metaestables de argón contribuyen también a intensificar 

la emisión de las moléculas de N2. 
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Figura 13. Bandas de emisión vibro rotacionales del segundo sistema positivo del N2 , de 

un plasma de descarga de gases operado en aire seco 1 L/min (línea negra) y Ar 1 L/min 

(línea roja). Barrido entre los 333 y 339 nm utilizando el fototubo visible. 

 

3.1.3. Plasmas generados en mezclas argón/aire seco 

 

Finalmente, se estudiaron las especies excitadas generadas en plasmas operados en gases 

con diferentes proporciones de argón/aire. Se realizaron mezclas conteniendo un 5, 10, 20, 

50 y 80 % de aire, y los resultados se compararon con los anteriormente estudiados (100% 

Ar y 100% aire). 

 

La Figura 14 muestra la región del espectro comprendida entre los 200 y 400 nm para los 

plasmas operados en aire seco (100%), Ar (100%) y una mezcla de 90% Ar y 10% aire 

seco. En ella se puede observar cómo la intensidad de las bandas del OH y el N2 

disminuyen al incrementarse la proporción de aire en el gas soporte de la descarga, y cómo 

las bandas del OH desaparecen en los plasmas que contienen incluso moderadamente 

pequeñas cantidades de aire seco. 
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Figura 14. Bandas de emisión vibro rotacionales del OH y el N2, de un plasma de descarga 

de gases operado en aire seco 1 L/min (línea negra), Ar 1 L/min (línea roja) y 10% aire 

seco más 90% Ar (línea azul). Barrido entre los 300 y 400 nm utilizando el fototubo visible. 

 

En la Figura 15 se observa la disminución gradual de la intensidad de la banda OH a 

medida que aumentó la proporción de aire en la mezcla, de manera tal que, a partir de una 

mezcla de más del 10% de aire, ya no se observó emisión de la misma. En la Figura 16 se 

muestra la evolución de la intensidad de las cabezas de las bandas de OH 308.9 nm, N2 

337.1 nm y AR I 810.4 nm. 
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Figura 15. Banda de emisión del OH de un plasma de descarga de gases operado en un 

flujo de 1 L/min de Ar puro o de mezclas argón/aire según se indica en el recuadro.  

 

 

Figura 16. Curva normalizada de la evolución de la intensidad de las cabezas de las bandas 

de las especies excitadas de N2 (línea negra), OH (línea roja) y Ar I (línea azul), en un 

plasma de descarga de gases operado en un flujo de 1 L/min con diferentes porcentajes de 

aires seco y Ar. En el eje x se muestran los porcentajes de aire en el gas de alimentación. 
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Por otra parte, las bandas del N2 presentaron un comportamiento diferente a las bandas OH. 

Las mayores intensidades se presentaron en las mezclas que contenían 5 y 10% de aire, 

siendo el plasma que contenía un 5% de aire el más intenso (Figura 17). En las descargas 

generadas con una mezcla de 80% Ar y 20% de aire y con un 100% Ar, las bandas de N2 

presentaron aproximadamente la misma intensidad. Mientras que las mezclas con más de 

20% de aire fueron disminuyendo gradualmente la intensidad de emisión.  

 

 

Figura 17. Banda de emisión del N2 a 337.13 nm de un plasma de descarga de gases 

operado en un flujo de 1 L/min de Ar puro o de las mezclas argón/aire que se indican en el 

recuadro.  

 

En el plasma de aire puro, la excitación de las moléculas hasta el estado C3u se produce 

exclusivamente a través de colisiones con los electrones:  

 

e- + N2 e- + N2
* (C3u)        (5) 

 

Estas moléculas, al desexcitarse hasta el nivel B3g, producen la emisión del segundo 

sistema positivo de N2 observada: 

 

N2 (C
3u) N2 (B

3g) + h (2º sistema positivo)        (6) 
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En los plasmas de argón con un moderado contenido de aire, los átomos excitados de argón 

juegan un papel importante en la excitación vibracional de moléculas de nitrógeno, a través 

de reacciones de transferencia de excitación (Yu y Yasuda, 1998): 

 

Ar* + N2 Ar0 + N2(C
3u)        (7) 

 

Este mecanismo explica en parte, la intensificación de la banda de N2 observada. Cuando el 

contenido de aire se incrementa, la población de estados excitados metaestables de argón 

del plasma disminuye progresivamente, reduciéndose así la contribución de los mismos a la 

excitación de moléculas de nitrógeno. 

 

La Figura 18 muestra el cambio de intensidad observado para la línea atómica de Ar I 

810.37 nm. Su intensidad se redujo gradualmente al incrementar el porcentaje de aire en la 

mezcla del gas de alimentación del plasma, como consecuencia de la transferencia de 

excitación desde los átomos excitados de argón a las moléculas de nitrógeno, anteriormente 

descrita. 

 

 

Figura 18. Banda de emisión del Ar I de un plasma de descarga de gases operado en un 

flujo de 1 L/min de Ar puro o de las mezclas argón/aire que se indican en el recuadro.  
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3.2. Especies excitadas en el plasma dependiendo de la velocidad de flujo del gas 

 

A continuación, se muestran los resultados del estudio de la cantidad de especies excitadas 

en el plasma al variar el flujo de gas soporte. Se midió la intensidad de la banda N2 a 337.13 

nm para los plasmas generados a flujos de 1, 2 y 3 L/min de aire humedecido y seco. Se 

encontró que al operar en aire humedecido, la intensidad de la banda aumenta al aumentar 

el flujo, mientras que, sucede lo contrario al operar en aire seco (Figura 19). En el caso del 

aire humedecido, el incremento del flujo va acompañado de un incremento de la cantidad 

de humedad que se introduce en el plasma, y de la corriente en el mismo, hecho que 

favorece la excitación. Por el contrario, en el plasma de aire seco, un mayor flujo no cambia 

la composición del plasma, y en este caso, la disminución de la intensidad observada se 

puede atribuir a un menor tiempo de residencia de la especie N2 en el plasma. 

 

 

Figura 19. Variación de la intensidad de la banda N2 337.13nm de un plasma de descarga 

de gases operado en un flujo de 1, 2 y 3 L/min. 

 

Para el plasma de argón puro, en el que se excitan más especies, se midieron los cambios de 

intensidad de la cabeza de las bandas OH y N2 y de la línea Ar I 840, para los flujos de 1 y 

2 L/min. La Figura 20 muestra que, en el margen de flujos estudiados, un aumento de flujo 

de argón favorece la excitación de átomos de argón, así como de especies OH. Este 
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comportamiento se puede deber a que hay una mayor cantidad de argón y de sus impurezas 

en la descarga generada utilizando flujos altos. Por el contrario, la disminución de la 

intensidad observada para las bandas de N2 puede deberse nuevamente al menor tiempo de 

residencia de la especie N2 en el plasma. 

 

Figura 20. Variación con el flujo de gas de la intensidad de emisión de las distintas 

especies excitadas en el plasma de argón. 

 

3.3. Especies excitadas en el plasma dependiendo del voltaje aplicado a la descarga 

 

El voltaje aplicado a la descarga permite también controlar la cantidad de especies 

excitadas en el plasma. En la Figura 21 se muestran los resultados correspondientes a la 

curva de intensidad de la banda de N2 para los distintos plasmas de aire estudiados en dos 

condiciones de voltaje, 16 y 20 kV. Tanto para el plasma generado con aire humedecido, 

seco y ambiental, la cantidad de especies excitadas de N2 aumentó con el voltaje aplicado. 

Al incrementar el voltaje se aumentan las microdescargas o filamentos por unidad de 

tiempo y de área del electrodo, es decir, la intensidad de las bandas; pero las propiedades de 

la microdescarga, como la composición de las especies, no se ve afectada (Conrads y 

Schmidt, 2000; Kogelschatz, 2003; Laroussi, 2002). 
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Figura 21. Curva de intensidad de la banda de N2 a 337.13 nm de un plasma de descarga de 

gases operado con dos voltajes diferentes (16 y 20 kV), utilizando un flujo de aire 

humidificado o seco de 1 L/min y aire ambiental circundante . 

 

3.4. Temperatura en el plasma 

 

3.4.1. Temperatura del gas en el plasma 

 

A continuación, se muestran los resultados correspondientes al estudio de la dependencia 

de la temperatura del gas en el plasma con el tipo de gas soporte y el flujo de gas. Al estar 

presentes las especies excitadas de N2 en todas las condiciones experimentales estudiadas, 

las temperaturas del gas fueron determinadas en todos los casos a partir de la simulación 

teórica de los espectros de N2 medidos experimentalmente. Por otra parte, en aquellos casos 

en los que el plasma contuvo argón y la línea atómica Ar I 810.37 nm fue suficientemente 

intensa, se realizó una medida adicional de la temperatura del gas utilizando esta línea. 

Asimismo, en los casos en los que la especie OH fue detectada, se midió también la 

temperatura del gas a partir de la simulación de la banda del radical OH. En la Tabla 3 se 

muestran los valores de temperatura de gas medidos a partir de la temperatura rotacional 

encontrada mediante la simulación de la banda N2 para los distintos plasmas de aire 

generados a 20 kV, utilizando flujos de gas de 1, 2 y 3 L/min para los casos de aire seco y 
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aire humedecido. Todas las temperaturas medidas fueron inferiores a los 320 K (46.85 °C), 

siendo la temperatura de gas más baja la del plasma generado con el aire ambiental. 

Recordemos que éstas son las temperaturas en la región entre los electrodos dentro del 

reactor de plasma, la cual es superior a la del gas efluente que sale del mismo. En la Tabla 

4 se muestran los valores de temperatura de gas medidos para los plasmas generados con 

diferentes proporciones de argón y aire generados a 20 kV y un flujo de 1 L/min. La 

temperatura más alta correspondió al plasma puro de argón. Observamos cómo un aumento 

en la proporción de aire conduce a una leve disminución de la temperatura del gas. 

 

Tabla 3. Temperatura de gas medidas a partir de simulación de la banda de N2 para los 

plasmas generados en aire humedecido, seco y ambiental. 

  
Temperatura gas (°C) 

1 L/min 2 L/min 3 L/min 

Aire humedecido 36.85+10 41.85+10 46.85+11 

Aire seco 50.85+10 45.85+7 33.85+8 

Aire ambiental 46.85+11 

 

Tabla 4. Temperatura de gas medidas a partir de simulación de la banda de N2, Ar I y OH 

para los plasmas generados con diferentes proporciones de argón y aire. 

Proporción 

de aire (%) 

Temperatura gas (°C) 

N2 Ar I OH 

0 91.85+24  Autoabsorbancia 81.85+6 

5 49.85+9 56.85+5  - 

10 45.85+7 51.85+5 -  

20  44.85+9 46.85+7 - 

25  44.85+10 41.85+8 - 

50 43. 85+12 - - 

80 44.85+12 - - 

100 36.85+8 - - 

 

 



199 

 

3.4.2. Temperatura del gas efluente del plasma   

 

Con una cámara infrarroja, se tomó la temperatura del gas efluente del plasma generado en 

aire humedecido, seco y ambiental y en Ar. No se presentó diferencia significativa entre las 

temperaturas del gas operado a 16 y 20 kV. La mayor temperatura se presentó operando el 

plasma en Ar, 30 °C aproximadamente; mientras que no hubo diferencia significativa entre 

las temperaturas del gas efluente del plasma obtenido en aire humedecido, seco y 

ambiental, cuyas temperaturas fueron 27 °C aproximadamente (Figura 22). 

 

  

Figura 22. Temperaturas obtenidas con una cámara infrarroja del gas efluente del plasma 

operado en aire humedecido, seco y ambiental y en Ar, utilizando un voltaje de 16 y 20 kV. 

Las barras representan la desviación estándar.  

 

3.5. Oxidantes totales generado en el gas efluente del plasma operado en aire 

humidificado. 

 

La Figura 23 muestra la curva de calibración para DO352 nm versus concentración de O3 (µg/mL). 

Dicha curva se utilizó para extrapolar la concentración de O3 en el gas efluente del plasma generado 

en aire humidificado a 1 L/min. Se obtuvo una concentración de ozono de 16.79 ± 2.81 µg/mL, lo 

que es equivalente a una cantidad de oxidantes totales en el tiempo de 1.842 ± 0.41 µg/min de O3. 
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Figura 23. Curva de calibración densidad óptica a 352 nm (DO352) a diferentes 

concentraciones de ozono (µg/mL) 

 

En este tipo de descargas, la mayor parte de la energía que ganan los electrones en el campo 

eléctrico se emplea en la excitación de moléculas y átomos. De este modo, en primer lugar, 

las moléculas de O2 se disocian (energía de disociación 5.2 eV) formando átomos de O, a 

partir de reacciones intermedias de excitación de las moléculas de O2 en estado 

fundamental mediante colisiones electrónicas, hacia los estados A3u
+ (6 eV) o B3u

- (8.4 

eV). Así, la generación de O3 en esta descarga de aire puede explicarse a partir de la 

siguiente secuencia de reacciones (Kogelschatz, 2003): 

 

O2 + e-  O2
*+ e- O + O + e-        (8) 

 

Seguidamente, a partir de reacciones de tres cuerpos que implican átomos de O y moléculas 

de O2 se forma el ozono: 

 

O + O2 + M → O3 + M        (9) 

 

donde M es un tercer cuerpo de colisión que, en el caso del aire, puede ser O, O2, O3 o, más 

probablemente, N2. 
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Asimismo, en el plasma de aire, la energía ganada por los electrones también se emplea en 

la excitación y disociación de moléculas de N2 a moléculas de nitrógeno ( 9.8 eV): 

 

N2 + e-  N2
*+ e- N + N + e-         (10) 

 

Una serie de reacciones que implican átomos de N y estados moleculares excitados del N2, 

producen también átomos de oxígeno adicionales para la generación de ozono: 

 

N + O2 → NO + O        (11) 

N + NO → N2 + O        (12) 

N2(A) + O2 → N2O + O        (13) 

N2(A,B) + O2 → N2 + 2O        (14) 

 

Donde A y B representan los estados moleculares excitados del N2, A
3u

+ y B3Πg.  

 

Aproximadamente la mitad del ozono formado en las descargas de aire proviene de estos 

procesos indirectos, razón por la cual la producción de ozono en estas descargas se produce 

mucho más lenta que en los plasma de oxígeno puro, y gran parte de la fracción de energía 

que pierden los electrones inicialmente en las colisiones con moléculas de nitrógeno puede 

recuperarse y utilizarse a través de las reacciones anteriores para la generación de ozono 

(Kogelschatz, 2003). 

 

3.6. Medición semi-cuantitativa de peróxido de hidrógeno, nitrato y nitrito generados 

en el plasma 

 

En la medición semi-cuantitativa de H2O2, NO3
– y NO2

– generados en el gas efluente del 

plasma, para todas las condiciones de operación del plasma, se pudo determinar la 

presencia de las especies reactivas H2O2, mientras que se encontró NO3
- en el plasma 

operado en aire humedecido y seco. Finalmente, bajo ninguna de las condiciones se detectó 

la formación de NO2
- (Figura 23).  
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Figura 23. Tiras reactivas para medición de H2O2, NO3
- y NO2

- expuestas durante 1 min a 

plasma frío operado en aire humedecido, seco y ambiental. 

 

En resumen, en el Capítulo 2 se determinó que la cinética de inactivación del biofilm por 

plasma fue más rápida con plasma generado en aire humedecido respecto del generado en 

aire circundante. Aquí determinamos que bajo esas condiciones la emisión principal 

corresponde al segundo sistema positivo del N2 y no se detectaron ni líneas atómicas ni 

bandas moleculares de oxígeno. La presencia casi exclusiva de bandas de N2 en los 

espectros y la ausencia de átomos excitados de nitrógeno revelaron que la energía de la 

descarga se usó principalmente para la excitación de los niveles de vibración y rotación de 

las moléculas de nitrógeno, más que en la disociación del mismo. Estas especies 
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moleculares excitadas desempeñan un papel relevante en la formación de ozono en esta 

descarga, como se vio en la sección 3.5, ecuaciones 8-14. Además, como se mostró en la 

sección 3.1.1, no se detectaron emisiones de las especies excitadas de OH y NO que son 

típicas en los plasmas DBD generados en aire con cantidades variables de humedad, debido 

a que los radicales OH, NO y NO2 se transforman rápidamente en HNO2 y HNO3, y los 

radicales OH se recombinan para formar peróxidos (Kogelschatz, 2003). En la sección 3.6, 

se pudo reportar la presencia de H2O2 y NO3
- en el gas efluente del plasma.  

 

La presencia de superóxido (O2•
-) en el gas efluente de una descarga plasma es difícil de 

detectar debido a que este radical es de corta duración y no se acumula. Su presencia en el 

aire ionizado se ha relacionado con la detección del H2O2, ya que el superóxido es un 

precursor común para esta especie (Gaunt et al., 2006): 

 

2O2•
− +2H+ → H2O2 + O2        (15) 

  

Aunque no se detectó la presencia de NO y OH en nuestro dispositivo de plasma DBD por 

medio de las técnicas de OES, se encontró la presencia de bandas de N2 excitadas y de 

iones de N2
+ y la formación de O3, H2O2 y NO3

- en el gas efluente del plasma. La 

erradicación eficiente y rápida de los biofilms de P. aeruginosa por el tratamiento con 

nuestro dispositivo de plasma se podría atribuir en parte a estas RONS y a otras que no 

fueron posibles detectar, como el radical superóxido o especies mono y diatómicas 

excitadas típicas de la descarga DBD que no son posibles de observar por técnicas de OES, 

como las especies N2O, NO3 y N2O5 (Kogelschatz, 2003). Estas RONS generadas en la 

descarga y el gas efluente del plasma, están asociadas al daño oxidativo en las células 

bacterianas, produciendo daños graves a las macromoléculas como lípidos, proteínas, ADN 

y carbohidratos. Aunque el daño oxidativo puede ser muy extremo, no están claros los 

mecanismos precisos que llevan a la muerte celular (Farr y Kogoma, 1991; Cabiscol et al., 

2000; Gaunt et al., 2006).  

 

La peroxidación de los polisacáridos de la membrana celular bacteriana es catalizada por 

las moléculas cargadas generadas en el plasma y es altamente dependiente de la cantidad de 
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agua y de la composición del medio que rodea la célula. Tanto los iones positivos como 

negativos catalizan los procesos de peroxidación de polisacáridos y lípidos tanto dentro 

como fuera de la célula (Dobrynin et al., 2009). Los lípidos son las macromoléculas que 

sufren mayor daño oxidativo, comprometiendo la integridad estructural de la membrana 

celular y conduciendo a un desequilibrio osmótico, que puede dar lugar a la lisis celular. 

Los, radicales HOO•, O2•
-, el oxígeno singlete y el O3 pueden iniciar la peroxidación 

lipídica atacando los ácidos grasos poliinsaturados en la membrana celular y 

desencadenando una reacción destructiva en cadena. La reacción en cadena de la 

peroxidación lipídica se inicia cuando un átomo de hidrógeno es extraído de un ácido graso 

insaturado para formar un radical lipídico, que a su vez reacciona con oxígeno molecular 

para formar un radical lípido peroxilo (L-OO•). Este radical ataca otros ácidos grasos 

insaturados y extrae más átomos de hidrógeno que forman hidroperóxidos de ácidos grasos 

(L-OOH), creándose una cadena de reacciones (Farr y Kogoma, 1991). La peroxidación 

lipídica genera productos que son más cortos que los ácidos grasos insaturados iniciales, 

por lo que su capacidad de rotación dentro de la membrana celular es alterada y la 

integridad estructural de esta se ve comprometida (Gaunt et al., 2006; Farr y Kogoma, 

1991). 

 

Las ROS, también pueden inducir oxidación de proteínas y daños en el ADN. Cuando las 

proteínas se oxidan, se producen modificaciones en las cadenas laterales de los 

aminoácidos y se altera su estructura, produciendo cambios funcionales que pueden alterar 

el metabolismo celular. Además, durante la peroxidación lipídica se forman aldehídos que 

son muy reactivos y pueden causar daños en las proteínas (Berlett y Stadtman, 1997). Las 

ROS puede causar numerosos tipos de lesiones en el ADN, a través de reacciones con las 

bases y azúcares. Además del daño en el ADN causado directamente por las ROS, los 

radicales intermedios formados durante la peroxidación lipídica también reaccionan con el 

ADN, por ejemplo, la descomposición de la purina puede ocurrir como resultado de la 

extracción de H+ por los radicales libres de ácidos grasos (Farr y Kogoma, 1991). Estos 

mecanismos podrían explicar en parte la inactivación de los biofilms de P. aeruginosa por 

el tratamiento con nuestro dispositivo de plasma. 
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Además, en este capítulo se evaluaron diferentes condiciones experimentales que dieron 

como resultado diversos tipos de plasma en función de la composición del gas de 

alimentación. Determinamos que los plasmas de argón puro o con la contribución de un 

poco de aire, presentan una emisión muy fuerte del radical OH, que como se sabe es muy 

reactivo en términos de su actividad biológica. Se produjo una disminución progresiva de la 

intensidad de la banda OH a medida que aumentó la cantidad de aire. Mientras que, para las 

mezclas que contienen más de 10% de aire, no se detectó OH. Estos resultados muestran el 

potencial de los plasmas generados en argón/aire para producir un ambiente reactivo que, a 

su vez, oxidaría a los biofilms. Se espera poder probar estas diferentes combinaciones de 

argón/aire para erradicar biofilms de P. aeruginosa de manera más eficiente. El 

conocimiento adquirido a través de estos experimentos, sentaría las bases para mejores 

estrategias para la inactivación de biofilms bacterianos. 

 

 

4. CONCLUSIONES 

 

Las técnicas de OES permitieron determinar las distintas especies excitadas en el plasma y 

su densidad de población en unidades arbitrarias, así como la temperatura del gas, y sus 

variaciones dependiendo del tipo de gas soporte, del flujo de gas y del voltaje empleado en 

su generación. Para el plasma generado en aire humedecido y seco o en aire ambiental 

circundante, las principales especies detectadas fueron las moléculas de nitrógeno y iones 

moleculares de nitrógeno en pequeñas cantidades. También, se determinaron algunas de las 

especies químicas formadas por este plasma, como peróxido de hidrogeno, nitratos y 

ozono. Todas las especies detectadas podrían estar actuando sinérgicamente para 

desencadenar procesos de inactivación microbiana en la zona de la posdescarga donde se 

trataron los biofilms. Además, se propusieron nuevas condiciones experimentales para 

generar diferentes tipos de plasma que se podrían utilizar en futuros estudios de 

erradicación de biofilms. 
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INCREMENTO DE LA EFECTIVIDAD ANTIMICROBIANA SOBRE BIOFILMS 

DE Pseudomonas aeruginosa TRATADOS CON ANTIMICROBIANOS LIBRES O 

NANOVEHICULIZADOS Y/O PLASMA DE DESCARGA DE GASES 

 

RESUMEN 

 

Las bacterias creciendo en biofilm son más resistentes a los antimicrobianos comúnmente 

utilizados en las mismas bacterias en vida libre o planctónica. Se ha investigado y probado 

con éxito la aplicación del plasma frío como método de erradicación de biofilms 

bacterianos. En el presente capítulo, se utilizó plasma y/o antimicrobiano en su 

conformación libre o en nanotransportadores lipídicos. Estos fueron sintetizados con carga 

superficial positiva o negativa a fines de estudiar el posible aumento de la penetrabilidad 

debido a la interacción entre las nanopartículas y el biofilm. Se determinó la concentración 

inhibitoria mínima (CIM) de ciprofloxacina libre y nanovehiculizada tanto en cultivos 

planctónicos como en biofilms de P. aeruginosa. Por otra parte, se determinó la CIM del 

antimicrobiano libre y nanovehiculizado después del tratamiento de biofilms con plasma. 

Paralelamente se observaron los biofilms tratados con plasma y/o antimicrobiano libre o 

nanovehiculizado mediante microscopía electrónica de barrido (SEM). Los resultados 

muestran la reducción en la CIM de ciprofloxacina en biofilms de P. aeruginosa para el 

antimicrobiano nanoparticulado, en especial para las nanopartículas positivas. Los 

respectivos valores de CIM obtenidos fueron de 200 µg/mL para ciprofloxacina libre, 100 

en µg/mL para ciprofloxacina nanovehiculizada con carga superficial negativa, y 25-50 en 

µg/mL para las nanopartículas con carga superficial positiva. Esto implicaría que las 

nanopartículas positivas logran una mejor penetración y liberación del antimicrobiano en el 

biofilm. El tratamiento con plasma también resultó en una reducción de la CIM para 

ciprofloxacina libre; sin embargo, no se observó una clara sinergia entre el plasma y el 

antimicrobiano nanovehiculizado. Para los biofilms sometidos previamente al tratamiento 

con plasma, los valores obtenidos para CIM de ciprofloxacina libre en biofilms fueron de 

50-100 µg/mL, en el caso de las nanopartículas negativas de 100 µg/mL, y para las 

positivas de 50-100 µg/mL. Las imágenes de SEM muestran cambios en la morfología 

celular y estructura de matriz luego de los tratamientos con plasma y nanopartículas. Estos 
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resultados son interesantes al momento de plantear nuevas estrategias para combatir 

biofilms en casos de pacientes con historias clínicas complejas. 

 

 

1. INTRODUCCIÓN  

 

Las bacterias creciendo en biofilm son más resistentes a los antimicrobianos comúnmente 

utilizados en las mismas bacterias de vida libre o planctónica. Esta resistencia puede ocurrir 

de muchas maneras, por ejemplo, por el desarrollo de células persistentes, por la existencia 

de enzimas que degradan compuestos como antibióticos, o por la dificultad desde el punto 

de vista físico de traspasar la matriz (Høiby et al., 2010; Mah y O’Toole, 2001; Stewart, 

2002). La producción de una matriz de exopolisacárido es una de las características 

distintivas de los biofilms. Se ha sugerido que esta matriz previene el acceso de antibióticos 

a las células. Ya sea por reacción o sorción con el compuesto, los componentes de un 

biofilm pueden limitar el transporte de agentes antimicrobianos (Mah y O’Toole, 2001). 

Teniendo en cuenta la velocidad de transporte de un líquido por los canales de un biofilm 

respecto de la velocidad de los agentes antimicrobianos, si esta última es menor, las 

bacterias son expuestas a una concentración baja de antibiótico que aumenta 

progresivamente, dándoles tiempo para reaccionar (Van Acker et al., 2014). Es por esto que 

el transporte de compuestos a través de la matriz tiene un efecto tan marcado respecto de la 

resistencia a antimicrobianos en biofilms. 

 

Tradicionalmente se han utilizado liposomas en tratamientos dérmicos, farmacéuticos, 

cosméticos, etc. Tienen la ventaja de proteger a las drogas contra la degradación 

enzimática, no ser tóxicos, ser biocompatibles, enteramente biodegradables y no 

inmunogénicos. A pesar de esto, debido a su corto tiempo de vida, baja estabilidad y 

eficacia de encapsulación y remoción por el sistema retículo-endotelial surgió la necesidad 

de desarrollar nuevas metodologías para el delivery de drogas. Así es como surgieron los 

transportadores lipídicos nanoestructurados (NLC, sigla del inglés de “Nanostructured 

Lipid Carriers”) como sustituto de los liposomas. Fueron pensados para reducir los efectos 

tóxicos en la toma de drogas potentes, así como para mejorar la transferencia de genes, 
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implementarse en la industria alimentaria, etc. Tienen un tamaño promedio entre 40 y 1000 

nm, son de morfología esférica, están compuestos de una fase lipídica sólida y una líquida, 

y un surfactante a modo de emulsificador. Pueden producirse por diversas técnicas como 

homogeneización a alta presión, evaporación y emulsificación por solvente, extracción de 

fluido supercrítica a partir de emulsiones, secado por spray o ultrasonicación (Naseri et al., 

2015). En el presente capítulo se utilizó la técnica de ultrasonicación que consiste en la 

formación de micelas a consecuencia de un proceso de cavitación (formación de cavidades 

llenas de vapor en el seno de un líquido) formado en la emulsión y provocado por el 

sonicador.  

 

La ciprofloxacina es un antibiótico de amplio espectro, empleado tanto contra bacterias 

gram positivas como gram negativas. Su modo de acción se basa en bloquear la replicación 

bacteriana por unión a la topoisomerasa II (ADN girasa), la cual es necesaria para aliviar el 

superenrollamiento y separar ambas hebras del ADN previo a la replicación. Es 

frecuentemente utilizada para tratar infecciones del tracto urinario, infecciones 

osteoarticulares, ginecológicas, respiratorias, de oído medio, sinusitis, de tejidos blandos, 

vías urinarias, de los órganos genitales, fiebre tifoidea, shigellosis, etc. 

 

En el presente capítulo se evaluó el efecto combinado del tratamiento con plasma DBD y 

antibióticos para la erradicación de biofilms de P. aeruginosa PAO1. Ya que en el 

Capítulo 4 se encontró que el plasma afecta la matriz del biofilm, se planteó la posibilidad 

de aumentar la penetración del antibiótico luego del tratamiento del biofilm con plasma. 

Además, se exploró la tecnología para la vehiculización del antibiótico con nanopartículas 

lipídicas. Hasta donde se tiene conocimiento, ninguna de estas estrategias de erradicación 

de biofilms ha sido estudiada hasta la fecha, por lo que los resultados de este trabajo 

implican un aporte original y novedoso. 
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2. MATERIALES Y METODOS  

 

2.1. Microorganismo, medio de cultivo y crecimiento del biofilm 

 

Todos los experimentos se llevaron a cabo con P. aeruginosa cepa PAO1 y el medio de 

cultivo LB, como se describe en el Capítulo 1 sección 2.1. Se utilizaron dos sistemas de 

formación de biofilm: placas de microtitulación de poliestireno de 96 pocillos (KARTELL 

LABWARE®) y cupones de acero inoxidable dispuestos dentro los pocillos de microplacas 

de poliestireno de 24 pocillos (CELLSTAR®, GreinerBio-one). Para los dos sistemas de 

cultivo, se incubó una suspensión de inóculo en LB a una DO550nm de 0.1 durante 24 hs a 37 

°C en condición de cultivo estático.  

 

2.2. Transportadores lipídicos nanoestructurados (NLC) 

 

Los NLC o nanopartículas, fueron sintetizados a fin de obtener partículas con carga 

negativa (NLC-) o positiva (NLC+). Además, fueron marcados con un colorante 

fluorescente. Los materiales utilizados para su síntesis fueron: una parte lipídica que consta 

de una mezcla de ésteres de cetilo (Crodamol™ MM y Crodamol™ GTCC-LQ, Croda, 

Argentina), surfactante Pluronic® F68 (cat # A-6973), quitosano (peso molecular: 190,000-

310,000 Da; 75-85% desacetilado) y colorante fluorescente DiOC18 (3,3-

dioctadeciloxacarbocianina perclorato) (Sigma–Aldrich, Argentina). 

 

2.3. Síntesis de NLC- 

 

Las nanopartículas se prepararon por el método de ultrasonicación (Islan et al., 2016). Se 

fundió 800 mg de lípido Crodamol™ MM (2% p/v) sobre baño de agua a 60-70 °C y se 

mezcló con 40 μL del lípido Crodamol™ GTCC-LQ. Después de 5 min, se añadió a la fase 

lipídica 250 μL de acetona conteniendo 20 mg de ciprofloxacina. Se homogenizó y se dejó 

reposar 10 min para favorecer la evaporación de la acetona. Luego, se adicionaron 20 mL 

de una solución acuosa termostatizada con 4.5% p/v de Pluronic® F68. Inmediatamente, la 

mezcla se sometió a ultrasonicación por 30 min (50% de amplitud) utilizando un 
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procesador ultrasónico (130 Watts, Cole-Parmer, EE.UU.) equipado con una punta de 

titanio de 6 mm. A continuación, la dispersión se enfrío en baño de agua a 10 ºC y se 

almacenó a 5 ºC para su posterior uso. 

 

2.4. Síntesis de NLC+ 

 

El procedimiento fue similar al descrito en 2.2.1, pero luego de homogeneizar la fase 

lípido/ciprofloxacina, se adicionó 20 µL de una solución acuosa termostatizada conteniendo 

Pluronic® F68 al 4% p/v y quitosano al 0.5% p/v. Se continúo con el protocolo descrito 

anteriormente.  

 

2.5. Síntesis y marcación de NLC- y NLC+ con colorante fluorescente 

 

Las NLC marcadas con DiOC18 se prepararon de acuerdo al protocolo establecido por 

Rodenak y colaboradores (2017). Se añadió el colorante fluorescente (0.04% p/p) al lípido 

fundido, se homogenizó durante 10 min y se procedió a la preparación de las 

nanopartículas.  

 

2.6. Caracterización mediante microscopía electrónica de transmisión (TEM) y 

determinación del tamaño de partícula 

 

La dispersión de nanopartículas fue diluida 10 veces con agua ultrapura y se colocó una 

gota sobre una cuadrícula de colodión cubierta de cobre (400-mesh). El exceso de líquido 

es removió con papel de filtro. Una gota de ácido fosfotúngstico se añadió a la dispersión 

para aumentar el contraste. Finalmente, el análisis mediante microscopía electrónica de 

transmisión (TEM, sigla del inglés “Transmission electron microscopy”) se realizó 

utilizando el microscopio Jeol-1200 EXII-TEM (JeolMa, EEUU).  

 

El promedio del diámetro y la distribución del tamaño fueron medidos por espectroscopía 

de correlación de fotones (PCS, Sigla del inglés “Photon Correlation Spectroscopy”) (Nano 

ZS Zetasizer, Malvern Instruments Corp, UK) a 25 °C en placas de poliestireno con una 
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longitud de camino óptico de 10 mm. El potencial Z se determinó mediante anemometría 

de laser Doppler también utilizando el Nano ZS Zetasizer. Se utilizaron celdas capilares 

con longitud de camino óptico de 10 mm y agua desionizada (Milli-Q). Todas las 

mediciones se realizarón por triplicado. 

 

2.7. Determinación del porcentaje de encapsulación de las formulaciones 

 

Luego de finalizar la preparación de cada formulación, se procedió a medir el volumen 

final de reacción (ya que se produce evaporación durante la sonicación) y se determinó la 

concentración de ciprofloxacina no encapsulada (Islan et al., 2016). Se transfirieron 500 µL 

de la dispersión final a una centrífuga de ultrafiltración (punto de corte de peso molecular 

30.000 Da, Microcon, Millipore, EEUU.) y se centrifugó a 10.000 G durante 10 min a fin 

de separar las nanopartículas de la solución acuosa. El filtrado se diluyó en agua destilada, 

y se determinó la concentración de ciprofloxacina no encapsulada por espectrofotometría a 

271 nm. La eficiencia de encapsulación se calculó mediante la siguiente ecuación: 

 

EE (%) = (Q0 - (Cr x V)) x 100 

 

                   Q0 

 

Donde Q0 es la cantidad inicial de ciprofloxacina adicionada, Cr es la concentración de 

ciprofloxacina en la solución filtrada y V es el volumen final después de terminar la 

preparación. 

 

2.8. Cinética de liberación de ciprofloxaxina de una solución de nanopartículas 

 

Se estudió la liberación de antibiótico a partir de una solución de nanopartículas NLC-

/ciprofloxacina y NLC+/ciprofloxacina. Se utilizaron membranas de diálisis de celulosa con 

tamaño de poro de 8 KDa hidratadas durante 24 h en agua destilada. La solución de 

nanopartículas se dializó contra 30 mL de solución fisiológica a 37 °C y 150 rpm. Se tomó 

1 mL de muestra a la media hora de iniciada la incubación, y luego se muestreó cada hora 

durante 6 hs reponiendo el mililitro extraído a fin de mantener el volumen de la solución. 
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Luego se tomaron muestras a las 22, 24, 29 y 96 hs de iniciada la incubación. Por otro lado, 

se realizó una curva patrón de ciprofloxacina en solución fisiológica, en un rango de 

concentraciones de 0.5-25 μg/mL. 

 

2.9. Fuente de plasma de descarga de barrera dieléctrica 

 

Se produjo plasma de descarga de gas a presión atmosférica usando una configuración 

coaxial DBD operada en aire humidificado a un flujo de 1 L/min. Las condiciones de 

operación se describen en el Capítulo 2 sección 2.2. Los biofilms de P. aeruginosa se 

sometieron al tratamiento de plasma durante 3 min de exposición bajo condiciones 

estériles. Se incluyó un control sin tratamiento con plasma. 

 

 

2.10. Determinación de la CIM de ciprofloxacina y sus análogos nanoparticulados en 

cultivos de células planctónicas de P. aeruginosa  

 

Se utilizaron placas de microtitulación de 96 pocillos a las que se les agregaron 100 µL de 

medio LB. Por otro lado, se prepararon soluciones stock de los antibióticos, de 

concentración 64 µg/mL para ciprofloxacina encapsulada NLC+, 256 µg/mL para 

ciprofloxacina encapsulada NLC- y 1024 µg/mL para ciprofloxacina libre. Se realizaron 

diluciones seriadas al medio de los antibióticos en los pocillos y por último, se añadió 100 

μL de cultivo bacteriano a una DO550nm de 0.2 a cada pocillo de la placa. De esta manera, la 

densidad óptica final de cada pocillo fue de 0.1. Se incubó la placa a 37°C durante 24 hs y 

se midió la DO550nm. Se define la CIM como la menor concentración de antibiótico a la cual 

no se observa crecimiento bacteriano y se estableció en la práctica como el valor de 

absorbancia que no representó crecimiento celular, es decir, similar al obtenido para el 

control negativo conteniendo medio de cultivo.  
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2.11. Determinación de la CIM-b de ciprofloxacina y sus análogos nanoparticulados 

en biofilms de P. aeruginosa 

 

Una vez formado el biofilm en placas de 96 pocillos como se describió en la sección 2.1, se 

descartó el sobrenadante de cada pocillo, se realizó un lavado con 200 µL de solución 

fisiológica estéril, se agregó 100 µL de medio LB y 100 µL de la solución de antibiótico 

correspondiente.  

 

Las soluciones de antibiótico se prepararon de la siguiente manera: se realizaron diluciones 

seriadas de ciprofloxacina y ciprofloxacina nanoparticulada en medio LB a partir de 

soluciones stock. La ciprofloxacina libre fue diluida al medio a partir de una solución stock 

de 6.400 µg/mL hasta alcanzar la concentración de 1.56 µg/mL. Los análogos 

nanoparticulados de ciprofloxacina, NLC+ y NLC-, se prepararon partiendo de una solución 

de 800 µg/mL hasta alcanzar una concentración de 3.12 µg/mL.  

 

Una vez agregada la solución de antibiótico, se incubaron las placas a 37 °C durante 24 hs. 

Concluido el período de incubación, se realizó un recambio de medio de cultivo, 

descartando el presente en los pocillos, realizando un lavado con 200 µL de solución 

fisiológica estéril y agregando medio LB hasta un volumen final de 200 µL. Se incubó 

nuevamente a 37°C durante 24 hs. Al recambiar el medio de cultivo, las células viables 

dentro del biofilm después de la incubación con el antibiótico, crecerán tanto dentro del 

biofilm como en el sobrenadante, y se podrá determinar el valor de la CIM-b midiendo la 

DO550nm del sobrenadante, como se describió en la sección 2.4. Se incluyó un control de 

crecimiento de biofilm y un control negativo conteniendo medio de cultivo. 

 

2.12. Determinación de la CIM-b de ciprofloxacina y sus análogos nanoparticulados 

en biofilm de P. aeruginosa luego del tratamiento con plasma frío a presión 

atmosférica 

 

Se desarrolló el biofilm en las placas de 96 pocillos como se describió en la sección 2.1. 

Una vez finalizado el crecimiento de biofilm, se descartó el medio de cultivo, y se realizó 
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un lavado con un volumen de 200 µL de solución fisiológica. Luego, se expusieron los 

pocillos durante 3 min al tratamiento con plasma. Se incluyeron controles de crecimiento de 

biofilm, y control negativo conteniendo medio de cultivo. Posterior al tratamiento con 

plasma, se agregó 100 µL de las distintas diluciones de antibiótico al pocillo 

correspondiente. Las soluciones de trabajo de ciprofloxacina, y sus análogos NLC+ y NLC-, 

se realizaron a partir de 800 µg/mL y se diluyeron seriadamente al medio hasta alcanzar 

una concentración de 3.12 µg/mL. Luego, se incubaron las placas a 37°C durante 24 hs. 

Una vez concluido el período de incubación, las muestras se procesaron según se indica en 

la sección 2.5. Por último, se determinó el valor de la CIM-b al igual que en la sección 2.4.  

 

2.13. Estudio cualitativo de penetrabilidad de antibiótico mediante microscopía de 

epifluorescencia y microscopía electrónica de barrido (SEM) 

 

Tanto para la observación mediante microscopía de epifluorescencia como por SEM, se 

crecieron los biofilms sobre cupones de acero inoxidable como se describe en la sección 

2.1. Una vez formado los biofilms, se lavaron los cupones con 1 mL de solución fisiológica 

estéril y se expusieron durante 3 min al tratamiento con plasma. Como control, se utilizaron 

biofilms crecidos en las mismas condiciones sin exposición al plasma. Para la observación 

con el microscopio de epifluorescencia, tanto a los biofilms tratados con plasma como a los 

controles, se les agregó 500 µL de medio de cultivo y 500 µL de suspensión de 

nanopartículas marcadas con un colorante fluorescente y se incubaron durante 24 hs a 37 

°C. Finalizado el periodo de incubación, se lavaron los cupones con 1 mL de solución 

fisiológica estéril y se visualizaron en el microscopio usando un filtro de excitación/emisión 

de 480/500 nm y aumento de 400X. Las imágenes fueron adquiridas con el programa Leica 

Application Suite (2.5.0 R1) y los análisis de imágenes se realizaron con el software libre 

ImageJ. Para la observación mediante SEM, tanto a los biofilms tratados con plasma como 

a los controles, se les agregó una solución de ciprofloxacina o sus análogos NLC+ o NLC- 

en medio LB, a una concentración de 100, 50 y 100 µg/mL respectivamente. Se incubaron 

los cupones durante 24 hs a 37 °C. Una vez finalizado el período de incubación, se realizó 

la observación al SEM siguiendo el procedimiento descrito en el Capítulo 4 sección 2.4. 

Se realizaron cuatro experimentos independientes, cada uno por duplicado. 
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2.14. Análisis estadístico  

 

Todas las determinaciones de CIM y CIM-b se realizaron con al menos siete repeticiones 

independientes en el tiempo y cada una por triplicado. Se realizó la prueba no paramétrica 

de Kruskal-Wallis para comparar las CIM y CIM-b. Se utilizó el software STATISTICA de 

la compañía Statsoft® (Copyright © StatSoft, 2011).  

 

 

3. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

 

3.1. Transportadores lipídicos nanoestructurados 

 

3.1.1. Determinación del porcentaje de encapsulación de antibiótico en las 

nanopartículas 

 

Se determinó el porcentaje de encapsulación de ciprofloxacina en las formulaciones a 

través de la medida de la cantidad de antibiótico obtenido luego de la filtración de las 

soluciones utilizando membranas que retienen a las nanopartículas. Se realizó la medición a 

una DO273nm, y se extrapoló la concentración de ciprofloxacina utilizando una curva de 

calibración (Figura 1). Teniendo en cuenta la concentración inicial de ciprofloxacina con la 

que se prepararon las formulaciones, y la concentración no retenida en las nanopartículas se 

obtuvieron los siguientes porcentajes de encapsulación: 35,88 ± 2,84 % para NLC-

/ciprofloxacina y 65,05 ± 2,74 % para NLC+/ciprofloxacina.  
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Figura 1. Curva de calibración de ciprofloxacina en agua 

 

Se observa un mayor grado de encapsulación en la solución de nanopartículas cargadas 

positivamente NLC+. Esta diferencia puede deberse a interacciones electrostáticas entre el 

antibiótico y el quitosano. Mientras que la ciprofloxacina posee carga negativa en 

soluciones ácidas (Breda et al., 2009) como es la solución de acetona en la que se disuelve 

al momento de mezclar con los lípidos, el quitosano posee carga positiva en esas 

condiciones. La interacción entre cargas podría traducirse como un reclutamiento de 

antibiótico hacia la matriz de las nanopartículas, lo que explicaría el mayor porcentaje de 

encapsulación. 

 

3.1.2. Cinética de liberación de ciprofloxacina desde soluciones de nanopartículas 

 

A partir de los datos y de la curva de calibración de ciprofloxacina en agua (Figura 1), se 

graficaron las curvas correspondientes a la cinética de liberación de antibiótico partiendo de 

soluciones de nanopartículas NLC- y NLC+ (Figura 2). En las curvas se observan dos 

etapas: una primera de liberación rápida de antibiótico al medio asociada al antibiótico libre 

de la formulación (no encapsulado), y otra fase de liberación gradual, típica de los sistemas 

de liberación de nanopartículas (Fang et al., 2013; Islan et al., 2016). Al inicio del 

experimento el antibiótico se liberó mediante el proceso de difusión. Se obtuvo un 

porcentaje de liberación del 35,7% a los 30 min en el caso de la solución de nanopartículas 

NLC-, y 32,7% a la hora de iniciado el ensayo para las NLC+. Posteriormente, en la meseta 
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de la curva comienza a liberarse el antibiótico más superficial de las nanopartículas, 

seguido por el que se encuentra más en profundidad. Más tarde, y para ambas 

nanopartículas, a partir de las 24 hs del inicio de la toma de muestra se observó que la 

solución fisiológica utilizada se tornó opaca, indicando la liberación de antibiótico por 

ruptura o degradación de las nanopartículas.   

 

Se alcanzó un porcentaje de liberación del 100% a las 28 hs para la solución de NLC- y el 

mayor porcentaje obtenido para NLC+ fue 86,2% a las 72 hs. La menor liberación para la 

solución de NLC+ respecto al otro tipo de partículas, pudo deberse a un fenómeno físico 

que impidió el paso a través de la membrana debido a la adhesividad a la misma del 

quitosano remanente en la solución. Asimismo, el porcentaje de encapsulación fue mayor 

en esa formulación, de ahí que tarde mayor tiempo la liberación del antimicrobiano. 

Además, habría que considerar que el proceso de difusión pudo verse afectado por la 

arquitectura de la matriz de las nanopartículas.  

 

 

Figura 2. Curva de cinética de liberación de ciprofloxacina a partir de dos soluciones de 

nanopartículas, una con carga neta negativa y otra con carga neta positiva. 
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3.1.3. Microscopía Electrónica de Transmisión (TEM) 

 

Se observó un mayor tamaño de partícula y una mayor distribución de tamaños en la 

formulación de las NLC+ en comparación con las NLC- (Figura 3). Los valores de 

potencial zeta confirmaron la carga superficial de las nanopartículas y los valores de 

diámetro indican el mayor tamaño de las nanopartículas NLC+ (Tabla 1). 

 

 

Figura 3. Imágenes obtenidas al microscopio electrónico de transmisión de A. NLC- y B. 

NLC+ 

 

Tabla 1. Caracterización de NLC preparadas por ultrasonicación. 

Formulación Diámetro (nm) Potencial Z (mV) 

NLC- 151.7 ± 0.9 -0.87 ± 0.17 

NLC+ 232.4 ± 2.5 +8.82 ± 1.20 

 

 

3.2. Determinación de la CIM de ciprofloxacina y sus análogos nanoparticulados en 

cultivos de células planctónicas de P. aeruginosa  

 

Un antibiótico comúnmente utilizado contra P. aeruginosa es ciprofloxacina, una droga 

perteneciente al grupo de las quinolonas (antimicrobiano sintético que inhibe la replicación 

del ADN en los microorganismos) y utilizada rutinariamente en ensayos de determinación 

de CIM y de sensibilidad de cepas bacterianas a antibióticos. En el presente trabajo se 

A B 
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determinó la CIM en cultivos de células planctónicas para corroborar la sensibilidad de este 

microorganismo a la ciprofloxacina.  

 

Los resultados de la determinación de CIM en cultivos planctónicos de P. aeruginosa se 

observan en la Tabla 2 y corresponden al menos a siete experimentos independientes con 

más de tres repeticiones cada uno. Las CIM para el antibiótico libre y NLC- fueron 

significativamente más bajas que para el NLC+ (p= 0.0017 y p= 0.0028, respectivamente). 

Los valores de CIM obtenidos con antibiótico libre, 0.5-1 µg/mL, concuerdan con los 

informados en bibliografía (Macià et al., 2014). Los valores de CIM para ciprofloxacina 

NLC+ y NLC- fueron 1-2 µg/mL y 0.5-1 µg/mL respectivamente.  

 

Tabla 2. Valores de CIM de ciprofloxacina y sus análogos nanoparticulados en cultivo 

planctónico de P. aeruginosa.  

Tratamiento CIM (µg/mL) 

ciprofloxacina 0.5-1 

ciprofloxacina NLC- 0.5-1 

ciprofloxacina NLC+ 1-2 

 

Estos resultados se pueden explicar por el proceso de liberación del antibiótico desde las 

nanopartículas. Como el tiempo de incubación con el antibiótico en todas las condiciones 

fue de 24 hs y la liberación a partir de las NLC+ a este tiempo fue menor (Figura 2), se 

necesitaría mayor concentración para inhibir el crecimiento bacteriano. Es posible que el 

valor de CIM de este tratamiento refleje el balance entre el efecto bactericida del quitosano, 

por el cual se hubiera esperado un valor más bajo de la CIM, y la lenta liberación de 

antibiótico de la nanopartícula, que resultaría en una CIM más alta.  

 

La capacidad bactericida intrínseca del quitosano se basa en la interacción electrostática 

entre el quitosano cargado positivamente y las membranas celulares cargadas 

negativamente que altera las propiedades de barrera de las mismas, impidiendo el flujo de 

nutrientes y desechos y provocando la muerte celular (Chung et al., 2004). Existe una 

interacción electrostática entre los grupos NH4
+ del quitosano y el grupo fosforilo de los 
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fosfolípidos en las membranas. Esta interacción causa daños provocando la salida de 

material intracelular. Además, puede actuar como quelante de metales, inhibiendo el 

accionar enzimático (Varma et al., 2004).  

 

En relación a los resultados de CIM para ciprofloxacina libre y la formulación NLC-, 

ambos tratamientos se comportaron de manera similar. En cultivos planctónicos, el efecto 

de liberación gradual de antibiótico no tiene el mismo peso que en crecimiento en biofilm 

donde el antimicrobiano tiene que pasar la barrera de la matriz.  

 

3.3. Determinación de la CIM-b de ciprofloxacina y sus análogos nanoparticulados en 

biofilms de P. aeruginosa  

 

La resistencia a antimicrobianos está dada por varios mecanismos. Uno de ellos se enfoca 

en la diferente expresión génica de las bacterias formando biofilms, ya que el patrón de 

expresión difiere del de las bacterias en cultivo planctónico. Tradicionalmente los 

antimicrobianos han sido diseñados contra estas últimas. Las bacterias creciendo en 

biofilms pueden no estar produciendo las proteínas que son blanco de acción de los 

antimicrobianos, y por lo tanto escapan a sus efectos (Høiby et al., 2010; Mah y O’Toole, 

2001; Stewart, 2002). Las células que se adhieren a la superficie llevan a cabo diferentes 

funciones respecto de las células presentes en las capas exteriores. Estas últimas utilizan los 

nutrientes del medio generando un gradiente en la concentración de los mismos. Las células 

que no captan los nutrientes suficientes cuentan con una baja tasa metabólica por lo que son 

menos susceptibles a antimicrobianos. Además, las células de las capas externas pueden 

activar respuestas protectoras contra estrés que no son capaces de activar las células 

planctónicas. Además, es importante mencionar que podría producirse un efecto barrera 

dado por la matriz y los grupos de células en relación a la lenta o incompleta penetración de 

un antimicrobiano (Høiby et al., 2010; Molin y Tolker-Nielsen, 2003). 

 

Los mecanismos de resistencia mencionados anteriormente constituyen un agravante en el 

combate contra la formación de biofilms. Ante el problema surgen nuevas tecnologías 

como la utilización de nanopartículas, un sistema de delivery que permitiría mejorar la 
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penetración de los antibióticos. En base a esa hipótesis se realizaron ensayos para la 

determinación de CIM-b utilizando ciprofloxacina y análogos nanoparticulados con cargas 

netas diferentes. 

 

Se encontraron diferencias significativas entre todas las CIM-b evaluadas (p<0.0001), tanto 

para el antibiótico libre como nanoparticulado. El menor valor de CIM-b se presentó para la 

NLC+, seguido por la CIM-b de NLC-, y finalmente, el mayor valor lo presentó la 

ciprofloxacina libre (Tabla 3). Comparando los resultados aquí obtenidos con los de 

células planctónicas (Tabla 2), los valores de CIM-b fueron dos órdenes de magnitud 

mayores. Esto se correlaciona con los mecanismos de resistencia mencionados 

anteriormente.  

 

Tabla 3. Tabla de valores de CIM-b de ciprofloxacina y sus análogos nanoparticulados en 

biofilms de P. aeruginosa.  

Tratamiento CIM-b (µg/mL) 

ciprofloxacina 200 

ciprofloxacina NLC- 100 

Ciprofloxacina NLC+ 25-50 

 

El antibiótico encapsulado mostró inhibición del crecimiento bacteriano a menor 

concentración, lo que podría explicarse por la mejor penetración de las nanopartículas a 

través del biofilm, resultando en una mayor incorporación de la droga y a la liberación de la 

misma dentro del biofilm. Las células reciben el antibiótico a través de fusión entre las 

membranas celulares y las de las nanopartículas, por lo cual podrían no reconocer al 

antibiótico, como en el caso de la droga libre, y de esta forma se evitaría su expulsión por 

las bombas de eflujo.  

 

Se presentó una diferencia significativa (p=0.017) entre las CIM de las formulaciones NLC- 

y NLC+, siendo esta última la que requiere menor concentración de antibiótico para lograr 

la inhibición del crecimiento. Este resultado se podría explicar por la interacción entre el 

biofilm y las nanopartículas a través de las cargas electrostáticas y por el efecto bactericida 
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del quitosano. Se sabe que la superficie del biofilm está cargada negativamente debido a la 

presencia de lipopolisacáridos, por lo que atrae nanopartículas con carga positiva. Además, 

éstas NLC+ poseen el efecto bactericida del quitosano, que causa pérdida del material 

intracelular al alterar la permeabilidad de la membrana, se une al ADN bacteriano y quela 

metales traza necesarios para el crecimiento celular (Forier et al., 2014). 

 

3.4. Determinación de la CIM-b de ciprofloxacina y ciprofloxacina nanoparticulada 

en biofilm de P. aeruginosa luego de tratamiento con plasma frío a presión 

atmosférica 

 

En los Capítulos 2, 3 y 4 se demostró la efectividad del plasma de descarga de gases 

operando en aire en la erradicación de biofilms de P. aeruginosa PAO1. Se encontró que 

una de las posibles causas de la destrucción del biofilm por plasma es el efecto sobre la 

matriz. Además, se ha reportado una disminución en el área y espesor de la matriz del 

biofilm en tratamientos con plasma respecto de otros sin tratar (Vandervoort y Brelles-

Mariño, 2014). Estos autores sugirieron que el plasma podría reducir la matriz por 

oxidación o peroxidación de exopolisacáridos, lípidos u otros componentes.  

 

A partir de estos conocimientos y la observación del efecto del antibiótico nanoparticulado 

sobre los biofilms, se evaluó el efecto del tratamiento con plasma seguido de una 

incubación con nanopartículas. La hipótesis de trabajo fue que el daño provocado a la 

matriz por el plasma frío podría aumentar la penetrabilidad de las nanopartículas cargadas 

con antibiótico.  

 

En la Tabla 4 se muestran los valores de las CIM-b de los distintos antimicrobianos 

utilizados sobre los biofilms control (sin tratamiento con plasma) y luego de tratados con 

plasma.  
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Tabla 4. CIM-b de ciprofloxacina y sus análogos nanoparticulados en biofilms control y 

tratados con plasma de P. aeruginosa.  

Tratamiento 
CIM-b (µg/mL) 

Control Con plasma 

Ciprofloxacina 200 50-100 

Ciprofloxacina NLC- 100 100 

Ciprofloxacina NLC+) 25-50 50-100 

 

En comparación con los resultados para los biofilms control, en los tratados con plasma 

previamente, los valores de CIM-b disminuyeron significativamente (p<0.0001) en el caso 

de ciprofloxacina libre, se mantuvieron para ciprofloxacina NLC- y aumentaron 

significativamente (p<0.001) para ciprofloxacina NLC+. En el caso del antibiótico libre, la 

disminución de la CIM-b podría deberse a la degradación de la estructura de la matriz del 

biofilm mediante el plasma. Se sabe que las ROS degradan proteínas de adhesión e 

integrinas, lo que altera la unión célula-célula afectando la permeabilidad de la matriz. Las 

ROS además producen oxidación y peroxidación de diversos componentes de la matriz 

alterando así la permeabilidad de la misma. El estrés nitrosativo por RNS también 

contribuiría a este efecto. Además, la degradación del exopolisacárido por 

despolimerización causada por radicales libres disminuiría la densidad de la matriz, por lo 

que el antibiótico se pondría en contacto con las células más fácilmente.  

 

Recientemente, Kohanski y colaboradores (2007) demostraron que diferentes clases de 

antibióticos inducen la producción de ROS que contribuyen a la actividad antimicrobiana 

sobre Escherichia coli y Staphylococcus aureus. También, se ha reportado la producción de 

ROS en biofilms de P. aeruginosa PAO1 por tratamiento con ciprofloxacina (Jensen et al., 

2014). Entre las especies detectadas, O2
- y H2O2 son blanco de superóxido dismutasas, 

catalasas y peroxidasas, pero no se conoce enzima que catalice la detoxificación de OH·, el 

cual induciría lesiones oxidativas en proteínas, DNA y lípidos.  

 

No se encontraron diferencias significativas entre las CIM-b de los distintos 

antimicrobianos luego de tratamiento con plasma. Teniendo en cuenta la presencia del 
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ambiente oxidativo en el biofilm resultante del tratamiento con el antibiótico e 

incrementado por las RONS generadas por el tratamiento con el plasma, se podrían explicar 

los valores de CIM-b obtenidos utilizando el antimicrobiano nanoparticulado. El ambiente 

reactivo podría degradar la cápsula de las nanopartículas por peroxidación de los lípidos 

que la constituye. Por consiguiente, el efecto observado sería similar a tener el antibiótico 

en su forma libre y de ahí que los valores sean similares en los tres casos. 

 

3.5. Estudio cualitativo de biofilms tratados con nanopartículas mediante microscopía 

de epifluorescencia y microscopía electrónica de barrido 

 

Se incubaron los biofilms de P. aeruginosa junto a nanopartículas adosadas a un fluoróforo 

DiOC18 y posteriormente se observaron con el microscopio de epifluorescencia (Figura 4). 

Se observó mayor fluorescencia en el tratamiento con las nanopartículas positivas 

(Columna A). Esto puede estar relacionado a la interacción electrostática entre la 

superficie del biofilm y el antimicrobiano con las nanopartículas positivas. Se observó poca 

interacción entre las nanopartículas con carga negativa y el biofilm (Columna B) 

 

 

Figura 4. Imágenes obtenidas mediante microscopio de epifluorescencia de biofilms 

incubados junto a nanopartículas adosadas al fluoróforo DiOC18. Columnas A. incubación 

A BA B 
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de biofilm con NLC+ y B. incubación de biofilms con NLC-. Imágenes obtenidas con un 

aumento 100X. 

 

Las imágenes obtenidas por microscopía electrónica de barrido (Figura 5) permitieron la 

observación con mayor detalle del estado de las células y de la matriz tanto en los biofilms 

control sin exposición al plasma ni a antibiótico como en los biofilms luego del tratamiento 

con plasma en ausencia o en presencia de antibiótico libre o nanoparticulado.  

 

En la Figura 5 del biofilm control (A), se observó la estructura tridimensional compuesta 

por cúmulos de células y espacios vacíos, las células se encuentran rodeadas y entrelazadas 

por fibras de matriz. En estas muestras, la matriz se vio compacta y estructurada. En el 

biofilm tratado con plasma durante 3 min (B), aún se presentaron células de forma y 

tamaño normales, aunque también se observaron otras redondas y más pequeñas. Se 

evidenció una desestructuración de la matriz, que se observó menos compacta y con más 

espacios vacíos. Casi no se encontraron fibras como en el caso de los biofilms control y el 

aspecto general de la matriz es mucho más laxo.   
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Figura 5. Imágenes obtenidas al microscopio electrónico de barrido. A. biofilm sin 

exposición a plasma ni antibiótico (control), B. biofilm expuesto a plasma durante 3 min, 

0 min  5000X  2µm 0 min  10000X  1µm

3 min + Cipro 5000X  2µm 3 min + Cipro 10000X  1µm

3 min + NLC+ 5000X  2µm 3 min + NLC+ 10000X  1µm

3 min + NLC- 5000X  2µm 3 min + NLC- 10000X  1µm
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C. biofilm expuesto a plasma durante 3 min e incubado con ciprofloxacina libre, D. biofilm 

expuesto a plasma durante 3 min e incubado con ciprofloxacina nanoencapsulada NLC+, E. 

biofilm expuesto a plasma y a ciprofloxacina nanoencapsulada NLC-. Las imágenes de la 

izquierda corresponden a un aumento 5000X, y las de la derecha a 10000X.  

 

En el caso de las muestras tratadas con antibiótico y plasma, el efecto más dramático se 

evidenció en el tratamiento con ciprofloxacina libre, lo que correspondería con los 

resultados de CIM-b, ya que fue la condición en la que se observó mayor diferencia entre 

los biofilms tratados con plasma y sin tratar. Se observaron células mayormente sueltas, 

muchas de ellas deformadas o lisadas y muy poca formación de acúmulos. No se observó 

una estructura tridimensional ni matriz, por lo cual se podría concluir que ya no se tiene un 

biofilm.  

 

En los tratamientos con plasma y ciprofloxacina nanoencapsulada, se ven diferencias entre 

las nanopartículas NLC- o NLC+. En ambos casos, la tridimensionalidad de la estructura 

está comprometida y no se observa una matriz típica con acúmulos de células y fibrillas. En 

las nanopartículas NLC+, se observó una estructura densa y compacta que cubría o 

enmascaraba las células y que podría deberse a la propia formulación que contiene 

quitosano, ya que las cargas positivas de éste podrían interactuar con la superficie del 

biofilm y las cargas negativas del ADN extracelular. Este cubrimiento concuerda con las 

fotos obtenidas por microscopia de epifluorescencia (Figura 4), donde se observó la 

superficie del biofilm cubierta por las NLC+ adheridas al fluoróforo. Además, esa capa 

podría deberse a la degradación de las nanopartículas por el ambiente reactivo del biofilm 

en contacto con las ROS provenientes tanto del plasma como de sí mismo luego del 

accionar de la ciprofloxacina. En estas imágenes también se observa la presencia de 

nanopartículas intactas. En los tratamientos con NLC- se distinguen células lisadas y 

escasez en matriz, resultando en un biofilm plano y con muy poca estructura 

tridimensional.  
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4. CONCLUSIONES  

 

Se encontró mayor efectividad del antimicrobiano nanovehiculizado respecto del libre para 

el tratamiento de biofilms de P. aeruginosa. Estos resultados abren una nueva puerta al uso 

farmacológico de antibióticos en formulaciones nano o microparticuladas. En conjunto, 

tratando los biofilms con plasma y antimicrobiano nanovehiculizado, no se observó 

disminución en los valores de CIM comparando con biofilms no expuestos a plasma, lo 

cual parecería indicar que no hay un efecto sinérgico entre el plasma y el antimicrobiano 

nanoparticulado. Sería interesante probar con nanopartículas hechas a partir de otra matriz 

o agregar algún agente protector a la formulación a fin de evitar los daños por estrés 

oxidativo generado por el plasma. Si bien no se evidenció sinergia entre el plasma y el 

antimicrobiano nanoparticulado, sería interesante evaluar si hay un efecto de orden en los 

tratamientos, tal como se ha demostrado para los tratamientos combinados de antibiótico y 

fagos, incubando el biofilm primero con el antibiótico y luego sometiéndolo a plasma. Los 

resultados de los experimentos de plasma y ciprofloxacina libre sí mostraron disminución 

en los valores de CIM en biofilms expuestos a plasma en comparación con los no tratados. 

Además, según lo reportado respecto de la sinergia de fagos y antibióticos en la destrucción 

de biofilms, también en el presente caso sería muy interesante evaluar el efecto del plasma 

aplicado luego del tratamiento antimicrobiano.  
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MODELO PROPUESTO PARA LA ERRADICACIÓN DE BIOFILM DE P. 

aeruginosa MEDIADO POR PLASMA 

 

 

La hipótesis del presente trabajo de tesis doctoral fue que el plasma de descarga de gases 

es útil para la inactivación de biofilms bacterianos y como objetivo general, se esperaba 

dilucidar algunos de los aspectos del mecanismo que explica la inactivación de biofilm 

por plasma. Con esta finalidad, se evaluó una fuente de plasma DBD operada en aire 

humidificado sobre biofilms de P. aeruginosa. Se estudió la cinética de inactivación de 

biofilms luego del tratamiento con plasma y el efecto del mismo sobre su fisiología y 

arquitectura. Además se investigó el efecto del tratamiento con plasma sobre la matriz del 

biofilm.  

 

En el Capítulo 2 se reportó una cinética de inactivación de doble pendiente, en la cual a los 

15 min de tratamiento con plasma en aire humidificado se obtuvo un descenso en las 

UFC/mL de 5.6 unidades logarítmicas, lo cual representó más de un 99.999% de eficacia 

letal. Sin embargo, el recuento de colonias en un medio agarizado no tiene en cuenta que 

las células pueden seguir viables y hasta conservar la virulencia, aunque no den crecimiento 

de colonias luego del tratamiento. Es por esto que en el Capítulo 3 se evaluó el estado 

fisiológico de las células del biofilm tratadas con plasma por medio de microscopía de 

epifluorescencia y kit de viabilidad bacteriana. Se encontró que, a los 15 min de exposición 

al plasma, aunque no hubo conteo de UFC aún se presentaron células viables y virulentas; 

por lo que fueron necesarios 30 min de exposición para la erradicación del biofilm.  

 

Con el fin de dilucidar algunos de los mecanismos de acción del plasma en la erradicación 

de biofilms, se evaluó el efecto de la radiación UV del plasma sobre los mismos. En nuestro 

caso, la radiación UV representó un aporte importante a la inactivación de los biofilms, con 

un 47.06% de eficacia letal, lo que implica que en la descarga de plasma se están generando 

cantidades importantes de fotones UV. Se presentó una disminución inicial lenta 

posiblemente debida a que la profundidad de acción de los fotones UV se limita a una capa 

de un micrómetro.  
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En el Capítulo 3 se informó la presencia de ADN de manera abundante en la matriz 

extracelular (eDNA) del biofilm. Para determinar el rol que cumple este eDNA en cuanto a 

la protección del biofilm frente al tratamiento con plasma, se degradó con ADNasa antes 

del tratamiento y se determinó la curva de supervivencia del biofilm a diferentes tiempos de 

exposición. Se encontró un cambio en la cinética de inactivación y una reducción en el 

valor D con respecto al biofilm con eDNA, sugiriendo que este ADN es importante en la 

protección del biofilm frente al tratamiento con plasma ya que al degradarlo, el biofilm se 

erradica más rápidamente. En el Capítulo 4 se muestran imágenes de SEM de biofilms de 

P. aeruginosa tratados durante diferentes tiempos de exposición al plasma. En estas 

imágenes, los biofilms control presentaron una estructura tridimensional compuesta por 

cúmulos de células y espacios vacíos, además de fibras entrelazando las bacterias y 

cubriendo toda la matriz. Estas fibras, presumiblemente de exopolisacárido Psl y eDNA, se 

observaron en menor medida en los biofilms tratados durante tiempos cortos con plasma y 

fueron degradadas totalmente en los expuestos a tiempos largos del tratamiento.  

 

Tanto los biofilms con y sin eDNA tratados con plasma, como los tratados solo con la 

radiación UV del plasma, presentaron una cinética de inactivación de dos pendientes, en la 

cual se observó una primera etapa rápida de disminución de las UFC/mL seguida de una 

más lenta. La cinética de doble pendiente podría deberse a que primero ocurre la muerte de 

los microorganismos de las capas superiores fácilmente disponibles y más expuestas al 

plasma; y después, el plasma penetra las capas de restos celulares y células muertas antes 

de llegar a la parte interna del biofilm. En nuestro caso, es posible que la radiación UV del 

plasma este desestabilizando las redes eDNA-Psl y deje más expuestas las células a las 

especies reactivas del plasma.   

 

En el Capítulo 4, se demostró la disminución en la cantidad y pérdida de la estructura de la 

matriz extracelular del biofilm a mayor tiempo de exposición al plasma. Por microscopia de 

epifluorescencia se observaron cúmulos de matriz tanto en los biofilms control como en los 

tratados durante tiempos cortos de exposición al plasma, mientras que en los tratados 

durante tiempos largos se observó desintegración de la misma. En las imágenes SEM de los 

biofilms tratados durante tiempos cortos de exposición al plasma, se empiezan a observar 



237 

 

algunas células de forma irregular, pero no se observan daños significativos sobre las 

células o la matriz; mientras que el biofilm expuesto a tiempos largos del tratamiento, 

perdió la estructura tridimensional, presentó daño celular y desintegración de la matriz. 

Además, por medio de la técnica FTIR, se encontraron cambios secuenciales en la 

composición química del biofilm al ser tratado con plasma. Se observó que el tratamiento 

produce agregación o desnaturalización de las proteínas del biofilm y formación de dímeros 

de timina que conducen a daños en el ADN, principalmente a los 30 min de exposición. 

Además, se encontró que el daño en los polisacáridos de la matriz ocurre en los primeros 

minutos de tratamiento. El principal daño se observó en el Psl de matriz, lo que sugiere que 

se podrían estar desestabilizando las fibras eDNA-Psl que recubren y protegen las células. 

Estos resultados demuestran que la erradicación del biofilm por la exposición al plasma 

está relacionada con la disminución de la cantidad, cambio en la composición química y 

pérdida de estructura de la matriz. 

 

En el Capítulo 5 se caracterizó la fuente de plasma DBD utilizada para la erradicación de 

biofilms de P. aeruginosa. Por medio de técnicas de OES se encontró la presencia de 

bandas de N2 excitadas y de iones de N2
+ y la formación de O3, H2O2 y NO3

- en el gas 

efluente del plasma. La erradicación eficiente y rápida de los biofilms de P. aeruginosa por 

el tratamiento con nuestro dispositivo de plasma se podría atribuir a los iones y a estas 

RONS, ya que están asociadas al estrés oxidativo en las células bacterianas y al daño de 

lípidos, proteínas, ADN y carbohidratos. 

 

También hay que tener en cuenta los mecanismos físicos de erradicación microbiana por 

plasma, como la alteración electrostática y la electroporación. Los iones N2
+ encontrados en 

nuestra descarga podrían estar aumentando la fuerza electrostática y alteando la membrana 

celular, ya que las estructuras rígidas de la pared bacteriana se destruyen 

electrostáticamente debido a la repulsión mutua de los iones retenidos en la superficie 

celular. Además, el campo eléctrico al que se someten los microorganismos durante el 

tratamiento con plasma podría generar la formación de poros en la membrana y la filtración 

del contenido celular y finalmente conducir a la muerte del microorganismo. 
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Ya que en el Capítulo 4 se mostró que el plasma afecta la matriz del biofilm, se planteó la 

posibilidad de aumentar la penetración de un antibiótico luego del tratamiento del biofilm 

con plasma. En el Capítulo 6 se evaluó el efecto combinado del tratamiento con plasma 

DBD y ciprofloxacina libre y nanovehiculizada para la erradicación de biofilms de P. 

aeruginosa. El tratamiento con plasma resultó en una reducción de la CIM para 

ciprofloxacina libre; sin embargo, no se observó una clara sinergia entre el plasma y el 

antimicrobiano nanovehiculizado. Estos resultados apoyan nuestra hipótesis de que el 

efecto del plasma sobre la matriz del biofilm aumenta la penetración del antibiótico y por lo 

tanto mejora su eficacia de acción.  

 

En virtud de los resultados presentados, se propone un modelo en el cual las especies 

reactivas del plasma junto con la radiación UV podrían estar degradando la matriz desde 

tiempos cortos de exposición a medida que penetran a través de las EPS, dejando las células 

vulnerables al tratamiento. Estas células sufrirían cambios morfológicos y fisiológicos 

secuenciales, perdiendo en primera instancia la cultivabilidad aunque no la virulencia, para 

finalmente sucumbir al tratamiento.  

 

Dada la importante contribución de la radiación UV, su relación con los daños directos 

sobre el ADN y teniendo en cuenta su poco poder de penetración, se propone que esta 

radiación afectaría las células superficiales del biofilm y también el eDNA que lo recubre y 

protege, desestabilizando o degradando las redes eDNA-Psl de la matriz y abriendo el 

camino para la posterior acción de las RONS y los iones del plasma.   

 

Las RONS y los iones del plasma inducen la oxidación de carbohidratos, lípidos y proteínas 

tanto en la matriz como dentro de la célula. La oxidación de los componentes de la matriz 

lleva a la degradación y desestructuración de la misma, dando paso a las RONS y a los 

iones a actuar directamente sobre las células. En los primeros minutos de tratamiento, hay 

una degradación del polisacárido Psl de la matriz, que se evidencia por la liberación de las 

subunidades de ramnosa, manosa y glucosa que lo componen; lo que además, podría estar 

desestabilizando las fibras de eDNA-Psl que protegen las células. Posteriormente, la 

oxidación de las proteínas modifica su estructura secundaria, las láminas β paralelas 
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cambian a giros β y láminas β antiparalelas, produciendo una estructura estable “súper-

secundaria” que se repite regularmente y que está relacionada con su desnaturalización. 

Esta oxidación podría producir cambios estructurales que desestabilicen la matriz y la 

membrana celular, y/o funcionales que alteren el metabolismo de la célula. Además, las 

RONS al igual que la radiación UV, inducen daños en el ADN y formación de dímeros de 

timina. El O3 y el H2O2 podrían iniciar la peroxidación lipídica y desencadenar una 

reacción destructiva en cadena al generar radicales lipídicos. La peroxidación de lípidos 

compromete la integridad estructural de la membrana celular, genera un desequilibrio 

osmótico y da lugar a la lisis celular.  

 

En conclusión, se plantea un mecanismo de erradicación del biofilm de P. aeruginosa por 

plasma en el que, en primera instancia, ocurre una alteración de la matriz del biofilm que se 

traduce en una reducción del espesor de la misma y en cambios químicos debidos al efecto 

conjunto de la radiación UV, los RONS y los iones del plasma. Esta alteración en la matriz 

se iniciaría con la degradación de los exopolisacários, como el Psl, y posteriormente, con la 

oxidación de las demás macromoléculas de la matriz, formándose dímeros de timina en el 

ADN y presentándose cambios en la estructura secundaria de las proteínas. Finalmente, el 

tratamiento con plasma actuaría directamente sobre las células, provocando la lisis celular 

debida el estrés oxidativo, la alteración electrostática y la electroporación; llevando a la 

perdida de la viabilidad celular. La cinética de inactivación de doble pendiente refleja la 

primera fase rápida de destrucción superficial del biofilm, seguida de una fase más lenta de 

la erradicación de las capas internas celulares. Como respuesta al tratamiento con plasma, 

las células del biofilm podrían entrar en el estado de VBNC o producir esferoplastos, 

entonces seguirían viables y virulentas pero no cultivables. Por lo cual, la erradicación total 

del biofilm se presentaría a tiempos más largos de exposición al plasma. 

 


