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Capítulo 1 

Introducción 

1.1. Bacterias y agentes antimicrobianos 

La resistencia de las bacterias a las drogas terapéuticas representa una amenaza creciente a la 

salud pública mundial [1, 2]. En Estados Unidos y el Reino Unido entre el 40 y el 60% de las cepas 

hospitalarias de S. aureus son resistentes a la meticilina (un antibiótico betalactámico del grupo de 

las penicilinas). Además, las infecciones hospitalarias asociadas a estos y otros microorganismos se 

asocian con una morbilidad y mortalidad considerables [1, 3]. Los biocidas tuvieron un papel 

fundamental en las prácticas de control clínicas y domésticas durante más de medio siglo. Hoy en 

día, el uso de estos es cuestionado, porque la sobreexposición de los microorganismos a los mismos 

podría conducir no solo al desarrollo de mecanismos de resistencia a estos agentes, sino a 

resistencia cruzada a antimicrobianos no relacionados, incluidos antibióticos [4, 5]. 

En general, los biocidas tienen un espectro de actividad más amplio y, mientras que los 

antibióticos tienden a tener objetivos intracelulares específicos, los biocidas pueden tener múltiples 

objetivos. Entre estos, los compuestos de amonio cuaternario (QACs) como el cloruro de 

benzalconio, ha sido utilizado como antimicrobiano [6]. Sin embargo, debido a su considerable 

toxicidad y su cuestionada biodegradabilidad, se ha propuesto reemplazarlos por otros menos 

tóxicos como los antimicrobianos surfactantes catiónicos derivados de aminoácidos [7]. Un objetivo 

común de estos compuestos es la membrana citoplásmica bacteriana. Para alcanzar este objetivo, 

las moléculas deben atravesar las envolturas celulares. Por tanto, el conocimiento de la biología 

celular bacteriana puede ayudar al diseño racional de nuevos agentes antibacterianos con 

capacidades biocidas mejoradas [8]. 

1.1.1. Anatomía bacteriana 

Las bacterias son células procariotas, con formas esféricas (cocos), bastoncillos (bacilos) o de 
espiral (espirilos, espiroquetas). Estos microorganismos muestran diferentes agrupamientos según 

la especie: unidades individuales (cocos), pares (Neisseria gonorrhoeae), cadenas (Streptococcus 

spp.) o racimos (Staphylococcus spp.). En algunos casos, pueden presentar formas variables y se 

denominan pleomórficas (micoplasmas o Bacillus anthracis). También varían en tamaño, con 

diámetros que oscilan entre los 0,1 y los 50 µm, siendo el diámetro promedio alrededor de 1 µm 

[9]. 
Con respecto a la anatomía celular, la envoltura celular procariota puede definirse como un 

complejo de membranas y macromoléculas asociadas que forman el límite entre el interior y el 

exterior de la célula. Básicamente, la misma se encuentra formada por la membrana citoplasmática 

y la pared celular [10]. Sus funciones son variadas e imprescindibles para el desarrollo normal 

celular: da forma y rigidez a las células, las protege contra la lisis osmótica, actúa como barrera de 

permeabilidad selectiva y participa en la división celular, entre otras. 
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Teniendo en cuenta la estructura de la envoltura celular, las bacterias pueden dividirse en dos 

grupos principales: las Gram positivas (Figura 1.1) y las Gram negativas (Figura 1.2) [11]. Ambos 

tipos de bacterias muestran una permeabilidad diferente al tinte utilizado en la prueba de Gram 

debido a diferencias estructurales y de composición. 

 1.1.2. Envoltura celular de las bacterias Gram positivas 

La pared celular de las bacterias Gram positivas es el principal componente de la envoltura de 

este grupo de microorganismos (Figura 1.1). Se encuentra formada por una capa homogénea de 

peptidoglicano, un polímero constituido por una secuencia alternante de N-acetilglucosamina y 

ácido N-acetilmurámico (unidos mediante enlaces β-1,4) con un tetrapéptido (formado por L- y D-

aminoácidos alternados) unido a través del extremo amino terminal al carboxilo del ácido N-

acetilmurámico. Las cadenas de polisacáridos se conectan a través de sus pentapéptidos o por 

interpuentes, formando entre 20 y 40 capas [12]. 

La síntesis de peptidoglicano es un proceso de varios pasos que se ha estudiado en detalle para 

la bacteria Gram positiva S. aureus y a su vez es el blanco de acción de antibióticos como la 

vancomicina, la penicilina, la cefalosporina y derivados [13, 14]. 

La pared celular de este grupo de bacterias contiene también una gran cantidad de ácidos 

teicoicos (polímeros de glicerol y ribitol unidos por grupos fosfato, con aminoácidos como la D-

alanina o azúcares como la glucosa unidos). Los ácidos mismos pueden estar unidos al 

peptidoglicano mediante un enlace covalente con el hidroxilo seis del ácido N- acetilmurámico, o 

bien, a los lípidos de la membrana plasmática, en cuyo caso se denominan ácidos lipoteicoicos [15]. 

Los ácidos teicoicos se extienden hasta la superficie del peptidoglicano y, como están cargados 

negativamente, contribuyen a la carga negativa de la superficie de las células. Estas moléculas 

pueden ser fundamentales para mantener la estructura de la pared celular y participan en el 

proceso de adhesión a superficies [7]. 

 

Figura 1.1. Envoltura de las bacterias Gram positivas. Figura adaptada de Brown 2015. 
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1.1.3. Envoltura celular de las bacterias Gram negativas 

La pared celular de bacterias Gram negativas es mucho más compleja que la de las Gram 

positivas (Figura 1.2). Está formada por solo una o dos capas de peptidoglicano y se ubica entre la 

membrana citoplasmática y la membrana externa. La proteína de membrana más abundante es la 

lipoproteína de Braun, una pequeña lipoproteína unida covalentemente al peptidoglicano 

subyacente, e incluida en la membrana externa a través de su región hidrofóbica [12]. 

La membrana externa contiene lipopolisacáridos (LPS), los cuales son moléculas grandes y 

complejas [10]. Están formadas tanto por lípidos como por hidratos de carbono, haciendo que la 

superficie celular sea altamente hidrofílica. Los LPS están formados por tres componentes: el lípido 

A (endotoxina), un polisacárido central o core, y la cadena lateral O (antígeno). El lípido A se 

encuentra inserto en la membrana externa, mientras que el resto de la molécula sobresale de la 

superficie. Los LPS son importantes por varias razones, entre las que se destacan la estabilización 

de la estructura de la membrana y su contribución a la carga negativa de la superficie bacteriana, 

ya que el polisacárido central presenta normalmente azúcares cargados negativamente y grupos 

fosfato. 

 

Figura 1.2. Envoltura de las bacterias Gram negativas. Figura adaptada de Brown 2015. 

Una de las funciones más importantes de la membrana externa es la de barrera protectora. Por 

un lado, evita o disminuye la entrada de sales biliares, antibióticos y otras sustancias tóxicas que 

podrían destruir o lesionar a la bacteria [16]. Sin embargo, su permeabilidad a moléculas pequeñas, 

como la glucosa y otros monosacáridos, es mayor que la de la membrana plasmática. Esto se debe 

a la presencia de proteínas, incluyendo porinas, que se agrupan y se extienden a través de la 

membrana externa para formar canales estrechos por los cuales pueden ingresar moléculas 

hidrofílicas de bajo peso molecular [17]. Moléculas mayores a los 600 a 700 Da requieren la 

presencia de transportadores específicos para transportarse a través de la membrana externa. 
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 1.1.4. Membrana citoplasmática bacteriana 

La membrana plasmática es la capa más interna de la envoltura celular de las bacterias, ya sean 

Gram positivas o Gram negativas [16]. Esta barrera semipermeable consiste en una bicapa de 

fosfolípidos en la que se insertan diversas proteínas. Su proporción proteínas:lípidos es superior a 

la de las membranas celulares eucarióticas, llegando a alcanzar valores relativos de 80:20. Esta 

estructura es de suma importancia para la célula debido a sus roles metabólico y estructural, ya 

que no sólo sirve como barrera osmótica y selectiva, sino que participa en la generación de energía 

a través de la respiración celular y en la síntesis de componentes de la pared celular, así como 

también en el anclaje del material genético y la señalización [18]. 

Muchos biocidas tienen como objetivo la membrana citoplasmática, sin embargo, para 

alcanzarla, deben ser capaces además de atravesar el resto de la envoltura celular [19]. 

Si bien pueden ocurrir cambios en la composición lipídica dependiendo de las condiciones del 

medio de crecimiento, el concepto de una composición típica de lípidos de las membranas celulares 

se encuentra aceptado. Asimismo, la composición de fosfolípidos y glicolípidos de un grupo a otro 

dentro de las bacterias Gram positivas varía en mayor medida que entre grupos Gram negativas. 

En cualquier caso, una característica común es la presencia de grandes cantidades de fosfolípidos 

cargados negativamente (como el fosfatidilglicerol o PG) y zwitteriónicos (como la 

fosfatidiletanolamina o PE), y la ausencia de colesterol. En general, mayores cantidades de PE se 

encuentran en la membrana interna de bacterias Gram negativas en comparación con la membrana 

citoplasmática de las bacterias Gram positivas. Por ejemplo, el PG y sus derivados son los únicos 

fosfolípidos de la membrana de S. aureus, mientras que el PE es el componente dominante (82%) 

de la membrana citoplasmática de Escherichia coli [20]. 

 1.2. Biofilms 

Uno de los mayores avances en microbiología que se ha realizado en los últimos 50 años ha sido 

el conocimiento sobre el crecimiento y el desarrollo de microorganismos sobre diferentes 

superficies en la forma de complejas estructuras denominadas biofilms [21, 22, 23]. 

Las bacterias pueden crecer en la naturaleza bajo dos formas o estados: en forma planctónica, 

es decir suspendidas libremente en un medio fluido, o en forma sésil adheridas a superficies 

formando estructuras complejas denominadas biofilms. Resulta interesante que el 99% de todas 

las células bacterianas existen en calidad de biofilms, mientras que tan solo el 1% vive en estado 

planctónico [24, 25]. 

Un biofilm es una comunidad estructurada de células microbianas inmersas en una matriz 

polimérica, que puede asociarse o adherirse de forma irreversible a una superficie o interfase 

incluyendo agregados y flóculos microbianos [26, 21]. La adhesión microbiana a superficies y 

posteriormente el desarrollo del biofilm ha sido reportado en gran variedad ambientes. Los biofilms 

constituyen un modo protegido de crecimiento y desarrollo, que le permite a los microorganismos 

sobrevivir en ambiente hostiles, siendo su comportamiento y fisiología significativamente diferente 

de la de aquellos microorganismos que crecen en medio líquido [27, 28]. 

Actualmente, la combinación de técnicas de observación tridimensionales de alta resolución, 

colorantes moleculares fluorescentes específicos y el desarrollo de equipamiento especializado 

para el crecimiento y el cultivo de biofilms, ha demostrado que no se trata de simples agregados 

pasivos de células adheridos a una superficie, sino que constituyen sistemas biológicos complejos, 

tanto desde el punto de vista estructural como dinámico. La importancia de estas estructuras 
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microbianas reside en la existencia de un nivel de diferenciación que requiere un sofisticado 

sistema de comunicación célula-célula y un alto grado de especialización celular [29]. Se sabe que 

no existe un solo tipo de biofilm y que su formación depende de las especies de microorganismos 

que lo integran, las interacciones con los efectores inmunes del huésped (si existieran) y las 

propiedades fisicoquímicas y mecánicas del microambiente. Todo esto se ve reflejado en el elevado 

nivel de complejidad de las técnicas necesarias para su estudio y el desarrollo de antimicrobianos 

realmente efectivos para su erradicación [30]. 

1.2.1. Dónde se encuentran 

Los biofilms pueden ser beneficiosos o perjudiciales dependiendo de la superficie donde se 

encuentren situados y de su composición microbiana [31]. Son uno de los modos de vida más 

ampliamente distribuidos y exitosos en la Tierra para los microorganismos [32], e impulsan los 

procesos de los ciclos biogeoquímicos de la mayoría de los elementos en ambientes acuáticos, 

suelos, sedimentos [33] y subsuperficies [34]. Las aplicaciones biotecnológicas de estas 

comunidades incluyen la filtración de agua potable, la degradación de aguas residuales y residuos 

sólidos, y la biocatálisis en procesos como la producción de biocombustibles y diversos productos 

químicos [35]. 

Todos los organismos superiores pueden ser colonizados por biofilms [36], cuyo desarrollo 

puede derivar en infecciones persistentes en plantas y animales, incluidos los humanos [37]. 

Además, los biofilms son responsables de la bioincrustación y contaminación del agua [38], el 

deterioro de la calidad higiénica del agua potable [39] y la corrosión de muchos materiales 

[40]. 

1.2.2. Desarrollo del biofilm: Etapas 

La formación de estas estructuras sobre las superficies es una estrategia adaptativa que sigue 

un proceso secuencial dinámico y complejo que permite su predicción [41]. Si bien el 

establecimiento de etapas concretas y definidas en la formación y desarrollo de un biofilm es una 

simplificación de los procesos que ocurren en condiciones reales [30], se ha llegado a un consenso 

acerca de las etapas que atraviesa un biofilm en desarrollo. 

Inicialmente, las células bacterianas se adhieren a la superficie (ya sea biótica o abiótica) a 

través de interacciones inespecíficas [42] (Figura 1.3 a, Etapa I). Esta etapa implica interacciones 

fisicoquímicas atractivas y repulsivas entre las bacterias y la superficie, donde las fuerzas de Lifshitz-

van der Waals, las interacciones electrostáticas y las fuerzas hidrofóbicas ácido-base de Lewis son 

predominantes [43, 42]. El resultado neto entre las fuerzas atractivas y repulsivas dicta la fuerza de 

la adhesión bacteriana, que es variable dependiendo de la superficie, la especie microbiana y el 

medio circundante [44]. 

En muchos casos, tanto el flagelo [45] como el pili [46, 47] poseen un papel importante durante 

el establecimiento de las interacciones iniciales de las células con la superficie. Otros factores como 

la rugosidad, la porosidad, la topología de los poros, la carga y la hidrofobicidad/hidrofilicidad de la 

superficie son igualmente relevantes e influyen directamente en la adherencia bacteriana [48, 49, 

50, 51]. Estas primeras interacciones les permiten a las bacterias no solo detectar la superficie, sino 

también adaptarse progresivamente a ella mediante sucesivos eventos de unión-retracción [52, 

53]. Asimismo, la señalización intracelular impulsada por la mecanotransducción contribuye a la 

producción/expresión de más adherencias para reforzar la adhesión [54, 53]. 
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Una vez lograda la adhesión irreversible de las bacterias a la superficie (Figura 1.3 b, Etapa II), 

estas crecen y se dividen [21, 55, 56, 57], lo que implica la proliferación celular y la colonización de 

la superficie y conduce a la activación de segundos mensajeros, comunicación intercelular y 

secreción inicial de la matriz extracelular [58]. 

Progresivamente, las microcolonias bacterianas se expanden generando un biofilm más 

estructurado. (Figura 1.3 c, Etapa III). Posteriormente, los espacios no colonizados se cubren de 

bacterias, que finalmente colonizan toda la superficie (Figura 1.3 d, Etapa IV). Estas dos últimas 

etapas contribuyen al crecimiento tridimensional del biofilm. 

Finalmente, las bacterias vuelven a entrar en estado “planctónico” y pueden dispersarse para 

así propagarse y colonizar nuevas superficies (Figura 1.3 e, Etapa V) [59, 60]. 

 

Figura 1.3. Formación de biofilm de P. aeruginosa PAO1 cultivada en medio mínimo FAB con glucosa 

(descripto por Heydorn 2000). Figura adaptada de Rasamiravaka 2015. 

 1.2.3. Matriz 

Las comunidades bacterianas que conforman el biofilm se encuentran embebidas en una matriz 

conformada por sustancias poliméricas extracelulares (EPS, siglas del inglés Extracelular polymeric 

substances) que mantiene unidas las células microbianas entre sí y a su vez a la superficie [28, 59]. 

La composición química de la matriz es variable y está influenciada por el medio circundante, la 

temperatura, el estrés físico y mecánico y las interacciones intercelulares [61]. Su principal 

componente es el agua, que representa hasta el 97% de su contenido [62]. Los elementos 

moleculares que confieren las propiedades estructurales y funcionales de la matriz están 

contenidos en el 3% restante. Entre estos, los exopolisacáridos son una fracción importante de la 

matriz. En bacterias Gram negativas, algunos de estos polisacáridos son neutros o polianiónicos, 

incluyendo el alginato y el xantano. Para algunas bacterias Gram positivas, la composición de la 
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matriz puede ser muy diferente y principalmente catiónica [28]. Las proteínas son el segundo 

componente más abundante en la matriz, aunque en algunos casos se ha informado que están 

presentes en mayor proporción que los polisacáridos [63]. 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 [64, 65]. Dependiendo del estado fisiológico de las células, la síntesis y 

expresión de proteínas puede variar espacial y temporalmente dentro del biofilm [66, 67]. 

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 [64]. 

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 [64, 65]. 

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

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

documentado su importancia para la adhesión a la superficie y el desarrollo del biofilm [68], como 

fuente de material genético en la transferencia horizontal de genes [69], como fuente de carbono 

y energía en condiciones de escasos nutrientes [70]. Todos estos componentes se distribuyen entre 

las células en un patrón no homogéneo, generando numerosos microambientes que pueden variar 

espacialmente y temporalmente [65]. 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. Además, ecológicamente, la competencia y cooperación en el 

espacio confinado de la matriz conduce a una adaptación constante de la población [65]. 

1.2.4. Gradientes dentro del biofilm 

Las células bacterianas ocupan diferentes regiones dentro de la arquitectura de un biofilm y, 

como consecuencia, dentro del mismo existen gradientes de concentración de oxígeno [71], pH 

[72], y/o de nutrientes [73]. En la parte más interna de los biofilms, la concentración de oxígeno es 

baja, por lo que se genera una atmósfera anaeróbica y de bajo pH. 

Otros fenómenos que ocurren por las alteraciones del microambiente son la disminución del 

metabolismo bacteriano y de los tiempos de replicación [74]. 

Además, existe una gran diversidad genética entre las bacterias vivas dentro de los biofilms, lo 

que se deduce de la presencia de subpoblaciones bacterianas que muestran diferentes fenotipos 

[75, 76]. 

1.2.5. Tolerancia del biofilm a los antimicrobianos 

Tanto resistencia como “tolerancia” son términos que se utilizan para referirse a una mayor 

capacidad de un organismo para sobrevivir a la exposición a compuestos que son letales para los 

organismos susceptibles. En este trabajo, utilizamos el término “resistencia” para denotar una 

característica genética y hereditaria que se adquiere por mutación o por intercambio de genes y 
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que permanece incluso cuando las células del biofilm se dispersan. Por el contrario, utilizamos el 

término “tolerancia” para denotar una característica que es específica del biofilm [77, 78] y que se 

pierde después de la dispersión a células bacterianas de vida libre [79, 80]. 

Se ha demostrado que las células bacterianas que componen un biofilm pueden ser hasta mil 

veces más tolerantes que las células planctónicas frente a un gran número de antibióticos de amplio 

espectro (como la ampicilina, la estreptomicina y las tetraciclinas) y de biocidas oxidantes del tipo 

del cloro o el yodo [71, 81, 82]. Algunos de los principales mecanismos de tolerancia de los biofilms 

frente a los antimicrobianos se resumen a continuación (Figura 1.4). 

 

Figura 1.4. Cuatro posibles mecanismos de tolerancia del biofilm a los antimicrobianos formados 
sobre una superficie (en gris). (a) Inhibición de la penetración de biocidas en zonas externas del 
biofilm (en amarillo); (b) respuesta al estrés por parte de algunas bacterias (en verde); (c) Alterar el 
microambiente del biofilm como respuesta (zona rosa); y (d) bacterias tolerantes por diferenciación 
fenotípica (en violeta). Figura adaptada de Chambless 2006. 

 Inhibicion de la penetración de los antimicrobianos 

Varios estudios han concluido que las características fisicoquímicas de la matriz extracelular 

tienen la habilidad de repeler o retardar la penetración de la mayoría de los agentes 

antimicrobianos que actualmente se comercializan [83, 84]. La repulsión o el retardo se 

explican por las diferencias de cargas entre los antimicrobianos y la matriz extracelular. Por 

ejemplo, los antibióticos aminoglucósidos que poseen una carga positiva quedan atrapados 

entre las cargas negativas de los EPS de la matriz [85]. 

 Alteración del microambiente 

Debido a la alta densidad de células en el biofilm, existen gradientes como los descriptos en 

la sección 1.2.4 y surgen condiciones de estrés, produciendo fenotipos que se encuentran 

como células “durmientes”. Entre ellas están las células inactivas metabólicamente y las 

células persistoras [86, 87, 88]. La baja tasa de crecimiento se genera por las condiciones del 

microambiente, ya sea por la poca disponibilidad de oxígeno o de nutrientes en las zonas 

profundas del biofilm, en donde estas células bajan su actividad metabólica [89]. 
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 Formación de células microbianas persistoras 

La persistencia es la capacidad no heredable de una subpoblación (generalmente menos del 

1%) para tolerar la exposición prolongada de antimicrobianos o condiciones de estrés [90]. 

Esta tolerancia no resulta de mutaciones genéticas que modifican la resistencia celular, sino 

que estas células constituyen una variante fenotípica sobre la cual la gran mayoría de los 

antibióticos, que requieren organismos metabólicamente activos, no pueden actuar [91, 92]. 

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. 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 [77]. 

1.3. Surfactantes 

1.3.1. Definición y clasificación 

El término surfactante es un neoligismo adaptado de las palabras inglesas Surface Active Agent. 

Son moléculas de naturaleza anfifílica que poseen una doble afinidad polar-no polar. Estas 

moléculas pueden reducir la tensión superficial del medio donde se encuentren solubilizados, así 

como también la tensión interfacial de fluidos inmiscibles [93]. La porción hidrofóbica de la mayoría 

de estos compuestos consiste en una o dos cadenas hidrocarbonadas (ramificadas, lineales o 

aromáticas) pudiendo estar eventualmente halogenadas, como en el caso de los fluorosurfactantes, 

que contienen colas hidrofóbicas fluorocarbonadas. 

La clasificación más aceptada para los surfactantes se basa en la naturaleza química y la carga 

de la región hidrofílica de la molécula. De esta manera, los surfactantes pueden clasificarse en no 

iónicos, cuando no poseen ningún grupo cargado (como el Tritón X-100, un éster de 

polietilenglicol), o iónicos, cuando la cabeza polar es portadora de una carga neta. Si la carga neta 

de la región polar es negativa, dada por ejemplo por la presencia de grupos sulfato, sulfonato o 

fosfato, el surfactante será aniónico (por ejemplo, el lauril sulfato de sodio o SDS). Contrariamente, 

si la carga neta es positiva, como en el caso de las sales de amonio cuaternario, se tratará de un 

surfactante catiónico (como el bromuro de hexadecil-trimetilamonio o bromuro de 

cetiltrimetilamonio, conocido como CTAB, uno de los principales componentes del Cetrimide). Por 

otro lado, los surfactantes anfotéricos o zwitteriónicos, presentan una región hidrofílica con ambas 

cargas, pero sin carga neta (como en el caso de los N-alquil aminoácidos) [94]. 

Estos compuestos también pueden ser clasificados de acuerdo a su origen en surfactantes 

sintéticos o naturales, también conocidos como biosurfactantes. Estos últimos son producidos por 

organismos vivos, principalmente microorganismos, y abarcan moléculas anfifílicas (como 

glicolípidos y lipopéptidos [95]) que han servido como inspiración para el diseño y obtención de 

surfactantes basados en estructuras naturales, como es el caso de los derivados de aminoácidos 

[96, 97, 8, 98]. 

1.3.2. Surfactantes derivados de aminoácidos 

Los surfactantes derivados de aminoácidos son obtenidos a partir de materias primas 

renovables y su estructura mimetiza la de lipoaminoácidos naturales. Son una de las opciones más 

utilizadas para aplicaciones en alimentación, farmacéutica y cosmética. 
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Los aminoácidos tienen al menos dos grupos funcionales: el grupo α-carboxilo y el grupo α-

amino. Estos compuestos pueden convertirse fácilmente a surfactantes de cadena simple con una 

molécula reactiva portadora de una cadena hidrofóbica, como ácidos grasos, alcoholes, esteres o 

aminas grasas [99]. La cadena hidrofóbica puede introducirse en la estructura del aminoácido a 

través de enlaces del tipo amida o éster. 

Dado que la región polar de la molécula estaría dada por la porción aminoacídica, el uso de 

aminoácidos ácidos, básicos o neutros como material de partida daría lugar a tensioactivos 

aniónicos, catiónicos o no iónicos, respectivamente. Esta región estaría implicada además en la 

determinación de las propiedades fisicoquímicas y biológicas de los compuestos resultantes. Desde 

el punto de vista económico y ambiental, los surfactantes con solo un aminoácido en la región polar 

y una única cadena alquílica (Figura 1.5 a) son compuestos altamente atractivos por tener una vía 

sintética más simple [8]. Sin embargo, las cadenas alifáticas y los aminoácidos pueden combinarse 

de distintas maneras generar otros tipos de estructuras. En el caso de los surfactantes del tipo 

gémini, la molécula se encuentra formada por dos restos anfifilos iguales, constituidas cada uno 

por una cabeza polar y una cola hidrofóbica, unidos covalentemente entre sí mediante un 

espaciador (Figura 1.5 b). Los glicerolípidos por su parte, consisten en una cabeza polar unida a una 

o dos colas hidrofóbicas a través de un esqueleto de glicerol (Figura 1.5 c) [100]. 

 

Figura 1.5. Clasificación de los surfactantes derivados de aminoácidos según su estructura: (a) de 
cadena simple, (b) diméricos o gémini, (c) del tipo glicerolípidos. Figura adaptada de Morán 2004 

La obtención de surfactantes derivados de aminoácidos se ha llevado a cabo tanto por síntesis 

química [101, 102, 103] como quimioenzimática [104, 105, 106]. El concepto de surfactante de base 

biológica ha llevado a la consideración de hacer uso de métodos biotecnológicos, como aquellos 

catalizados por células enteras o enzimas aisladas. Este proceso de obtención, denominado 

biocatálisis, ha mostrado varias ventajas y ofrece una perspectiva de diseño de procesos 

industriales limpios, con numerosas aplicaciones. De esta manera se contribuiría al desarrollo de 

alternativas más benignas para el medio ambiente, utilizando materias primas renovables y 

reduciendo el consumo de energía y la contaminación en sus propios orígenes [107, 108]. 
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 1.3.3. Surfactantes catiónicos derivados de arginina 

Entre los surfactantes monocatenarios catiónicos derivados de aminoácidos, los derivados de 

arginina tienen excelentes propiedades de agregación y adsorción, actividad antimicrobiana de 

amplio espectro, buena biodegradabilidad, baja toxicidad potencial y bajo impacto ambiental [8]. 

La presencia del grupo guanidinio en estas estructuras anfifilas proporciona una amplia variedad 

de compuestos con buenas propiedades biológicas [106]. 

Los mismos pueden clasificarse en tres tipos: los Nα-acil arginina alquil ésteres (Figura 1.6 a), en 

los cuales la cadena hidrocarbona va unida al grupo α-amino de la arginina mediante un enlace 

amida; las arginina-N-alquilamidas (Figura 1.6 b); y los arginina-O-alquil ésteres (Figura 1.6 c). Las 

principales diferencias entre estas familias de compuestos incluyen el tipo de enlace que participa 

en la unión de la cola hidrocarbonada al residuo de arginina, la posición del mismo respecto del 

carbono α de la arginina (unión a través del grupo α-amino o del α-carboxilo) y la cantidad de cargas 

positivas presentes en la porción hidrofílica de la molécula [100]. 

 

Figura 1.6. Estructura de surfactantes derivados de arginina de cadena simple. Figura adaptada de 
Pinazo 2016. 

1.3.4. Surfactantes catiónicos como antimicrobianos: modo de acción 

La superficie exterior de las células lleva una carga negativa neta, estabilizada a menudo por la 

presencia de cationes divalentes como el Mg+2 y el Ca+2. Esta carga se encuentra asociada a la 

presencia de los ácidos teicoicos y polisacáridos en las bacterias Gram positivas, el lipopolisacárido 

(LPS) en las bacterias Gram negativas y al predominio de fosfolípidos zwitteriónicos 

(fosfatidiletanolamina) y lípidos cargados negativamente (fosfatidilglicerol y cardiolipina) en la 

membrana citoplasmática de ambos tipos de bacterias. Teniendo en cuenta esto, no resulta 

sorprendente que muchos agentes con actividad antimicrobiana sean catiónicos y tengan una alta 

afinidad de unión a la membrana plasmática de las células bacterianas [109]. 

Un factor común en la estructura de numerosos agentes antimicrobianos es la presencia de una 

fuerte carga positiva junto con una región hidrofóbica, como en los casos de los tensioactivos 

catiónicos, donde los compuestos de amonio cuaternario (QACs) representan los biocidas más 

utilizados. El modo de acción de estos biocidas catiónicos involucra la integración de las moléculas 

de surfactante en la membrana citoplasmática de las células bacterianas: luego de interaccionar 

electrostáticamente, los monómeros de surfactante penetran en la membrana plasmática, 

ubicándose la región hidrofóbica de los mismos en el interior de la bicapa lipídica y quedando la 

cabeza polar alineada con la región hidrofílica de los fosfolípidos [110]. 

Trabajos previos de nuestro grupo sugieren que la presencia del grupo benzoilo unido a la 

cabeza polar de (Bz-Arg-NHC10) podría conducir a una inserción efectiva del surfactante en la bicapa 

lipídica de las membranas microbianas y sería la responsable del aumento de la actividad 
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antimicrobiana contra las bacterias en comparación con otros tensioactivos derivados de arginina 

que carecen de este grupo [111]. Este comportamiento se podría atribuir a la presencia del grupo 

benzoilo, que aumentaría el carácter hidrófobo de la molécula, mejorando su capacidad de 

penetrar a través de la membrana externa de las bacterias Gram negativas. Interesantemente, esta 

tendencia también fue notada por Perinelli y colaboradores, quienes encontraron que la presencia 

de un grupo análogo en tensioactivos derivados de aminoácidos mejoraron el efecto 

antimicrobiano de este tipo de compuestos [112]. 
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Capítulo 2 

Objetivos 

2.1. Objetivos específicos del plan de trabajo 

1. Obtener el surfactante derivado de arginina Bz-Arg-NHC10 empleando papaína inmovilizada por 

adsorción en poliamida como biocatalizador. 

2. Purificar el compuesto obtenido mediante cromatografía de intercambio catiónico. 

3. Realizar un screening en diferentes medios (ricos y mínimos) para evaluar la capacidad 

formadora de biofilms de las cepas propuestas como microorganismos indicadores. 

4. Determinar las concentraciones inhibitorias y bactericidas mínimas (CIM y CBM, 

respectivamente) de Bz-Arg-NHC10 frente a P. aeruginosa y S. aureus. 

5. Evaluar el efecto de Bz-Arg-NHC10 sobre bacterias sésiles a través de la determinación de las 

concentraciones inhibitorias y de erradicación en biofilms (CIMb y CE, respectivamente). 

6. Poner a punto un protocolo que permita conocer el efecto de los compuestos obtenidos sobre 

biofilms bacterianos preformados.  



 

15 

Capítulo 3 

Materiales y Métodos 

3.1. Reactivos 

En el presente trabajo se emplearon los siguientes reactivos: el extracto crudo de papaína 

(EC 3.4.22.2, del látex de frutos de Carica papaya; 3,11 UI/ mg sólido, una unidad enzimática – UI – 

hidroliza 1,0 µmol de Nα-benzoil-arginina etil éster hidrocloruro por minuto a pH 6,2 y 25 ◦C) y tamices 

moleculares (4˚A) de Fluka, la Poliamida-6 (EP-700, tamaño de partícula <800 µm, diámetro promedio 

de poro 50–300 nm, área específica calculada según el método BET 8,4 m2.g−1) fue una contribución 

de Akzo, decilamina y Nα-benzoil-L-arginina etil éster (BAEE) de Sigma Aldrich, y 1,4-ditiotreitol (DTT) 

de Invitrogen. El resto de los reactivos y solventes empleados en este trabajo fueron de calidad 

analítica o superior. 

3.2. Obtención de Bz-Arg-NHC10·HCl 

3.2.1. Preparación del biocatalizador 

Como biocatalizador para las reacciones de condensación enzimática, se preparó papaína 

adsorbida sobre poliamida según se describe en Morcelle et al. 2009 [113]. Para ello, se disolvieron 

100 mg de extracto enzimático junto con 150 mg de DTT en 1 ml de buffer bórico-borato (0,1 M), pH 

8,5 conteniendo EDTA (1 mM). A continuación, se le agregó 1 g de poliamida como soporte sólido y se 

homogeneizó agitando vigorosamente en vórtex. Finalmente, el biocatalizador se liofilizó y almacenó 

a -20 ◦C hasta su utilización. 

3.2.2. Síntesis y extracción de Bz-Arg-NHC10 

Para la preparación de la mezcla de reacción se disolvió BAEE (20 mM) y decilamina (30 mM), en 

acetonitrilo anhidro (ACN, previamente almacenado con tamices moleculares) conteniendo 0,25% 

(v/v) de agua. La reacción de síntesis fue iniciada por el agregado de 1 g del biocatalizador a 10 ml de 

la mezcla de reactivos bajo atmósfera de nitrógeno, en un erlenmeyer cerrado herméticamente con 

tapa esmerilada, con agitación constante (150 rpm) a 37 ◦C durante 72 h. Luego de la incubación, se 

separó el biocatalizador del medio de reacción por filtración a través de papel. A continuación, se 

realizaron 3 lavados del mismo con 10 ml de ACN, agitando con vórtex y filtrando con papel en cada 

etapa, y 3 lavados con 10 ml de éter sulfúrico, repitiendo la metodología, con el objetivo de eliminar 

la amina remanente sin reaccionar. Se descartó el filtrado y el biocatalizador fue colocado en 

desecador al vacío durante 20 min, con el fin de eliminar el resto del solvente. Finalmente, se extrajo 

el producto de reacción adsorbido en la superficie del biocatalizador mediante 3 lavados con 10 ml de 
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una mezcla MeOH/H2O 4:1. El extracto obtenido fue filtrado con una membrana de nylon 0,22 µ m 

(Osmonics) y el producto se separó por cromatografía de intercambio catiónico. 

 

Figura 3.1. Esquema de reacción para la síntesis de Bz-Arg-NHC10, utilizando papaína adsorbida en 
poliamida (pap/pol) como biocatalizador. 

 3.2.3. Purificación y desalado de Bz-Arg-NHC10·HCl 

La purificación del surfactante Bz-Arg-NHC10, se realizó por cromatografía de intercambio catiónico 

en un equipo Akta Purifier 10 (GE Healthcare), utilizando una columna (12 ml¨ volumen de lecho) con 

un relleno SP Sepharose Fast Flow (GE Healthcare) según lo descripto por Fait et al., (2015) [114]. Las 

fases móviles empleadas fueron buffer bórico-borato 0,01 M, pH 8,5 con 50% (v/v) de etanol (buffer 

A) y buffer bórico-borato 0,01 M, pH 8,5 con 50% (v/v) de etanol y NaCl 1 M (buffer B). En cada corrida 

cromatográfica se inyectó 1 ml de muestra. El material no retenido fue eluido mediante el lavado con 

dos volúmenes de columna (VC) de buffer A. La elución del surfactante se logró seguidamente 

aumentando la concentración de buffer B al 31% durante 2 VC. Finalmente, la columna fue lavada con 

buffer B, y reequilibrada a las condiciones iniciales previamente a iniciar una próxima corrida 

cromatográfica. El flujo se mantuvo a 1 ml/min a lo largo de todo el proceso y la detección de los picos 

cromatográficos se realizó espectrofotométricamente a 215 y 254 nm. Las fracciones recolectadas 

conteniendo el surfactante purificado (Bz-Arg-NHC10·HCl), fueron reunidas y concentradas mediante 

evaporación del solvente en rotavapor (Heidolph). Finalmente, el producto fue desalado por 

precipitaciones sucesivas con etanol absoluto (3×10 ml), centrifugación para separar las sales (9000×g, 

15 min, 8 ◦C, centrifuga Hermle) y evaporación del solvente en rotavapor. 

 3.2.4. Preparación de los stocks de Bz-Arg-NHC10·HCl 

El stock de Bz-Arg-NHC10·HCl se preparó en DMSO estéril a una concentración 50 mM y se almacenó 

a -20 ◦C. 

 3.3. Ensayos microbiológicos 

 3.3.1. Microorganismos 

Para los ensayos microbiológicos se emplearon dos cepas de bacterias Gram negativas 

Escherichia coli ATCC 11229, Pseudomonas aeruginosa ATCC 15442, y una Gram positiva 

Staphylococcus aureus ATCC 6538. 
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 3.3.2. Medios de cultivo 

Los medios líquidos de cultivo empleados para el crecimiento de los microorganismos fueron caldo 

nutritivo (CN, Biokar Diagnostics) y medio mínimo M63 suplementado con triptona (T), glucosa (G) o 

ambos. El medio M63 se preparó de acuerdo a las especificaciones de [115] El agar nutritivo (AN) se 

preparó mediante la adición de agar al CN en una concentración 1,5% (p/v). Todos los medios de 

cultivo fueron preparados según las indicaciones de cada fabricante y esterilizados a 121 ◦C durante 20 

min y 1 atm de sobrepresión. 

3.3.3. Preparación de los stocks de bacterias 

Los stocks glicerolados usados para este trabajo se prepararon a partir del estriado de las cepas de 

referencia (conservadas en glicerol a -80 ◦C) sobre placas de AN a 37 ◦C, overnight. Una colonia aislada 

sobre la estría se seleccionó para realizar el cultivo líquido a 37 ◦C, con agitación orbital (150 rpm), 

overnight. Luego de la incubación, a 780 µl del cultivo se le añadieron 220 µl de glicerol estéril. Se 

almacenaron algunas alícuotas a -20 ◦C para uso cotidiano y otras a -80 ◦C como stock de resguardo. 

Las cepas fueron caracterizadas por la inspección de la morfología de sus colonias creciendo sobre AN 

y observación microscópica, previa tinción de Gram. 

3.3.4. Preparación de los cultivos planctónicos 

A partir de los stocks glicerolados se realizó un aislamiento en estrías sobre placas de AN incubando 

overnight a 37 ◦C. A partir de una colonia aislada se prepararon cultivos planctónicos en tubos Falcon 

estériles conteniendo 3 ml de CN. Se incubó overnight a 37 ◦C con agitación orbital (150 rpm) para 

garantizar la correcta oxigenación del cultivo. Con la finalidad de remover el medio, los cultivos fueron 

centrifugados a 5000 rpm por 15 min. Luego se descartó el sobrenadante y el pellet se resuspendió en 

el medio indicado para cada ensayo. Finalmente, se ajustó la densidad óptica a 600 nm (DO600) de las 

suspensiones de acuerdo a cada ensayo. 

3.3.5. Evaluación de la capacidad de formación de biofilms 

Se evaluó la capacidad de formación de biofilms de P. aeruginosa, S. aureus y E. coli en CN (medio 
rico) y M63 (medio mínimo) suplementado con T y/o G. Se utilizó el método de cultivo en microplacas 
estériles de poliestireno de 96 pocillos. 

Para la preparación de las suspensiones bacterianas se utilizó la metodología descripta en la 

sección 3.3.4, resuspendiendo las bacterias y ajustando su DO600 a 0,2 en CN, M63 con T, 

M63 con G o M63 con T y G. 

Para el ensayo se sembraron 125 µl de las suspensiones de bacterias preparadas en los medios 

previamente indicados en la microplaca. La placa se incubó a 37 ◦C en cámara húmeda durante 24 h. 

Luego de la incubación, el crecimiento planctónico se evaluó trasvasando el sobrenadante con las 

células planctónicas a una hilera de pocillos vacíos en la placa y midiendo DO600. Sobre los pocillos 

conteniendo los biofilms se realizaron cuidadosamente 2 lavados con pipeta y agua destilada con el fin 

de remover las células no adheridas. Posteriormente, la placa se dejó secar durante 30 min en estufa 

a 60 ◦C para fijar la biomasa sésil. 
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La tinción de los biofilms se llevó a cabo por adición de 150 µl en cada pocillo de una solución 

acuosa conteniendo 0,13% (p/v) de CV con 5% (v/v) de EtOH y 2% (v/v) de formol. Se incubó durante 

10-15 min a temperatura ambiente; se descartó el colorante por inversión de la placa sobre un 

recipiente de descarte y se realizaron 2 lavados con agua destilada, sumergiendo secuencialmente la 

placa en dos recipientes preparados para tal fin. 

Se dejó secar la placa sobre papel absorbente para eliminar el líquido overnight. 

Para la extracción del colorante fijado en los pocillos se agregaron 200 µl de solución decolorante 

(ácido acético (AcH) 30% (v/v) en H2O) y se incubó durante 15 min a temperatura ambiente. El 

contenido de cada pocillo se homogeneizó y 125 µl se trasvasaron a una nueva microplaca para la 

medida de la absorbancia a DO550 nm en el lector de microplacas Tecan (Infinite M200 Pro). Se realizó 

un ANOVA y luego un postest para comparar en todas las condiciones cuales fueron significativamente 

diferentes. Para este ensayo se incluyeron controles negativos (medios de cultivo en ausencia de 

inóculo). 

3.3.6. Evaluación de la actividad antimicrobiana de Bz-Arg-NHC10·HCl sobre cultivos 

planctónicos y biofilms preformados de bacterias 

Utilizando los microorganismos que fueron capaces de formar un biofilm moderado o fuerte, se 

estudió el efecto antimicrobiano del tensioactivo sobre cultivos planctónicos y biofilms preformados 

según las condiciones optimizadas en la sección 3.3.5. 

3.3.6.1. Determinación de las concentraciones inhibitoria (CIM) y bactericida mínima (CBM) de Bz-

Arg-NHC10·HCl 

 Determinación de la CIM 

La actividad antimicrobiana del surfactante Bz-Arg-NHC10·HCl fue evaluada frente a cultivos 

planctónicos de P. aeruginosa y S. aureus según el ensayo de microdilución (diluciones seriadas 

a la mitad (1/2) de las soluciones del surfactante) en CN, utilizando microplacas estériles de 96 

pocillos (Extragene). 

Con el objetivo de obtener un valor más aproximado de la CIM y considerando los valores 

obtenidos en el ensayo anterior, se realizó la determinación de la CIM utilizando un rango de 

concentraciones acotado. Para ello, se colocaron 125 µl de soluciones de distinta concentración 

de Bz-Arg-NHC10·HCl preparadas en CN. Luego se añadieron 2,5 µl de las suspensiones 

bacterianas correspondientes, preparadas según la sección 3.3.4 en solución fisiológica estéril 

(SF, 8,5 g/l NaCl) y ajustando la DO600 de las mismas a 0,15 (equivalente al 0,5 de la escala de 

McFarland, 1,5 × 108 UFC/ml). 

Se incluyeron controles positivos de crecimiento (pocillos que no contenían surfactante; estos 

fueron inoculados con 2,5 µl de la suspensión bacteriana sobre 125 µl de CN) y controles 

negativos (pocillos que solo contenían 125 µl CN, sin inóculo). Las microplacas se incubaron a 37 
◦C durante 24 h. Se realizó la medida de la DO600 de cada pocillo antes (tiempo 0) y después de la 

incubación (tiempo 24 h) utilizando un lector de microplacas. 
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Para cada cepa, la actividad antibacteriana fue expresada como porcentaje de inhibición del 

crecimiento (% Inh), según la siguiente ecuación:%Inh = [1-(DOc/DO0)]x100, donde DOc 

representa el cambio de la DO600 por efecto del tratamiento con el surfactante mientras que DO0 

es la DO600 del pocillo control (la DO600 media de las bacterias crecidas en CN y ausencia del 

surfactante se consideró como 100% de viabilidad). La CIM fue definida como la mínima 

concentración del surfactante capaz de inhibir completamente el crecimiento microbiano (% Inh 

> 95%). 

 Determinación de la CBM 

Para la determinación de la CBM, se tomaron alícuotas de 10 µl de los pocillos que no 

evidenciaron crecimiento visible (cambio en la DO600=0) y mediante la siembra en gota, se 

sembraron en AN libre del surfactante. Las placas se incubaron durante 24 h a 37 ◦C. La CBM 

para cada microorganismo se definió como la mínima concentración del surfactante en el que 

no se observó el desarrollo visible de colonias. 

3.3.6.2. Determinación de las concentraciones inhibitorias mínimas (CIMb) y de erradicación (CE) en 

biofilms 

 Formación del biofilm 

Este ensayo consta de varias etapas. La primera etapa es la formación del biofilm para la cual se 

inocularon los pocillos de la microplaca con 100 µl de la suspensión de bacterias ajustada su 

DO600 0,1. Se incluyeron controles positivos (100 µl de la suspensión de inóculo) y controles 

negativos (pocillos con 100 µl de CN). Las placas se incubaron en aerobiosis a 37 ◦C durante 24 h 

en cámara húmeda. Luego de la incubación se descartó suavemente el sobrenadante utilizando 

una pipeta automática. Los pocillos se lavaron una vez con 150 µl de buffer fosfato salino (PBS) 

para eliminar las células planctónicas. 

 Preparación de las diluciones del surfactante y tratamiento 

La segunda etapa consiste en el tratamiento del biofilm con el surfactante. Basándonos en los 

valores obtenidos la CIM planctónica y la CBM, se realizaron diluciones del surfactante en CN 

relativizadas a este valor, considerando un rango de concentraciones de entre 1 y 10 veces la 

CIM correspondiente para cada cepa. Sobre los biofilms previamente formados, se colocaron 

200 µl de las diluciones de Bz-Arg-NHC10·HCl siguiendo la serie de diluciones. A los controles 

positivos y negativos se les agregó 200 µl de CN. Las placas fueron incubadas a 37 ◦C durante 24 

h en cámara húmeda. 

 Etapa de recuperación 

La tercera etapa es la recuperación del biofilm post-tratamiento con el surfactante. Luego de 

transcurridas las 24 h, se retiró el sobrenadante cuidadosamente con pipeta automática y se 

lavaron suavemente los pocillos con 200 µl de PBS estéril para remover las células no adheridas. 

A continuación, se agregaron 200 µl de CN y las células adheridas se resuspendieron mediante 

el raspado del biofilm con la punta del tip. Para el raspado se definió una secuencia de 

movimientos que se repitió en todos los pocillos. Se incubaron las microplacas en aerobiosis 

durante 6 h 37 ◦C sin agitación. Finalmente, se trasvasaron 100 µl del medio de recuperación con 
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las bacterias a una nueva placa y se midió la DO600 en un lector de microplacas para evaluar el 

crecimiento planctónico. Se estableció la CIMb como la menor concentración del surfactante en 

la cual no se detectó crecimiento comparado con el control negativo. Se evaluó la diferencia 

entre la CIM y CIMb para conocer el incremento de la tolerancia al antimicrobiano en el biofilm. 

 Determinación de la CE 

De los pocillos donde no se observó crecimiento, se tomaron alícuotas de 10 µl de cada uno de 

los pocillos del medio de recuperación y se sembraron sobre placas conteniendo AN, las cuales 

se incubaron durante 24 h a 37 ◦C. Para cada bacteria se estableció la CE como la menor 

concentración de surfactante para la cual no hubo crecimiento de colonias por observación 

macroscópica. 

3.3.7. Ensayos de disrupción de biofilms preformados 

Se evaluó el poder disruptivo del surfactante sobre biofilms preformados para diferentes tiempos 

de tratamiento empleando el protocolo descripto por O’Toole et al. (2011) [115] con modificaciones 

menores. Para ello se preformaron biofilms sobre placas de 96 pocillos siguiendo el protocolo 

descripto en la sección 3.3.6.2. Luego de la eliminación de bacterias no adheridas por lavado con PBS, 

se añadió a cada pocillo 200 µl el surfactante en CN a una concentración igual a la CIMb correspondiente 

a cada microorganismo. 

La incubación con Bz-Arg-NHC10·HCl se realizó a intervalos de tiempo preestablecidos incubando la 

placa a 37 ◦C en cámara húmeda. El tiempo de tratamiento se estableció en intervalos de 30 min para 

un rango que incluyó los 120 y 300 min de exposición al surfactante. Se incluyó como control positivo 

pocillos con biofilms preformados incubados con CN (sin tratamiento) y controles negativos (sólo CN). 

Para la cuantificación de la disrupción sobre los pocillos conteniendo los biofilms, se realizaron 2 

lavados con agua destilada para remover las células no adheridas. Luego, la placa se dejó secar durante 

30 min en estufa a 60 ◦C para fijar la biomasa sésil. La tinción de los biofilms se llevó a cabo por adición 

de 200 µl de una solución acuosa 0,13% (p/v) de cristal violeta (CV) según el protocolo detallado en la 

sección 3.3.5. El efecto sobre los biofilms fue expresado como el porcentaje de disrupción del biofilm 

respecto al control positivo. 

 3.4. Análisis estadístico 

Todos los ensayos fueron realizados al menos por triplicado. Los resultados fueron contrastados 

utilizando el análisis de varianza (ANOVA, one-way analysis of variance) y el test de Tukey utilizando el 

software GraphPad Prism®. P-values < 0,05 fueron considerados como significativos.  



Materiales y Métodos 

21 

 

Figura 3.2. Esquema de la evaluación de la capacidad de formación de biofilms. 
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Figura 3.3. Esquema de la determinación de las concentraciones inhibitorias mínimas (CIMb) y de erradicación 
(CE) en biofilms. 
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Capítulo 4 

Resultados y discusión 

En este trabajo, se caracterizó la actividad antimicrobiana del compuesto Bz-Arg-NHC10 frente a 

células planctónicas y sobre biofilms preformados. En primer lugar, se evaluó la capacidad de 

formación de biofilm en CN y Medio mínimo M63 suplementado, de dos bacterias Gram negativas, 

Escherichia coli ATCC 11229 y Pseudomonas aeruginosa ATCC 15442, y una Gram positiva, 

Staphylococcus aureus ATCC 6538. En segundo lugar, se determinaron la CIM y CBM del compuesto en 

cultivos planctónicos y en base a esos valores se caracterizó su actividad antimicrobiana frente a 

biofilms a través de la estimación de la CIMb y la CE. Finalmente, se evaluó el poder de disrupción de 

biofilms preformados a tiempos cortos. 

4.1. Obtención de Bz-Arg-NHC10 

4.1.1. Síntesis y purificación del surfactante 

El compuesto Bz-Arg-NHC10 fue obtenido empleando una estrategia biocatalítica que involucra 

la condensación enzimática del reactivo comercial Nα-benzoil-L-arginina etil éster (BAEE) y 

decilamina, utilizando papaína inmovilizada por adsorción en poliamida como biocatalizador, según 

la metodología descripta en la sección 3.2. El surfactante fue purificado por cromatografía de 

intercambio catiónico y desalado por precipitaciones sucesivas con etanol absoluto, obteniéndose 

un compuesto de alta pureza, de color amarillo-anaranjado y textura levemente oleosa. La 

estructura química de Bz-Arg-NHC10·HCl se presenta en la Figura 4.1. 

 

Figura 4.1. Estructura del surfactante catiónico Nα-benzoil-L-arginina-decilamida (Bz-ArgNHC10). 

La estrategia de inmovilización enzimática elegida para la preparación del biocatalizador 

representa una serie de ventajas a la hora de su manipulación, como lo son la facilidad de separación 

del medio de reacción y un aumento considerable en la estabilidad de la enzima. La estrategia de 

purificación involucra el uso de solventes de baja toxicidad, como el etanol, constituyendo una 

metodología de bajo impacto ambiental en sí misma y contribuyendo al desarrollo de procesos eco-
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amigables, compatibles con los principios de la química verde. Investigaciones previas han puesto en 

evidencia actividad biocida de amplio espectro de Bz-Arg-NHC10, observada tanto frente a bacterias, 

como hongos y levaduras [114, 116]. Considerando estos antecedentes y teniendo en cuenta las 

potenciales aplicaciones biomédicas del compuesto, el presente trabajo se centró en la evaluación del 

efecto antimicrobiano de Bz-Arg-NHC10 sobre biofilms bacterianos preformados. 

4.2. Efecto antimicrobiano de Bz-Arg-NHC10 sobre bacterias planctónicas y 

biofilms preformados 

4.2.1. Evaluación de la capacidad formadora de biofilm de los microorganismos indicadores 

en diferentes medios 

Se analizó la capacidad formadora de biofilm de P. aeruginosa, S. aureus y E. coli, en diferentes 

medios sobre microplacas de poliestireno. Los medios ensayados fueron CN (medio rico) y M63 (medio 

mínimo) suplementado con triptona (T) y/o glucosa (G). La Figura 4.2 muestra los biofilms formados 

en los distintos medios luego de 24 h de incubación a 37 ◦C, teñidos con cristal violeta. La cuantificación 

de la biomasa adherida se realizó mediante la solubilización del cristal violeta en AcH 30% (V/V) y 

posterior medida de la absorbancia a 550 nm. El análisis estadístico (Figura 4.3) reveló que S. aureus y 

P. aeruginosa en CN fueron capaces de formar un biofilm fuerte y moderado, respectivamente. Por 

otro lado, el biofilm formado por E. coli fue débil en todas las condiciones ensayadas. 

 

Figura 4.2. Aspecto macroscópico de los biofilms producidos por P. aeruginosa, S. aureus y E. coli sobre 

microplacas de poliestireno en CN (medio rico) y M63 (medio mínimo) suplementado con triptona (T) 
y/o glucosa (G), teñidos con cristal violeta (0,1%). 
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Figura 4.3. Cuantificación espectrofotométrica de la capacidad formadora de biofilms de E. coli, P. 

aeruginosa y S. aureus en CN y M63 suplementado con G y/o T. 
Los resultados se expresan como el valor medio y su respectiva desviación estándar (SD). Los valores 
fueron comparados según el análisis de varianza (ANOVA), seguido del test de Tukey para 

comparaciones múltiples. P-values < 0,05 fueron considerados significativos. El asterisco (*) indica la 

magnitud de significancia de las diferencias entre las distintas condiciones. 

La metodología elegida permite realizar un screening de la capacidad formadora de biofilms 

microbianos en una amplia variedad de condiciones de cultivo [46]. El cristal violeta es un colorante 

básico que se une a moléculas cargadas negativamente, tiñendo tanto células vivas como muertas, e 

incluso los componentes de la matriz y moléculas liberadas al medio, como ADN, proteínas y/o 

exopolisacáridos [117]. Es una técnica rápida para la cuantificación de la biomasa total, siendo la 

absorbancia del colorante fijado directamente proporcional a la cantidad de biofilm formado, aunque 

no proporciona información acerca del número de células viables en el mismo [117]. 

De acuerdo con los resultados obtenidos, se eligió CN (medio rico) como el medio más apropiado 

para la formación de biofilm de las bacterias P. aeruginosa y S. aureus, excluyendo a E. coli de los 

ensayos posteriores dada su baja capacidad de formación de biofilm en las condiciones ensayadas. 

4.2.2. Análisis del efecto antimicrobiano de Bz-Arg-NHC10 sobre cultivos planctónicos y 

biofilms bacterianos 

4.2.2.1. Determinación de las CIM y CBM 

Se realizó una prueba de susceptibilidad al tensioactivo derivado de arginina frente a las cepas de 

P. aeruginosa y S. aureus. Para ello se estimaron las CIM y CBM sobre cultivos planctónicos mediante 

el método de dilución en microplaca detallado en la subsección 3.3.6.1. 
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En una primera aproximación, se utilizaron diluciones seriadas 1:2 a partir de una solución del 

compuesto preparada en CN con una concentración igual a 1000 µM, obteniéndose valores de CIM de 

125 µM para P. aeruginosa y 62 µM para S. aureus. Con el objetivo de obtener un valor más acotado 

de estos parámetros y considerando los valores anteriores, se determinaron las CIM utilizando un 

rango de concentraciones más específico. Para el caso de P. aeruginosa las nuevas concentraciones 

ensayadas fueron de 55 a 600 µM mientras que para S. aureus fueron de 5 a 300 µM. 

 

Figura 4.4. Porcentaje de inhibición del crecimiento planctónico en función de la concentración de Bz-

Arg-NHC10 para P. aeruginosa (arriba) y S. aureus (abajo). Los valores se graficaron como la media ± SD. 

En la Figura 4.4 se muestra los porcentajes de inhibición del crecimiento planctónico en función de 

la concentración de Bz-Arg-NHC10 para P. aeruginosa y S. aureus, respectivamente. A partir de estos 
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gráficos se calcularon las CIM, definidas como la menor concentración del surfactante que inhibió el 

95% del crecimiento microbiano (% Inh > 95%). 

Bz-Arg-NHC10 fue capaz de inhibir el crecimiento de ambas bacterias, con una CIM igual a 100 µM 

para P. aeruginosa y 35 µM para S. aureus. En ambos casos el compuesto evidenció actividad 

bactericida, con valores de CBM iguales a 300 µM y 50 µM, respectivamente (Tabla 

4.1). 

Tabla 4.1. CIM y CBM de Bz-Arg-NHC10 sobre cultivos planctónicos; CIMb y CE de BzArg-NHC10 sobre 
biofilms preformados. 

 

Se ha reportado el estudio de la actividad antimicrobiana de surfactantes derivados de arginina 

estructuralmente similares a Bz-Arg-NHC10, como ACA (arginina-N-caproil amida (también Arg-NHC10)) 

y CAM (Nα-caproil-L-arginina-metil éster), que llevan cadenas hidrocarbonadas de 10 carbonos de 

longitud [106, 118]. Comparando los resultados obtenidos para P. aeruginosa, mientras que Bz-Arg-

NHC10 registró una CIM de 45,4 µg/ml (100 µM), ACA mostró un valor de 128 µg/ml (331,3 µM) y CAM 

no afectó el crecimiento de esta cepa en las concentraciones probadas [106]. Por otro lado, frente a S. 

aureus, Bz-Arg-NHC10 reveló un valor de CIM de 15,8 µg/ml (35 µM), mientras que para ACA y CAM este 

parámetro fue igual a 32 (82,8 µM) y 256 µg/ml (676 µM), respectivamente [106]. 

Las diferencias observadas en los valores de CIM registrados para los distintos surfactantes 

derivados de arginina podrían atribuirse a las diferencias estructurales entre los mismos: mientras que 

ACA presenta dos cargas positivas (ya que, si bien su estructura se asemeja más a la de Bz-Arg-NHC10, 

poseen el grupo α-amino desprotegido), CAM tiene una sola, con la cola hidrofóbica unida al grupo α-

amino de la arginina y el grupo carboxilo involucrado en un enlace éster con un metilo. Estudios 

anteriores han descripto que la presencia de un grupo bencilo en la molécula le otorgaría a la misma 

una marcada hidrofobicidad, favoreciendo su interacción y penetración a través de las membranas 

biológicas [112], lo que explicaría la mayor actividad antimicrobiana en el caso de Bz-Arg-NHC10. 

Asimismo, las diferencias en la composición de las membranas celulares explicarían el mayor efecto 

antimicrobiano de Bz-Arg-NHC10 en el caso de S. aureus. 

4.2.2.2. Determinación de la CIMb y CE 

Considerando las CIM obtenidas previamente, se procedió a la caracterización del efecto 

antimicrobiano de Bz-Arg-NHC10 sobre biofilms preformados de P. aeruginosa y S. aureus. Para ello se 

determinaron la CIMb y la CE, probando un rango de concentraciones del compuesto de entre 1 y 10 
veces la CIM correspondiente para cada bacteria. 
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La estimación de la CIMb se realizó de manera indirecta, cuantificando espectrofotométricamente 

el crecimiento planctónico de las bacterias presentes en el biofilm luego de una etapa de recuperación. 

La misma consistió en resuspender los biofilms tratados en medio fresco libre del tensioactivo, seguido 

de la incubación a 37◦C durante un período de tiempo suficiente para cuantificar el crecimiento celular 

mediante la medida de la DO600. 

La Figura 4.5 muestra el crecimiento planctónico de las células presentes en los biofilms de P. 

aeruginosa y S. aureus tratados con Bz-Arg-NHC10, respectivamente. Mientras que P. aeruginosa no 

mostró crecimiento planctónico cuantificable luego de la etapa de recuperación en concentraciones 

del tensioactivo superiores a 300 µM, para S. aureus solo se observó crecimiento en el medio de 

recuperación para los biofilms tratados con concentraciones de Bz-Arg-NHC10 menores a 87,5 µM. 
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Figura 4.5. Cuantificación espectrofotométrica del crecimiento planctónico de las células presentes en 

los biofilms de P. aeruginosa (arriba) y S. aureus (abajo) tratados con distintas concentraciones de Bz-

Arg-NHC10. Las medidas de DO600 fueron realizadas luego de resuspender el biofilm en medio fresco libre 
del surfactante y la incubación de las células durante 6 h a 37 ◦C. Los valores se graficaron como la media 
± SD. 

A su vez, para la determinación de la CE, se evaluó la viabilidad de las células presentes en los 

biofilms tratados mediante observación macroscópica de las colonias crecidas en AN. La CE se 

determinó como la menor concentración del surfactante para la cual no hubo crecimiento bacteriano 

(Figura 4.6). 

A partir de estos resultados y considerando las definiciones de CIMb y CE, los valores obtenidos para 

las cepas ensayadas se resumen en la Tabla 4.1. 

Con el objetivo de analizar el incremento de la tolerancia a Nα-benzoil-L-arginina decilamida 

hidrocloruro en los biofilms, se compararon los valores obtenidos de CIM y CIMb para cada 

microorganismo. Este análisis dio como resultado una CIMb 3 veces mayor que la CIM planctónica para 

P. aeruginosa, mientras que para S. aureus, la CIMb se estimó en 2,5 veces la correspondiente CIM. 

Resulta interesante el hecho de que, si bien el aumento de la tolerancia fue relativamente similar en 

ambos casos, S. aureus resultó más sensible a la acción del tensioactivo, registrando una menor CIMb. 

Sin embargo, y si bien se había observado un efecto bactericida para esta cepa en estado planctónico, 

el compuesto no fue capaz de erradicar el biofilm a la máxima concentración ensayada, que se 

corresponde a 7 veces la CBM. 
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Figura 4.6. Determinación de la CE en biofilms preformados. Arriba P. aeruginosa, abajo S. aureus 

creciendo sobre agar nutritivo. 

En base a los resultados obtenidos, la tolerancia al surfactante observada en los biofilms se podría 

atribuir a las propiedades emergentes producto de la vida en comunidad [84, 61]. La actividad 

antimicrobiana de Bz-Arg-NHC10 sobre biofilms preformados podría atribuirse tanto a su carga 

catiónica como a su carácter hidrofóbico. Un mecanismo propuesto para la erradicación de biofilms 

por tensioactivos catiónicos implicaría la perturbación y desagregación de la matriz extracelular 

polimérica a través de interacciones electrostáticas, lo que dispersaría al biofilm y expondría a las 

células liberadas al agente antimicrobiano, causándoles la muerte celular [119]. Si bien podría pensarse 

que la carga catiónica de Bz-Arg-NHC10 podría ocasionar un retardo en la difusión del compuesto, la 

presencia del grupo benzoilo en la molécula aumentaría su hidrofobicidad, favoreciendo su interacción 

y penetración a través de las envolturas celulares [112, 111]. Por otro lado, se sabe que la baja tasa de 

crecimiento debido a las condiciones de estrés a las que están expuestas las células presentes en un 

biofilm es responsable de la aparición de células persistoras y durmientes, que se caracterizan por ser 

metabólicamente inactivas [86, 87, 88]. Si bien esta característica podría ser un impedimento para 

muchos agentes antimicrobianos, particularmente en el caso de muchos antibióticos [91, 92], la acción 

de los surfactantes como Bz-Arg-NHC10 sería lo suficientemente inespecífica como para afectar incluso 

a estas células con bajo metabolismo. En este sentido, se sabe que el mecanismo antimicrobiano de 

Bz-Arg-NHC10 involucraría la permeabilización y la perdida de integridad de la membrana celular, 

causando además la inducción de estrés oxidativo [120]. Si bien estos estudios corresponden a cultivos 

planctónicos, es probable que estos fenómenos también se observen sobre las células creciendo en 

forma de biofilm. 

4.3. Evaluación del poder disruptivo de Bz-Arg-NHC10 sobre biofilms 

preformados para diferentes tiempos de tratamiento 

Empleando los valores de CIMb previamente obtenidos, se evaluó el poder de disrupción de los 

biofilms (PD) preformados en función del tiempo de tratamiento (entre 120 y 300 min), cuantificando 

el efecto por el método del cristal violeta por comparación con los biofilms incubados en ausencia del 

surfactante (Figura 4.7). 
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Figura 4.7. Efecto del tiempo de tratamiento sobre el poder de disrupción de biofilms preformados de 

P. aeruginosa y S. aureus para Bz-Arg-NHC10 a las respectivas CIMb. Los valores se graficaron como la 

media ± SD. 

Para ambas bacterias se evidenció una disrupción de los biofilms de alrededor del 60% respecto 

del control sin tratar, aunque el análisis estadístico de los resultados no mostró diferencias 

significativas en relación al tiempo de incubación para el intervalo ensayado. Las desviaciones 

observadas para las diferentes series de repeticiones pueden ser producto de variaciones en el 

crecimiento microbiano y en los microambientes propios de cada biofilm individual. En particular, los 

ensayos que involucran la formación de biofilms en placas multiwell se caracterizan por una gran 

variabilidad, no solo de un experimento a otro, sino también entre pocillos [121, 122, 123]. Teniendo 

esto en cuenta, si bien estos ensayos representan una herramienta de gran valor para una detección 

rápida y de alto rendimiento, no debe perderse de vista la gran complejidad del modelo y sus 

limitaciones para simular los biofilms que pueden encontrarse en el mundo real. 

Estudios recientemente publicados han descripto el análisis de la actividad antimicrobiana sobre 

biofilms de surfactantes derivados de arginina estructuralmente similares a Bz-ArgNHC10 con cadenas 

hidrocarbonadas de 12 carbonos de longitud: ALA (Arg-N-dodecilamida) y LAM (Nα-dodecil-Arg-metil 

éster) [124]. En estos estudios, los investigadores observaron el efecto de los tensioactivos sobre 

biofilms preformados de una cepa de Staphylococcus aureus resistente a la meticilina (MRSA), 

evidenciando disrupciones de entre 70 y 90% luego de 24 h de tratamiento en presencia de ALA y LAM 

respectivamente a una concentración igual a 40 µg/ml. Comparando estos resultados con los obtenidos 

para los biofilms de S. aureus tratados con Bz-Arg-NHC10, se observa una mayor eficiencia para este 
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compuesto, registrando una disrupción del 72% luego de tan solo 2 h de incubación en presencia del 

tensioactivo a la correspondiente CIMb (87,5 µM o 39,7 µg/ml). 
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Capítulo 5 

Conclusiones 

El uso de tensioactivos para controlar el crecimiento, la presencia o la adhesión de 

microorganismos a diversas superficies y, en última instancia, la formación de biofilms y 

bioincrustaciones, se ha vuelto una práctica cotidiana. Sin embargo, los tensioactivos sintéticos 

actualmente disponibles presentan numerosas desventajas, como su alta toxicidad tanto para las 

personas como para el medio ambiente. Como alternativa, el descubrimiento y uso de surfactantes 

de base biológica innovadores e interesantes con actividad antimicrobiana de amplio espectro ha 

ganado interés en el último tiempo. 

La evidencia experimental recopilada en el presente trabajo ha puesto en evidencia la potencial 

aplicación de Bz-Arg-NHC10, un tensioactivo catiónico derivado de arginina obtenido mediante 

biocatálisis enzimática, como agente antimicrobiano de amplio espectro. Este compuesto ha 

mostrado su efectividad frente a bacterias tanto en estado planctónico como sésil, siendo estas 

últimas más resistentes a la acción del compuesto, como es esperable para esta forma de 

crecimiento.  

El mecanismo de acción de los tensioactivos derivados de arginina sobre los biofilms propuesto 

por Pérez y colaboradores sugiere que las moléculas de estos compuestos serían capaces de 

penetrar en la matriz polimérica extracelular de los biofilms, para luego ejercer su acción 

antimicrobiana sobre las células sésiles [124]. Considerando las similitudes estructurales entre 

estos compuestos y Bz-Arg-NHC10, podría sugerirse un mecanismo de acción similar para nuestro 

compuesto frente a esta forma de crecimiento bacteriano. 
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