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temperaturas e o efeito de tratamentos de remoção  

 
 

Autor: Bruna Webber 
Orientadora: Laura Beatriz Rodrigues 

Passo Fundo, 31 de julho de 2015 
  

A Salmonella Enteritidis vem se destacando como o sorotipo mais comum nos seres humanos 
em âmbito mundial, sendo o principal causador de surtos de doenças transmitidas por 
alimentos. A Salmonella spp. pode aderir e formar biofilmes em superfícies inertes de 
processamento de alimentos que, uma vez formados, agem como pontos de contaminação 
constante. Microrganismos na forma séssil resistem significativamente mais aos agentes 
empregados nos procedimentos de higienização, que consistem no uso de água quente, 
detergentes e sanificantes, visando reduzir os microrganismos até níveis seguros e obter um 
produto de boa qualidade higiênico-sanitária. Com base na relevância destes temas, esta 
dissertação foi elaborada com dois artigos científicos. No Capitulo 1 foram comparados dois 
métodos laboratoriais para remover biofilmes de Salmonella spp., cultivadas in vitro em 
superfície de aço inoxidável proveniente de indústria de alimentos. Utilizaram-se, na etapa de 
remoção, o turbilhonamento com vórtex por 2 min, e o método de sonicação por 10 min 
(banho de ultrassom, com frequência de 40 kHz e potência de 81 W). Apesar de não 
encontrarmos diferença estatística entre os métodos, o uso do ultrassom foi escolhido como 
padrão para a desadesão devido à facilidade de uso e às propriedades hidrodinâmicas que 
desestabilizam a estrutura do biofilme. No Capitulo 2 avaliou-se a capacidade da SE formar 
biofilme em diferentes superfícies e processos de higienização. Nos procedimentos de 
higienização os cupons permaneceram por 3 minutos imersos em água estéril aquecida a 45ºC 
e a 85ºC, e nas soluções de ácido peracético 0,5% e amônia quaternária 1%, por 5 minutos. A 
aderência bacteriana indicou que ambas as SE aderiram ao polietileno, poliuretano e no aço 
inoxidável. Entre as temperaturas de exposição, a SE 84 e a SE 106 aderiram sob todas as 
temperaturas de exposição, 3°C, 9°C, 25°C, 36°C e 42°C, aumentando a adesão conforme 
subia a temperatura, mas sem diferença estatística. O ácido peracético e a água a 85ºC tiveram 
ação semelhante na remoção do biofilme. Já a água a 45ºC não foi eficaz, ficando próximo do 
controle. O outro sanitizante testado, a amônia quaternária, removeu o biofilme, mas com 
menor eficácia comparado ao ácido peracético. De maneira geral, os resultados demonstraram 
que esses materiais, utilizados na indústria de alimentos, propiciaram a aderência das SE nas 
diferentes condições ambientais. Enfatiza-se a formação de biofilmes em temperaturas de 
refrigeração, principalmente a 3°C, até então não descrita como possível para crescimento de 
Salmonella spp. nestas superfícies. Nossos resultados são, portanto, importantes para o 
desenvolvimento de estratégias de controle de biofilmes de Salmonella e pode auxiliar a 
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indústria avícola a ter um maior conhecimento das reais condições dos abatedouros, levando a 
um aprimoramento das condições higiênicas destes estabelecimentos. 
 
Palavras-chave: Salmonella Enteritidis, biofilmes, temperaturas de incubação, superfícies, 
métodos de remoção. 
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ABSTRACT 
 

Master’s Dissertation 
Programa de Pós-Graduação em Bioexperimentação 

Universidade de Passo Fundo 
 

Dynamics of biofilm formation by Salmonella Enteritidis under different 
temperatures and the effect removal treatments 

 
 Author: Bruna Webber 

Advisor: Laura Beatriz Rodrigues 
Passo Fundo, 31 de julho de 2015 

 
Salmonella Enteritidis is the most common serotype in humans worldwide, being the main 
cause of foodborne illness outbreaks. Salmonella spp. can adhere and form biofilms on inert 
surfaces of food processing, and once formed, they act as constant contamination points. 
Sessile microorganisms resist significantly more to agents used in cleaning procedures, 
consisting in the use of hot water, detergent and sanitizing, aiming to reduce microorganisms 
to safe levels, so as to obtain a product of good sanitary conditions. On the basis of relevance 
of these themes, this dissertation was drawn up on two scientific papers. In Chapter 1, we 
compared two laboratory methods to remove biofilms Salmonella spp., grown in vitro on 
stainless steel surface from the food industry. Were used, in the removal stage, the vortexing 
performed for 2 min, and sonication method, with coupons maintained for 10 min in 
ultrasound bath, at a frequency of 40 kHz and potency 81 W. Although there was no statistical 
difference between the tested methods, the use of ultrasound, will be used for the standard 
detachment, due to their ease of use and hydrodynamic properties that destabilize the structure 
of the biofilm. In Chapter 2, we evaluated the SE's ability to form biofilms on different 
surfaces and cleaning processes. Stainless steel coupons, polyethylene and polyurethane were 
immersed with bacterial culture of each strain SE 84 and SE 106, both coming from the 
poultry environment. Was incubated at 42±1°C, 36±1°C, 25±1°C, 9±1°C and 3±1°C, at 0, 4, 
8, 12 and 24 hours. In the hygiene procedures, coupons immersed for 3 minutes in sterile 
heated water to 45°C and 85°C, and peracetic acid 0,5% solutions and quaternary ammonium 
1%, for 5 minutes. The bacterial adherence indicated that both SE adhered to the 
polyethylene, polyurethane and stainless steel. Among the exposure temperatures, SE 84 and 
SE 106 adhered to all exposure temperatures 3°C, 9°C, 25°C, 36°C and 42°C, increasing the 
adherence as the temperature rise, but with no statistical difference. The peracetic acid and 
water at 85°C were similar action in biofilm removal. Since the water at 45°C was not 
effective, getting close to the control. Other sanitizer tested, quaternary ammonia, removed 
the biofilm, but with lower efficacy compared to peracetic acid. Overall, the results 
demonstrated that these materials used in the food industry, propitiated the adherence of SE 
serovars in different environmental conditions. Emphasizes the biofilms formation in 
refrigeration temperatures, especially at 3°C, not previously described possible for growth of 
Salmonella spp. on these surfaces. Our results are, therefore, important for development 
Salmonella biofilm control strategies and may assist the poultry industry to have a greater 
knowledge of the actual conditions of slaughterhouses, leading to an improvement of hygienic 
conditions these establishments. 
 
Key words: Salmonella Enteritidis, biofilms, incubation temperatures, surfaces, removal 
methods. 
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1. INTRODUÇÃO 

 
Segundo a União Brasileira de Avicultura (UBABEF)1 no relatório anual de 2013, a 

produção de carne de frango chegou a 12,645 milhões de toneladas em 2012, em uma redução 

de 3,17% em relação a 2011. Em 2013, esse valor foi de 12,30 milhões de toneladas. O Brasil 

manteve a posição de maior exportador mundial e de terceiro maior produtor de carne de 

frango, atrás dos Estados Unidos e da China. Do volume total de frangos produzido pelo país, 

69% foi destinado ao consumo interno e 31% para exportações. 

A avicultura, no Brasil, é responsável por empregar mais de 3,6 milhões de pessoas, 

direta e indiretamente, e responde por quase 1,5% do Produto Interno Bruto (PIB) nacional. A 

importância social da avicultura se verifica também pela presença de indústrias no interior do 

país, principalmente nos estados do Sul e Sudeste, sendo em muitas cidades a produção de 

frangos a principal atividade econômica1. O Rio Grande do Sul é o terceiro maior estado 

exportador de carne de frango do Brasil, representando o montante de 711.318 toneladas, 

ficando atrás somente dos estados do Paraná e de Santa Catarina2. 

A indústria avícola brasileira tem um bom desempenho devido a sistemas de tecnologia 

avançados, permitindo à população adquirir um produto de boa qualidade a baixos custos3. 

Aliado a isso se tem a necessidade de manutenção da sanidade dos plantéis avícolas e, 

também, das condições higiênico-sanitárias dentro dos abatedouros.  

A presença de microrganismos patogênicos, como a Salmonella spp., afeta 

negativamente a indústria avícola. No Rio Grande do Sul, de 1980 a 2012, foram notificados 

4.071 surtos de DTA, abrangendo 358.161 pessoas expostas ao risco de adoecer e internar por 

diarréia e gastroenterite de origem infecciosa. A Salmonella spp. foi responsável por 

aproximadamente 60% dos surtos investigados4. No Brasil, segundo os dados fornecidos pela 

Secretaria de Vigilância em Saúde, foram reportados 2834 surtos de DTAs entre 1999 a 2007, 

e 42% foram causados pelos diferentes sorovares de Salmonella spp e muitos casos estavam 

relacionados com o consumo de carne de aves ou ovos5. 

A Salmonella Enteritidis (SE) é um dos sorovares de maior distribuição no mundo. 

Segundo dados da WHO, até o ano de 2012 a SE está entre os 15 sorovares mais 

sorotipificados de amostras de seres humanos, alimentação humana, de animais, meio 

ambiente e na alimentação animal6. A S. Enteritidis foi identificada como causadora da 

maioria das salmoneloses alimentares investigadas pela Secretaria de Saúde do Estado do Rio 

Grande do Sul nos últimos anos4. Devido a isso, se torna essencial o seu controle em 
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abatedouros avícolas, por possuir relevância como causadora de doenças veiculadas por 

alimentos e, consequentemente, além das preocupações de saúde pública, terem reflexo 

econômico, causando perdas no mercado interno e em exportações. 

Outra grande preocupação em relação às condições higiênico-sanitárias dos abatedouros 

avícolas é a formação de biofilmes, que são microrganismos aderidos a uma superfície biótica 

ou abiótica, e uma vez constituídos, agem como pontos de contaminação constante, liberando 

fragmentos ou células planctônicas dos microrganismos, como Salmonella spp, podendo 

comprometer a qualidade microbiológica de produtos7. 

A Salmonella spp. adere e forma biofilmes em superfícies inertes de processamento de 

alimentos, como aço inoxidável, polietileno e poliuretano. Microrganismos em seu estilo de 

vida séssil resistem significativamente mais aos agentes empregados nos procedimentos de 

higienização, como os sanitizantes usados na etapa de higiene pré-operacional realizada nos 

abatedouros, o biofilme atua como uma barreira física que impede ação de agentes 

sanitizantes, tornando a eliminação desses patógenos de instalações de processamento de 

alimentos um grande desafio8.  

Neste contexto, os objetivos deste trabalho foram, comparar métodos de remoção de 

biofilmes in vitro, e avaliar a dinâmica de formação de biofilmes mono-espécie de 2 amostras 

de Salmonella Enteritidis, oriundas de aves e do ambiente de criação avícola, avaliando a 

eficácia dos procedimentos de higiene operacional e pré-operacional mimetizados em 

diferentes superfícies. Verificando a habilidade de Salmonella Enteritidis formar biofilme 

mono-espécie em aço inoxidável, polietileno e poliuretano, a 42±1ºC, 36±1ºC, 25±1ºC, 9±1ºC 

e 3±1ºC, nos tempos 0, 4, 8, 12 e 24 horas, utilizando microbiologia convencional. Além de 

verificar a sensibilidade destes biofilmes frente aos tratamentos com água quente a 45ºC, água 

quente a 85ºC, ácido peracético e amônia quaternária. 

A presente dissertação é composta por esta introdução, uma breve revisão de literatura 

sobre o genêro Salmonella spp, Salmonella Enteritidis, biofilmes microbianos, controle in 

vitro na formação de biofilmes, controle químico e biológico na formação de biofilmes, 

higienização na indústria de alimentos, e, ainda, por dois artigos científicos. O Capítulo 1, 

“The Use of Vortex and Ultrasound Techniques for the in vitro Removal of Salmonella 

spp. Biofilms” teve como objetivo avaliar a eficácia desses dois métodos laboratoriais para 

remover biofilmes de Salmonella spp., cultivadas in vitro, em superfície de aço inoxidável 

proveniente de indústria de alimentos e foi submetido para a revista Acta Scientiae 

Veterinariae. O Capítulo 2 “Dinâmica de formação de biofilmes por Salmonella 
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Enteritidis sob diferentes temperaturas e o efeito de tratamentos de remoção” teve como 

objetivo avaliar a capacidade da Salmonella Enteritidis em aderir e formar biofilme, em 

diferentes superfícies comumente usadas na indústria de alimentos, sob diferentes 

temperaturas e tempos, assim como a resistência a sanitizantes e processos de higienização e 

será submetido posteriormente para a revista Biofouling.  
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2. REVISÃO DE LITERATURA 

 

2.1 O GÊNERO Salmonella spp. 

 

O gênero Salmonella é pertencente à família Enterobacteriaceae, essa família possui 

mais de 25 gêneros bacterianos, incluindo um grande número de patógenos, como 

Escherichia coli, Yersinia spp., Shiguella spp., Salmonella spp. entre outros. Estudos 

genéticos estimam que os genomas de E. coli e de Salmonella enterica possuam uma 

diferença de apenas 10% nas suas sequências de DNA, sugerindo que estas espécies tenham 

derivado de um ancestral comum, há 100 milhões de anos9 . 

O gênero Salmonella está amplamente distribuído no ambiente em todo o mundo e foi 

isolado e identificado pela primeira vez em 1885, por Daniel Elmer Salmon. A Salmonella é 

uma bactéria Gram negativa, anaeróbica facultativa, não formadora de endoesporos e com 

formato de bastonetes curtos. A maioria das espécies são móveis (com exceção dos sorovares 

S. Pullorum e S. Gallinarum), com flagelos peritríquios. Fermenta a glicose produzindo ácido 

e gás, porem é incapaz de metabolizar a lactose e a sacarose. Possuem como temperatura 

ótima de crescimento aproximadamente 38oC e a temperatura mínima em torno de 5oC. São 

relativamente termossensíveis, podendo ser destruídas a 60oC por 15 a 20 minutos10. 

Sua classificação reconhecida atualmente inclui duas espécies: Salmonella bongori e 

Salmonella enterica, esta com seis subespécies: S. enterica subespécie enterica, S. enterica 

subespécie salamae, S. enterica subespécie arizonae, S. enterica subespécie diarizonae, S. 

enterica subespécie houtenae, S. enterica subespécie indica. No ano 2007, o Instituto Pasteur 

descreveu 2.579 sorovares através do esquema Kauffmann-White-LeMinor (KWL) para 

caracterizar os diferentes sorotipos do gênero com base em suas fórmulas antigênicas. Os 

sorovares devem ser escritos com a primeira letra maiúscula, ou seja, Salmonella enterica 

subespécie enterica sorovar Enteritidis, denominada comumente S. Enteritidis10,11.   

Considerada uma bactéria cosmopolita, com distribuição em praticamente todos os 

países12, causa a salmonelose, uma das mais comuns e amplamente distribuídas doenças 

alimentares, constituindo uma grande responsabilidade em saúde pública e representando um 

custo significativo em muitos países. O número exato de casos clínicos não é conhecido 

devido à subnotificação, mas milhões de casos em seres humanos são mundialmente relatados 

todos os anos e a doença resulta em milhares de mortes13,14,15. A salmonelose é uma das 
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zoonoses mais complexas em sua epidemiologia e controle, com padrões diferenciados de 

acordo com diversos fatores numa região como diferenças nos hábitos alimentares, práticas de 

manipulação de alimentos, criação de animais, padrões de higiene e saneamento básico16. 

Conforme dados do Centro de Controle e Prevenção de Doenças (Center for Disease 

Control and Prevention - CDC), 48 milhões de pessoas ficam doentes e outras 3.000 morrem 

por ano em decorrência das doenças transmitidas por alimentos apenas nos Estados 

Unidos17,18. Deste total, acredita-se que 1,2 milhões dos casos sejam causados por Salmonella 

spp.19. 

No Brasil, Salmonella spp. foi responsável por 42,27% dos surtos de doenças 

transmitidas por alimentos, sendo considerada o principal agente responsável20. No RS, de 

1980 a 2012, foram notificados 4.071 surtos de DTA, abrangendo 358.161 pessoas expostas 

ao risco de adoecer e internar por diarréia e gastroenterite de origem infecciosa, com 49.451 

doentes e 11 óbitos. A Salmonella spp. foi responsável por aproximadamente 60% dos surtos 

investigados4. Este número alto de casos registrados no RS pode ser devido a maior 

notificação e investigação dos surtos no estado, quando comparado a outras regiões do país. 

O controle das salmoneloses representa um desafio para a saúde pública, considerando o 

surgimento de novos sorovares e a reemergência de outros em determinadas áreas, tanto nos 

países emergentes quanto naqueles industrializados, sendo assim os esforços para o controle 

da Salmonella são muitas vezes dificultados pela diversidade de sorovares existentes.  

Existem evidências que os produtos da carne de frango são uma das mais importantes 

fontes de infecção para este organismo21,22. Frente a isso, em 1995, o Ministério da 

Agricultura, Pecuária e Abastecimento, com a Instrução Normativa nº 78, reforçou a 

legislação de controle de sorotipos de Salmonella spp. nas granjas avícolas, enfatizando o 

Programa Nacional de Sanidade Avícola (PNSA), contemplando que toda granja de 

reprodutoras de aves deve ser sorológica e bacteriologicamente monitorada para detecção de 

Salmonella Pullorum, Salmonella Gallinarum, Salmonella Enteritidis e Salmonella 

Typhimurium23.  

Aliado a isso, em 2003 foi emitida a Instrução Normativa n° 70 com o Programa de 

Redução de Patógenos, visando conferir um controle sobre o processo de abate em carcaças 

de frango para pesquisa de Salmonella spp, envolvendo todos os estabelecimentos de abate 

registrados no Serviço de Inspeção Federal (SIF), com isso atendendo as exigências de 

segurança do alimento no mercado interno e externo24. A aplicação desses critérios para 
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patógenos alimentares como Salmonella em pontos específicos da cadeia alimentar é de 

grande importância para se melhorar a segurança alimentar. 

 

2.1.1 Salmonella Enteritidis  

 

A Salmonella Enteritidis (SE) é um dos sorovares de maior distribuição no mundo. 

Segundo dados da WHO, em seu programa Global Salm-Surv (GSS), até o ano de 2012 a SE 

está entre os 15 sorovares mais sorotipificados de amostras de animais, meio ambiente e na 

alimentação animal. Entretanto, a SE não está nas primeiras posições do ranking nestas 

amostras. Em contrapartida, é o sorovar mais detectado em seres humanos e o segundo mais 

prevalente em alimentos para alimentação humana. Resultados semelhantes são reportados em 

outros países, o que torna a pesquisa de SE essencial por ser um dos mais incidentes em 

infecções alimentares no mundo13. 

Recentemente a SE se tornou o sorotipo mais comum nos seres humanos em âmbito 

mundial, especialmente na Europa, onde responde por 85% dos casos, seguido da Salmonella 

Typhimurium que está em segundo lugar25. Sua presença generalizada poderia ser explicada 

pela intensificação e globalização do tráfego no comércio global. 

Segundo Robinsom26, S. Enteritidis, S. Typhimurium, S. Newport, S. Javiana e S. 

Heidelberg são os cinco sorovares mais comumente encontrados em caso de surtos de 

salmonelose em todo o mundo, sem considerar a fonte de contaminação. Conforme dados do 

CDC, os sorovares mais encontrados em aves nos Estados Unidos são S. Heidelberg, S. 

Kentucky, S. Typhimurium, S. Enteritidis e S. Senftenberg27. Já no Brasil, os principais 

sorovares encontrados em carcaças de frango e aves vivas, conforme a Agência Nacional de 

Vigilância Sanitária (ANVISA) são S. Enteritidis, S. Infantis, S. Typhimurium, S. Heidelberg 

e S. Mbandaka28.  

A S. Enteritidis foi identificada como causadora da maioria das salmoneloses 

alimentares investigadas pela Secretaria de Saúde do Estado do Rio Grande do Sul nos 

últimos anos4 e, dentre as fontes de contaminação de SE, as carnes e produtos à base de ovos 

são as mais importantes, sendo a carne de frango o veículo em numerosos casos de infecções 

humanas, gerando no homem quadros de salmonelose29.  

Na salmonelose, após a ingestão oral, as bactérias que sobrevivem ao baixo pH 

provocado pelo ácido clorídrico colonizam o intestino, principalmente na região das placas de 

Peyer, onde estão localizadas as células M. Depois da colonização intestinal, a Salmonella 
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spp. invade as células M e os enterócitos, com auxílio do Sistema de Secreção do Tipo III 

(SSTT)30. Após a invasão celular, as células bacterianas são fagocitadas por macrófagos. 

Quando os mesmos conseguem deter a bactéria, ela causa apenas a infecção local no trato 

digestivo. Por outro lado, quando as bactérias conseguem permanecer viáveis dentro dos 

macrófagos, ocorre a infecção sistêmica. Dentro dos macrófagos, a Salmonella spp. consegue 

se multiplicar e é levada à todo o organismo31. 

A salmonelose pode causar infecções focais, febre entérica, septicemia e o mais comum 

a enterocolite. Uma pessoa infectada apresenta sinais clínicos como febre, cólicas abdominais 

e diarreia a partir de 12 a 72 horas após o consumo do alimento ou bebida contaminada, sendo 

que a doença pode durar de 4 a 7 dias e a maioria das pessoas se recuperam sem o uso de 

antibióticos. Entretanto, a severidade da doença depende do sorovar e da imunidade do 

hospedeiro, os quadros podem ser severos em pessoas imunologicamente debilitadas, 

necessitando de hospitalização17. 

Alem disso a S. Enteritidis tem a capacidade de formar biofilme em diferentes materiais 

e sob diferentes condições de crescimento, entre essas diferentes temperaturas, vários estudos 

mostraram diferenças significativas entre sorovares, indicando que a capacidade de formação 

de biofilmes é importante para a sobrevivência da bactéria em ambientes de processamento de 

alimentos32. Esse microrganismo têm numerosos fatores de virulência como: adesinas, 

toxinas, além de possuir um plasmídeo de virulência que permite que a bactéria persista no 

interior das células retículo-endoteliais25. Produzem também fímbrias que facilitam a adesão a 

superfícies e que fornece resistência contra forças mecânicas mantendo-se nas superfícies32. 

Considerada um dos enteropatógenos humanos mais frequentemente associados ao trato 

digestório das aves, e originando-se de diferentes fontes do ambiente avícola33, se torna 

essencial o seu controle em abatedouros avícolas, por possuir relevância como causadora de 

doenças veiculadas por alimentos e, consequentemente, além das preocupações de saúde 

pública, terem reflexo econômico, causando perdas no mercado interno e em exportações. 

 

2.2 BIOFILMES MICROBIANOS 

 

A microbiologia tradicional estudou, desde seu início, a caracterização das células 

encontradas em suspensões, denominadas como planctônicas, ou seja, de vida livre. Contudo, 

as primeiras observações de células aderidas foram realizadas já por Antonie van 

Leuwenhoek que, estudando amostras de dente no século XVII, em seu microscópio 
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rudimentar, visualizou mais fragmentos de células agregadas (sésseis) do que planctônicas. A 

capacidade das bactérias de formar comunidades complexas e viver em agregados foi 

estudada desde os tempos de Robert Koch no século XIX34.  

A primeira publicação que descreve células aderidas foi descrita por Zobell em 1943, 

onde iniciou estudos sobre a adesão de bactérias marinhas em cascos de navios e em 

diferentes tipos de superfícies, que incluíam vidro, metal e plástico que estavam submersas35.  

Em 1978, técnicas de microscopia mais sofisticadas e efetivas foram empregadas por 

Costerton, o qual verificou que a maioria dos microrganismos nos ambientes naturais se 

encontrava fixo a suportes, e não na forma livre, e que atribuiu o nome de biofilme às células 

microbianas aderidas36. 

Biofilmes são comunidades constituídas por células sésseis, mono ou multiespécies, 

embebidos em uma matriz de substâncias poliméricas extracelulares (EPS), aderidas a um 

substrato biótico ou abiótico, em cuja formação os microrganismos exibem diferenciados 

fenótipos, metabolismo, fisiologia e transcrição genética37.  

Os biofilmes podem estar aderidos a qualquer superfície. São envolvidos por uma 

matriz de polímeros orgânicos, local onde os microrganismos estão fortemente aderidos a uma 

superfície por meio de filamentos de natureza protéica ou polissacarídica, denominados 

glicocálice e, atualmente, conhecidos como substâncias poliméricas extracelulares (EPS)38. A 

adesão superficial dos microrganismos forma o EPS, que sobrevive a ambientes hostis, de 

modo a bloquear e reter os nutrientes necessários para o crescimento dos biofilmes, além de 

oferecer proteção às células planctônicas contra agentes antimicrobianos39. 

Os EPS sintetizados por células microbianas variam muito na sua composição e 

consequentemente nas propriedades químicas e físicas. Os polissacarídeos são cadeias 

moleculares longas e finas que podem estar associados de diferentes formas. O EPS presente 

nos biofilmes assemelha-se aos polímeros sintetizados pelas correspondentes células em 

suspensão e sua quantidade sintetizada nos biofilmes dependera da disponibilidade de 

substratos de carbono e do balanço entre carbono e outros nutrientes limitantes40. De acordo 

com alguns autores esta matriz tem inúmeras funções como adesão inicial, retenção de água, 

adsorção de compostos, fonte de nutrientes, troca e armazenamento de informações genéticas 

e a principal que é barreira protetora capaz de prevenir o acesso físico de certos agentes 

antimicrobianos e agentes sanitizantes restringindo a difusão destes para o interior dos 

biofilmes41,42.  
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A composição dos biofilmes depende de vários fatores: do tipo de microrganismo, do 

seu estado fisiológico, ambiente físico e da superfície na qual as células estão aderidas. As 

várias fases da interação microbiana parecem requerer a produção de estruturas extracelulares 

que ajudam na adesão inicial, na manutenção da estrutura do biofilme e mesmo no 

desprendimento de agregados43. Os produtos excretados incluem enzimas, proteínas, 

bacteriocinas, solutos de baixa massa e ácidos nucleicos, liberados devido à lise celular32. 

Os biofilmes contêm partículas de proteínas, lipídeos, fosfolipídeos, carboidratos, sais 

minerais e vitaminas, debaixo das quais os microrganismos continuam a se multiplicar, seja 

em cultivo puro ou em associação com outros microrganismos. Assim, os microrganismos se 

tornam mais resistentes à ação de agentes físicos e químicos, como os utilizados nos 

procedimentos de higienização44,45.  

Há várias descrições diferentes de estrutura dos biofilmes. Com o surgimento de novas 

tecnologias, incluindo a microscopia eletrônica de varredura (MEV), a microscopia confocal 

(CLSM – Confocal Laser Scanning Microscopy), a microscopia de contraste diferencial 

(DIC- Differential Interference Contrast) e outras técnicas, lançou várias idéias sobre a 

estrutura dos biofilmes. Pelo menos três tipos de estruturas diferentes foram publicadas até o 

momento: a estrutura tradicional do biofilme (estrutura plana e homogênea); o modelo 

homogêneo em mosaico (constituída por microcolônias de bactérias unidas por EPS rodeadas 

por uma fase líquida); e a forma em cogumelo (estrutura de biofilme semelhante a um 

cogumelo com vários canais através dos quais passa a fase líquida), essa última a mais 

citada36,46.  

Segundo Notermans et al.47, a formaçãoconsiste em três etapas, que seria a fixação das 

bactérias, seguida pela consolidação nas superfícies e, por último, a colonização e a 

multiplicação nas superfícies. Outra teoria sugere a formação de biofilmes em cinco etapas: I) 

condicionamento da superfície pela adsorção de material orgânico. II) transporte de células e 

nutrientes para o sítio de aderência. III) início do processo de adesão bacteriana. IV) 

crescimento celular, colonização e adesão irreversível e V) biofilme com alta atividade 

metabólica e liberação de células localizadas na periferia48.  

Depois do contato inicial com a superfície, os microrganismos iniciam a produção de 

fibras finas, que podem ser vistas por microscopia eletrônica. Essas fibras se tornam mais 

grossas com o tempo, levando a formação das matrizes, e outras substâncias orgânicas, 

inorgânicas e material particulado podem existir juntamente com microrganismos. A 

produção de EPS aumenta conforme a adesão das bactérias às superfícies49.  
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Além disso, existe um mecanismo de comunicação celular que envolve a síntese 

bacteriana e a libertação de moléculas sinalizadoras difusíveis, chamado de quorum sensing 

(QS). Estes sinais podem ser dependentes da densidade celular ou produzidos pelas bactérias 

em diferentes fases de crescimento, permitindo uma regulação da expressão gênica. O QS é 

medido pelas moléculas N-acil homoserina-lactonas (AHLs), podendo assim monitorar a sua 

população de biofilmes em um determinado ambiente32.  

 Uma vez constituídos, os biofilmes agem como pontos de contaminação constante, 

liberando fragmentos ou células planctônicas dos microrganismos, como Salmonella spp, 

podendo comprometer a qualidade microbiológica de produtos50. Na indústria alimentícia, 

constituem um risco higiênico. Causam perdas econômicas devido às falhas técnicas nos 

sistemas de águas, na qualidade da higienização, manipulação dos produtos, etc. Na medicina, 

contribuem para o aumento de riscos de infecção devido ao seu crescimento em implantes, na 

cavidade oral, em catéteres e outros dispositivos médicos51. Hoje, a preocupação é notável 

com organismos patogênicos que se aderem às superfícies e que, posteriormente, irão causar 

risco à saúde do consumidor. 

A Salmonella spp. pode aderir e formar biofilmes em superfícies inertes de 

processamento de alimentos, como aço inoxidável, polietileno e poliuretano52. A celulose é 

um dos principais componentes do biofilme produzido por S. Enteritidis. Representa um 

fenótipo essencial do ciclo de vida do organismo para uma melhor adaptação da sobrevivência 

bacteriana no ambiente, e maior probabilidade de colonização em um hospedeiro animal53. 

Além da celulose a S. Enteritidis produz Tafi, finas fimbrias agregativas que facilitam a 

adesão às superfícies inanimadas, e fornece resistência às células contra forças químicas e 

mecânicas. A síntese de ambos componentes, celulose e Tafi, são reguladas por um sistema 

complexo, que leva à formação de uma rede altamente hidrofóbica, com células muito 

compactadas em uma matriz rígida32. 

A susceptibilidade reduzida aos desinfetantes pelos biofilmes torna a sua eliminação de 

instalações de processamento de alimentos um grande desafio. Costerton et al. relatam que 

estas células são de quinhentas a mil vezes mais resistentes que as células planctônicas36. A 

limpeza imprópria e a desinfecção ineficaz de equipamentos são fatores importantes na 

contaminação dos produtos em uma indústria de alimentos, geram um impacto negativo em 

várias atividades e representam perdas significativas para indústrias alimentícias. 
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2.2.1 CONTROLE in vitro DA FORMAÇÃO DE BIOFILMES 

 

 Apesar do uso de técnicas de processamento de alimentos e de higienização industrial 

avançada, o número crescente e a gravidade das doenças de origem alimentar em todo o 

mundo têm aumentado consideravelmente. Chama a atenção dos consumidores em relação à 

qualidade dos alimentos e dos pesquisadores em relação à aprimoração nos estudos sobre 

biofilmes. Atualmente, a segurança alimentar constitui uma preocupação para os 

consumidores e para a indústria de alimentos, bem como para órgãos responsáveis pela saúde 

pública54. 

 Neste contexto, métodos laboratoriais estão sendo utilizados e testados in vitro para 

remoção e posterior quantificação dos biofilmes, entre eles o vortex e o ultrassom55. O vortex 

é uma metodologia muito usada em estudos de biofilmes, e atua através de movimentos 

típicos de turbilhão, através do efeito do movimento do fluxo da água, e como resultado 

remove ou reduz a adesão dos microrganismos em uma superfície56. 

 O ultrassom é capaz de inativar as bactérias quando usado em altas frequências 

(512kHz e 850kHz). Quando usado em frequência moderada (20kHz e 40kHz) atua  

desaglomerando agregados bacterianos através de efeitos físicos, químicos e mecânicos 

resultantes de cavitação acústica. Durante esse processo, bolhas de cavitação irão produzir 

energia suficiente para enfraquecer mecanicamente bactérias ou células. Isto pode ocorrer por 

meio de inúmeros processos, como alteração na superfície bacteriana induzida por cavitação; 

gradiente de pressão, resultante do colapso das bolhas de gás que colidem com a superfície do 

biofilme; força de cisalhamento dentro do biofilme; e ataque químico devido à formação de 

radicais, como H e OH-, durante a cavitação, enfraquecendo o biofilme57. 

 As propriedades hidrodinâmicas do ultrassom desestabilizam a estrutura do biofilme 

em uma frequência de 26kHz e, quanto maior a intensidade e o tempo de exposição, maior é a 

quebra do biofilme. Assim esse processo é responsável pela limpeza da superfície que, em 

alguns casos, mostra a presença de partículas ou biofilmes aderentes57. 

 Equipamentos ultrassônicos têm sido utilizados para estimar a contaminação 

microbiana de superfícies. Contudo, estas devem ser pequenas o bastante e removíveis para 

que possam ser colocadas imersas em diluente e colocadas no parelho ultrassônico, onde a 

energia gerada resultará na liberação dos microrganismos58. 

 Com esse intuito, estudos de diferentes métodos laboratoriais no controle de formação 

de biofilmes, como a aplicação do vortex e ultrassom, são de extrema importância para 
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pesquisas feitas com bactérias cultivadas in vitro, em superfícies comumente usadas na 

indústria de alimentos.   

 

2.2.1.1 CONTROLE QUÍMICO E BIOLÓGICO DA FORMAÇÃO DE BIOFILMES 

  

 As doenças transmitidas por alimentos e a resistência aos antimicrobianos são 

questões internacionais de saúde. A resistência microbiana pode ser conceituada como a 

habilidade de um microrganismo continuar a multiplicar-se ou persistir na presença de níveis 

terapêuticos de determinado agente antimicrobiano59, sendo o principal efeito colateral de seu 

uso porque leva à seleção de bactérias resistentes. 

 Antes do aparecimento e da larga expansão dos antibióticos foi sugerido que as 

infecções bacterianas poderiam ser prevenidas ou tratadas com a administração de fagos. Hoje 

em dia, com a resistência aos antimicrobianos, os fagos são considerados agentes terapêuticos 

potencialmente atraentes devido às diversas características que possuem, como serem 

extremamente específicos e muito eficazes na lise de bactérias patogênicas, não patogênicos 

para o homem e animais, e rapidamente modificáveis para combater o aparecimento de novas 

ameaças bacterianas. Além destas características, os fagos apenas se replicam nos locais 

aonde se encontra a infecção. Os fagos líticos podem, portanto, ser agentes terapêuticos 

eficientes no controle da formação de biofilmes patogênicos60. 

 A interação entre fagos e biofilmes é um processo complexo. Um biofilme deveria ser 

mais rapidamente infectado do que células no estado planctônico, visto que as células que 

compõe o biofilme estão próximas, o que facilita a interação fago-hospedeiro. No entanto, a 

estrutura e composição do biofilme, limitam a infecção fágica. A remoção do biofilme irá 

depender da sua idade e condições. Estudos in vitro mostram que fagos conseguem infectar 

biofilmes de forma eficiente, reduzindo 60 a 97% de biomassa32. 

 A terapia fágica poderia ser proposta como um agente controlador de biofilmes e seria 

uma forma de reduzir o uso de agentes químicos, como antimicrobianos e sanitizantes61. A 

maioria dos microrganismos patogênicos são resistentes a esses agentes, devido à utilização 

indiscriminada tanto na avicultura comercial quanto no tratamento inadequado de pacientes 

acometidos por doenças. 

 Os probióticos são microrganismos vivos ou misturas microbianas administradas para 

melhorar o equilíbrio nos ambientes do trato gastointestinal e vaginal. A levedura 

Saccharomyces boulardii e a bactéria Lactobacillus rhamnosus GG são as mais usadas para 
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essa finalidade. O mecanismo de ação dos probióticos inclui a produção de substâncias como 

bacteriocinas, biossurfactantes, ácidos e peróxidos, que inibem o crescimento de patógenos32. 

Neste sentido, os probióticos constituem uma alternativa para controlar a formação de 

biofilmes associados à saúde, devido à ações profiláticas ou como agentes antiadesivos do 

biofilme pelo seu mecanismo de competição32. 

 Antimicrobianos naturais, como ácidos lático, acético, sórbido e cítrico, e óleos 

essenciais podem ser uma boa estratégia para controlar a formação de biofilmes. São usados 

como agentes terapêuticos desde a antiguidade e com ampla aplicabilidade, e também podem 

ser utilizados na área de alimentos com essa finalidade. As bacteriocinas e inibidores de 

Quorum sensing (moléculas sinalizadoras) também são estratégias de contole da adesão 

microbiana e da formação do biofilme32. 

 No setor industrial, ínumeros custos estão associados às estratégias usadas no combate 

da formação de biofilmes, como o controle químico. O uso de limpeza mecânica e ação de 

detergentes são usados, mas a aplicação de sanitizantes ainda é a forma mais usual de controle 

de biofilmes na indústria. Já é evidente uma resistência microbiana a sanitizantes, sendo 

necessário encontrar novas maneiras e compostos para o controle dos biofilmes32.  

 

2.3 HIGIENIZAÇÃO NA INDÚSTRIA DE ALIMENTOS  

 

Segundo a União Brasileira de Avicultura (UBABEF) no relatório anual de 2013, a 

produção de carne de frango chegou a 12,645 milhões de toneladas em 2012, em uma redução 

de 3,17% em relação a 2011. Em 2013, esse valor foi de 12,30 milhões de toneladas. O Brasil 

manteve a posição de maior exportador mundial e de terceiro maior produtor de carne de 

frango, atrás dos Estados Unidos e da China. Do volume total de frangos produzido pelo país, 

69% foi destinado ao consumo interno e 31% para exportações1. 

A indústria avícola brasileira tem um bom desempenho devido a sistemas de tecnologia 

avançados que fazem do Brasil o maior exportador mundial de carnes de frango, permitindo à 

população adquirir um produto de boa qualidade a baixos custos3. Aliado a isso se tem a 

necessidade de manutenção da sanidade dos plantéis avícolas e, também, das condições 

higiênico-sanitárias dentro dos abatedouros.  

A higiene na indústria de alimentos se insere dentro das boas práticas de Fabricação 

(BPF) e dos programas de qualidade, como o de Análise de perigos e pontos críticos de 

controle (APPCC), visando a obtenção de alimentos seguros.  Durante o processo de 
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fabricação de alimentos, ocorre acúmulo de materiais indesejáveis, como restos de alimentos, 

substâncias químicas do processo e microrganismos. Esses materiais indesejáveis são 

designados de “resíduos” ou “sujidade”62. 

No processo de fabricação vários tipos de superfícies são utilizadas no processamento 

do alimento, como o aço inoxidável e os polímeros, que sofrem desgastes com o uso repetido 

e aumentam a possibilidade do acúmulo de sujidades e bactérias63. Dentre os materiais mais 

utilizados em equipamentos para a preparação de alimentos, tanto em nível industrial quanto 

doméstico, o aço inoxidável tem sido o material de escolha devido à sua resistência à corrosão 

e oxidação, por ter uma maior durabilidade, por ser de fácil fabricação e também por ter uma 

maior facilidade no processo de limpeza e desinfecção, quando comparado com cobre, 

alumínio e com a ampla variedade de polímeros63,64. 

Para o processamento de alimentos, também se destacam as esteira de poliuretano e os 

utensílios fabricados com polietileno, principalmente placas de corte. Um dos principais 

cuidados com essas placas é a contaminação cruzada, a qual está muito relacionada com a 

capacidade de adesão das bactérias contaminantes, principalmente por Salmonella spp.65. As 

placas de corte de polietileno apresentam superfícies irregulares, o que facilita a deposição de 

material orgânico dificultando a ação dos agentes desinfetantes66. 

Toda planta de uma indústria alimentícia deve ser limpa e sanificada após o término do 

processo produtivo, e para isso há fases de higienização: I) remoção de resíduos sólidos; II) 

pré-enxague com água quente (45ºC); III) Aplicação de detergente; IV) Enxágue com água; 

V) Sanitizantes e VI) Enxágue com água.  Esse processo é realizado em 12 horas e 24 horas 

no final do turno de abate, denominada higiene pré-operacional. Durante o dia, em tempos de 

4 e 8 horas é realizada a higiene operacional, que consiste em um processo rápido de 

higienização durante intervalos na produção, que envolve etapas de remoção de resíduos 

sólidos e enxague67. 

O procedimento de higienização nos matadouros de aves consiste fundamentalmente no 

uso de água quente a 45°C, que garante as etapas de enxague, cuidando com elevadas 

temperaturas que coagulam proteínas e propiciam maior aderência em superfícies levando a 

formação de biofilmes. O uso de água quente a 85°C para higienização de utensílios como 

facas de corte, e o uso de detergentes e sanificantes, como o ácido peracético e amônia 

quaternária, são comumente utilizados nos processos de higienização de salas de corte nos 

frigoríficos do Brasil67.  
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Embora os detergentes diminuam a carga bacteriana das superfícies, o objetivo principal 

do seu uso é a remoção de resíduos orgânicos e minerais. A sanitização, que é a última etapa 

do procedimento de higienização, visa reduzir microrganismos alteradores e eliminar 

patogênicos até níveis seguros, de modo a obter um produto de boa qualidade higiênico-

sanitária68.  

O sanitizante deve ser selecionado levando-se em conta algumas características: 

aprovação pelos órgãos competentes, apresentarem amplo espectro de ação antimicrobiana e 

capacidade de destruir os microrganismos, serem estáveis e com baixa toxicidade e 

corrosividade. A ação dos sanitizantes é afetada pelas características da superfície, tempo e 

temperatura de contato, concentração de uso, tipos de resíduos presentes nas superfícies, pH, 

propriedades físico-químicas da água,  substâncias inativadoras e, ainda, o tipo e a quantidade 

de microrganismos contaminantes69. 

O ácido peracético é um sanitizante que possui algumas vantagens, como não produzir 

compostos tóxicos ou carcinogênicos, ter baixo impacto ambiental e ser relatado como eficaz 

contra biofilmes. É um sanitizantes considerado esporicida, bactericida e fungicida, sendo 

excelente contra bactérias Gram positivas, Gram negativas, fungos filamentosos, leveduras, 

vírus e esporos bacterianos64. Possui desvantagens como sua ação irritante para pele, liberação 

de vapores irritantes, odor forte, incompatibilidade com cobre, ferro e alumínio e baixa 

estabilidade de estocagem70. Possui como mecanismo de ação a oxidação de grupos sulfidrilas 

das enzimas, pela interferência em processos metabólicos e na função quimiosmótica da 

membrana citoplasmática69. 

Os compostos de amônia quaternária (quats) são largamente utilizados como 

antissépticos e desinfetantes, devido à sua ação surfactante e à baixa toxicidade, aliado ao seu 

poder microbiocida71. São detergentes catiônicos sintéticos com atividade antimicrobiana, 

sendo eficientes contra bactérias, bolores, leveduras e vírus72. É eficiente sobre bactérias 

Gram positivas e microrganismos termodúricos, mas apresentam baixa ação sobre bactérias 

Gram negativas, coliformes e psicrotróficos e são ineficientes contra esporos69. 

Sua ação é devido à inativação de enzimas responsáveis pelos processos de 

transformação de energia, à desnaturação das proteínas celulares e à ruptura da membrana 

celular73. Esta destruição das células bacterianas depende da concentração do desinfetante, da 

natureza e densidade da célula bacteriana, do tempo de contato, da temperatura do meio, do 

pH e da presença de matéria orgânica74. O mecanismo de ação da amônia quaternária é pela 
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interferência nas propriedades de permeabilidade da membrana celular, que causa a 

desnaturação proteica e inibição enzimática69. 

Segundo a Portaria n° 210 de 1998 do Ministério da Agricultura Pecuária e 

Abastecimento, os estabelecimentos que realizarem cortes e/ou desossa de aves devem 

garantir temperatura ambiente não superior a 12ºC e o resfriamento dos produtos de aves a 

uma temperatura da água do chiller de no máximo 4°C, respeitando, assim, o regulamento 

técnico da inspeção tecnológica e higiênico-sanitária de carne de aves75. Entretanto, os 

estabelecimentos que exportam seus produtos para a União Europeia (UE) devem garantir 

temperatura ambiente não superior a 10ºC nas salas de corte.  

Partindo deste pressuposto, nosso trabalho mimetiza as temperaturas preconizadas em 

abatedouros avícolas: 3±1ºC (temperatura de resfriamento, máximo a 4°C); 9±1ºC 

(temperatura da sala de cortes para UE, máximo 10°C); 25±1ºC (temperatura ambiente); 

36±1ºC (padrão ótimo para crescimento de mesófilos) e 42ºC±1ºC (temperatura de 

enriquecimento seletivo pela termotolerância de Salmonella e, devido a posteriores estudos 

com bactérias termófilas, como Campylobacter, para pesquisa de biofilmes multiespécies). 

A refrigeração dos produtos avícolas entre 4 e 8ºC, tem demonstrado  diminuir a 

intensidade de  crescimento de Salmonella.  Em alimentos como a carne de frango, onde 

diversas intervenções tentam reduzir o agente patogênico, mais investigações são necessárias 

para proporcionar uma temperatura ótima de refrigeração que realmente iniba o crescimento 

da Salmonella, sendo importante para a manutenção da vida de prateleira e para reduzir custos 

no processo. É essencial estudar os padrões de crescimento de Salmonella Enteritidis em 

temperaturas de refrigeração, já que são escassos os dados sobre crescimento em baixas 

temperaturas76. 

Diversas técnicas de microscopia podem ser utilizadas para a visualização dos processos 

de aderência, crescimento e formação do biofilme. A visualização da microtopografia dos 

biofilmes é muito importante, pois fornece a possibilidade de análise desde o início dos 

agregados celulares até a formação praticamente consolidada das EPS, além da observação de 

rugosidade dos materiais. De acordo com Wimpenny et al.77, a microscopia eletrônica de 

varredura pode ser uma informação útil sobre a superfície estrutural de um biofilme, 

apresentando mais um dado para o trabalho, enriquecendo a pesquisa sobre biofilmes. 

Neste contexto, a avaliação de formação de biofilmes de S. Enteritidis e a mimetização 

de procedimentos de higiene pré-operacional e operacional nas superfícies de contato com 

alimento, é de grande relevância na avaliação das condições higiênico-sanitárias de 
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abatedouros de aves, por auxiliar a indústria avícola a ter um maior conhecimento das reais 

condições dos abatedouros no Brasil, levando a um aprimoramento das condições higiênicas 

destes estabelecimentos. 
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ABSTRACT 

Background: The presence of biofilms is common to all types of surfaces, such as stainless 

steel. Once formed, biofilms act as constants points of contamination that may affect the 

microbiological quality of products. The laboratory methods are being used and tested in vitro 

for removal and the subsequent quantification of biofilms, including the use of vortex and 

ultrasound. The aim of the study was to evaluate the effectiveness of these two laboratory 

methods for removing Salmonella spp. biofilms, in vitro cultured on stainless steel surface 

from the food industry. 

Materials, Methods & Results: Three strains were analyzed for biofilm formation by 

Salmonella spp., and they are S. Typhimurium ATCC 14028, S. Enteritidis ATCC 13076 and 

S. Enteritidis isolated from drag swab on poultry farm and genetically confirmed, 

denominated P106. Were used coupons of stainless steel AISI 316, area of 1 cm². Biofilms 

were formed using TSB broth without glucose and incubated at 36°C for 24 h. Were realized 

six replicates for each microorganism in each removal method. After the biofilm formation, 

two methods were used in the removal stage, the vortexing, performed for 2 min, and 

sonication method, with coupons maintained for 10 min in an ultrasound bath, at a frequency 

of 40 kHz and potency 81 W. Serial dilutions were made and transferred to PCA agar for 

quantification in log10.UFC.cm-2. The microtopography was performed by scanning electron 

microscopy (SEM) of surfaces before removal step. Statistical analysis of the results showed 

no significant difference between the two removal methods and between the three strains 

studied (P > 0.05). 

Discussion: Biofilms can be attached to any surface, biotic or abiotic. This adhesion of 

bacterias, especially pathogenic, can cause serious hygiene problems and economic losses due 

to impairment the microbiological quality of the products. Food safety is a concern for 
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consumers and for the food industry, as well as the agencies responsible for public health. 

Researchs involving studies with the formation of microbial biofilms becomes increasingly 

present. Laboratory methods are used for removing biofilms in vitro and subsequent 

quantification. Among them is the use of the vortexing and ultrasound. The vortexing acts 

through tourbillon movements, removing or reducing the adhesion of microorganisms on a 

surface. Ultrasound destabilizes the structure of the biofilm, dislodging bacterial aggregates 

through physical, chemical and mechanical results of the cavitation process. These processes 

are responsible by the cleaning of surfaces with presence of adhered particles. In our study 

there was no statistical difference between the two removal methods, vortexing and 

ultrasound. There was also no significant difference between S. Typhimurium, S. Enteritidis 

and SE P106, which confirms the similarity between the two methods and among the studied 

strains. Although there was no statistical difference between the tested methods, the use of 

ultrasound in moderate frequency and for 10 min, will be used as standard for detachment of 

biofilms formed in vitro, due to their hydrodynamic properties that destabilize the structure of 

the biofilm. 

Keywords: Salmonella, biofilms, vortex, ultrasound, detachment. 

 

 

INTRODUCTION 

The presence of biofilm is common to all types of surfaces [16], who suffer wear with 

repeated use and increase the possibility of accumulation of soiling and bacteria [10]. Once 

formed acts as a constant contamination points, releasing fragments or planktonic cells of 
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microorganisms, as Salmonella spp., may compromise the microbiological quality of products 

[8].  

Among the materials used in equipments, stainless steel has been the major material of 

choice due to its resistance to corrosion and oxidation, by having greater durability and ease 

of cleaning and disinfection process [10,16]. 

 Laboratory methods are been used and tested in vitro for removal and subsequent 

quantification of biofilm, including the use of vortex and ultrasound [12]. The vortex is a 

method often used in biofilm studies, and acts by swirling movements, through the effect of 

water flow motion. As a result removes or reduces the adhesion of microorganisms on a 

surface [15]. Ultrasound, when used in moderate frequency (20 kHz e 40 kHz), detach 

bacterial aggregates, acting through physical effects, resulting from chemical and mechanical 

acoustic cavitation [13].  

With this aim, it sought to evaluate the efficacy of two laboratory methods, vortex and 

ultrasound, to remove biofilm of Salmonella spp., cultivated in vitro, in stainless steel surface 

from the food industry. 

 

MATERIALS AND METHODS 

The assays for comparison of methodologies for biofilms removal were performed in 

Bacteriology and Mycology Laboratory in the Veterinary Hospital at Faculty of Agronomy 

and Veterinary Medicine, University of Passo Fundo (FAMV/UPF). 

Samples of Salmonella spp. 

Three strains were analyzed for biofilm formation by Salmonella spp., and they are S. 

Typhimurium ATCC 14028, S. Enteritidis ATCC 13076 and S. Enteritidis isolated from drag 
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swab on poultry farm and genetically confirmed by Microarray by Check&Trace1 equipment, 

denominated P106. They were stored in Brain-Heart Infusion broth (BHI)2 with 20% glicerol3 

frozen at -20°C. Were reactivated utilizing BHI2 broth, incubated at 36 ± 1°C for 18-24 h, 

then plated on Xylose-Lysine Deoxycholate Agar (XLD)2 and incubated at 36 ± 1°C. After 24 

h was observed the pattern of colonies to assess whether they were compatible with 

Salmonella spp., and confirmed with biochemical and sorological tests. 

 

Preparation of specimens 

As specimens were utilized coupons of stainless steel AISI 316 with an area of 1 cm² 

made in the dimensions of 1 cm X 1 cm and 0.1 cm of thickness. The materials used for the 

coupons were obtained from the equipments at cuts room in poultry slaughterhouse. The 

coupons were submitted to the following process: a) manual cleaning with sponge, water and 

liquid neutral detergent; b) rinse with distilled water; c) immersion in 70% ethanol (v/v) for 1 

h at room temperature; d) rinse with distilled water; e) sterilization by autoclaving at 121ºC 

for 30 min. 

 

Biofilm Formation 

For the biofilm formation it was used onto 12-well, flat-bottomed sterile polystyrene 

microtiter plates5. Were placed 2,75 mL of TSB without glucose4 in each well with the 

stainless steel coupon and added 250 μL with approximately 10³ CFU/mL of S. Typhimurium 

ATCC 14028, S. Enteritidis ATCC 13076  and S. Enteritidis SE106, incubated at 36ºC for 24 

h. All tests were conducted with six replicates for every microorganism individually and for 

the single removal method. The coupon was removed with sterile tweezers and immersed in 5 

mL of peptone water (AP) 1 at 0.1% for 1 min to remove planktonic cells. After was 

transferred to another tube with 10 mL of AP1 at 0.1% to removal of sessile cells. 



35 

 

 

 

Techniques for biofilm removal 

After the biofilm formation, two methods were used in the removal step, the vortexing, 

performed for 2 min [15], and sonication method [16], with coupons maintained for 10 min in 

an ultrasound bath, at a frequency of 40 kHz and potency 81 W. Serial dilutions were made 

and transferred to PCA agar1 for quantification with drop plate. To this end, the plate was 

divided into sectors and inoculated five drops of 10 μL of each dilution, incubated at 36ºC for 

24 h. To determine the result was applied the formula: CFU.cm-2 = (VD/VA).Av.D/A, as 

follow: VD: diluent volume used for rinse (mL), VA: volume of the aliquot used in the plating 

(mL), Av: average of the counting obtained on the plates (CFU), D: dilution used for 

counting, A: coupon area (cm2), and expressed in log10.UFC.cm-2 [4,9]. 

 

Scanning Electronic Microscopy 

The microtopography of the surfaces was performed by scanning electronic 

microscopy (SEM) at the Electron Microscopy Center (CME) da UFRGS [18]. The coupons 

were immersed in 10 mL of PBS (KH2PO4, 0.31M, pH 7.2) for 1 min, for removal planktonic 

cells, and fixed with glutaraldehyde 2.5%3. After, were rinsed with 0.2 M phosphate buffer. 

Dehydration was carried out using acetone at 30%, 50%, 70%, 90% and 100%. After 

complete dehydration, the samples were placed in a critical point drying, and following on 

stubs for metallization. 

 

Statistical Analysis 

The results obtained were examined by analysis of variance (ANOVA). The 

comparison of means was performed with Tukey test at 5% probability (P > 0.05). 
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RESULTS 

All the three strains of Salmonella spp. formed biofilm after 24 h incubation in 

stainless steel, as can be seen in Figure 1. After removal and quantification, there was no 

significant difference (P > 0.05) between S. Typhimurium, S. Enteritidis and SE P106. Either, 

there was no significant difference between the two removal methods, vortexing and 

sonication by ultrasound (P > 0.05), according Table 1, confirming the similarity between the 

two methods and among the strains studied. 

 

DISCUSSION 

Biofilms are communities consisting of sessile cells, mono or multispecies [7]. They 

may be in any surface, biotic or abiotic, and are surrounded by a matrix of organic polymers, 

strongly adhered through of protein or polysaccharide filaments, known as extracellular 

polymeric substances (EPS) [3,5]. Adherence these bacteria, particularly the pathogenic, may 

cause serious hygienic problems and economic losses due to impairment of microbiological 

quality [2]. 

Although the use of food processing techniques and advanced hygienization in 

industry, the increasing number and severity of foodborne diseases around the world have 

increased considerably, worrying the consumers, as well as the agencies responsible for 

public health, in relation to quality of food [14].  

Research with microbial biofilm formation it becomes ever more present, and different 

laboratory methods may be used for removing biofilms in vitro to subsequent quantification, 

including the vortex and ultrasound [12]. 
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The vortexing is a methodology used in biofilm studies, and acts through typical 

tourbillon movements, by the effect of the water flow motion and as a result removes or 

reduces the adherence of microorganisms on a surface [15]. Despite the similarity between 

methods, ultrasound features cavitation effect, that is the formation of cavities or bubbles in 

the liquid medium, generating some gas, which may cause structural or functional changes in 

the cells due to disruption of molecular bonds [6]. Scherba et al. [17] demonstrated that a 

hydrodynamic property of the ultrasound destabilizes the biofilm structure at frequency of 26 

kHz, and the higher the intensity and the time of exposure, is greater the breaking of biofilm.

 The sonication with ultrasound bath is able to inactivate the bacteria when used at high 

frequencies (512 kHz and 850 kHz). However, when used in moderate frequency (between 20 

kHz and 40 kHz), acts dislodging bacterial aggregates through physical, chemical and 

mechanical effects of acoustic cavitation [13]. 

During this process, cavitation bubbles will produce enough energy to mechanical 

weaken bacteria or cells. This may happen through numerous processes, such as change in the 

bacterial surface induced by cavitation; pressure gradient, resulting from the collapse of gas 

bubbles colliding with the surface of biofilm; shearing force inside the biofilm; and chemical 

attack due to radical formation, such as H and OH-, during the cavitation, weakening the 

biofilm [13]. These processes are responsible for cleaning of surfaces with presence of 

adhered particles. Similar results are cited by Lindsay & Holy [12], who studied the biofilm 

removal of Pseudomonas fluorescens in stainless steel surface, by three different methods, 

including the use of vortexing and ultrasound, and no significant differences was found.  

Ultrasonic equipments have been used to estimate microbial contamination of 

surfaces. However, these must be small enough and removable so that they can be immersed 

in diluent and put on the ultrasonic device, where the energy generated will result in release of 
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the microorganisms [11]. We also emphasize the facility of using the ultrasound bath by the 

researcher compared to the vortexing in the removal of biofilms. 

Ali et al. [1] evaluated the biofilms removal in ultrasound bath at different times, 5, 

10, and 15 min, and observed that there was no statistical difference between the sonication 

times. Thus, they selected 10 min for use in all the tests, since the recovery of cells were 

consistent and elevated, and this time reduce the possibility of cell damage caused by 

prolonged sonication. 

Based on this assumption, the ultrasound, when employed in frequency and time 

proper, becomes an excellent method for detachment of biofilms in vitro, mainly by 

destabilizing the biofilm properties and the usability.  

 

CONCLUSION 

Although there was no statistical difference between the tested methods, the use of 

ultrasound in moderate frequency (40 kHz) for 10 min. will be used as standard for 

detachment of biofilms formed in vitro, due to their hydrodynamic properties that destabilize 

the structure of the biofilm. 
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Legends and Foot Notes: 
 

 

Table 1. Vortexing and ultrasound methods in removing biofilms in vitro formed by 
Salmonella Typhimurium, Salmonella Enteritidis and Salmonella Enteritidis P106. 

SAMPLES 
VORTEXING 

(log10 CFU/cm²) 

ULTRASOUND 

(log10 CFU/cm²) 

S. Typhimurium 7,0264 A a 7,6297 A a 

S. Enteritidis 7,2717 A a 7,6831 A a 

SE P106 7,1681 A a 7,2092 A a 

Means followed by the same capital letters in the lines and small letters in the same column, do 
not differ in the Tukey test (P > 0.05). 

 

 

 

Figure 1. Stainless steel surface with biofilm formation by S. Enteritidis ATCC 13076.  
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Abstract   

Avaliou-se o efeito da temperatura na capacidade de Salmonella Enteritidis (SE) formar 

biofilme em superfícies de aço inoxidável, polietileno e poliuretano e processos de 

higienização. Corpos de prova foram postos frente a culturas bacterianas e incubados a 

42±1ºC, 36±1ºC, 25±1ºC, 9±1ºC e 3±1ºC, por 4, 8, 12 e 24 horas. Para higienização foram 

testadas águas aquecidas a 45ºC e 85ºC, e soluções de ácido peracético e amônia quaternária. 

As SE aderiram mais ao polietileno que ao poliuretano e ao aço inoxidável. Houve formação 

de biofilmes em todas as temperaturas, ressaltando a 3ºC, temperatura ainda não citada para 

adesão de SE. O ácido peracético e a água a 85ºC tiveram ação semelhante seguido da amônia 

quaternária, já a água a 45ºC não foi eficaz. Todos os materiais propiciaram a aderência de SE 

até mesmo em temperaturas baixas, consideradas até então seguras para a conservação dos 

alimentos.  

 

Introdução 

A Salmonella Enteritidis (SE) vem se destacando como o sorotipo mais comum nos 

seres humanos, sendo a principal causadora de surtos de doenças transmitidas por alimentos, 

especialmente na Europa, onde responde por 85% dos casos (Miljkovic-Selimovic et al. 

2010). Segundo dados da Organização Mundial da Saúde (World Health Organization - 

WHO), até o ano de 2013 a SE estava entre os 15 sorovares mais sorotipificados em seres 

humanos, na alimentação humana, em animais, meio ambiente e na alimentação animal 

(WHO 2014).  

É considerada um dos enteropatógenos humanos mais frequentemente associados ao 

trato digestório das aves, originando-se de diferentes fontes do ambiente avícola.  Produtos 
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como ovos e carne são os mais comumente causadores de gastroenterite, sendo responsáveis 

por até 47% do total das infecções (Cardoso et al. 2000; CDC 2013). Com isso se torna 

essencial o seu controle em abatedouros avícolas, por possuir relevância como causadora de 

doenças veiculadas por alimentos. Consequentemente, além das preocupações de saúde 

pública (CDC 2014a), tem reflexo econômico, causando perdas no mercado interno e em 

exportações. 

Outra grande preocupação em relação às condições higiênico-sanitárias dos 

abatedouros avícolas é com a formação de biofilmes, que são microrganismos aderidos a uma 

superfície biótica ou abiótica e, uma vez constituídos, agem como pontos de contaminação 

constante, liberando fragmentos ou células, como de Salmonella spp, podendo comprometer a 

qualidade microbiológica de produtos (Fuster-Valls et al. 2008). 

A SE pode aderir e formar biofilmes em superfícies inertes de processamento de 

alimentos, como aço inoxidável, polietileno e poliuretano (Manijeh et al. 2008), sob diferentes 

condições de crescimento, entre essas diferentes temperaturas. Está documentado por 

diferentes autores que o gênero Salmonella não possui habilidade de crescimento abaixo de 

5ºC (Morey & Singh 2012, Tortora et al. 2012, Gast 2008). Tortora et al. (2012) colocam que 

a temperatura mínima de crescimento da Salmonella é 5°C e a temperatura ótima é de 37ºC. 

Entretanto, o desenvolvimento em temperaturas de refrigeração deve ser investigado, 

já que é considerado um ponto crítico durante a produção e conservação de alimentos (Lima 

et al. 2004). Lianou & Koutsoumanis (2012), observaram que a formação de biofilme é 

afetada por diferentes parâmetros ambientais, como temperatura, pH, osmolaridade e pressão 

atmosférica, e que esta formação aumentou à medida que as condições tornaram-se menos 

favoráveis para o microrganismo, Reuter et al. (2010) e Rode et al. (2007) corroboram essa 

afirmativa. 
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Microrganismos em forma de vida séssil resistem significativamente mais aos agentes 

empregados nos procedimentos de higienização (Costerton et al. 1995; Steenackers et al. 

2012). Uma vez o biofilme formado atua como uma barreira física que impede ação de 

agentes sanitizantes (Costerton et al. 1995; Stepanovic et al. 2004), tornando a eliminação 

desses patógenos um grande desafio em instalações de processamento de alimentos.  

Neste contexto, o objetivo desse trabalho foi avaliar se temperaturas de refrigeração 

(3°C e 9ºC), ambiente (25ºC), ótima (36ºC) e de termotolerância (42ºC) influenciam a 

formação de biofilmes por SE, nos tempos de formação 4, 8, 12 e 24 horas. A mimetização 

dos procedimentos de higiene pré-operacional e operacional nas superfícies de contato com 

alimento foi realizado através de tratamentos com águas aquecidas a 45ºC e 85ºC, soluções de 

ácido peracético e amônia quaternária. 

 

Materiais e Métodos 

 

Os testes de avaliação da formação de biofilmes foram realizados no Laboratório de 

Bacteriologia e Micologia do Hospital Veterinário da Faculdade de Agronomia e Medicina 

Veterinária da Universidade de Passo Fundo (FAMV/UPF). 

 

Amostras de SE 

Foram analisadas duas amostras de Salmonella Enteritidis (SE) quanto à formação de 

biofilmes mono-espécie, previamente isoladas e confirmadas geneticamente por Microarray 

pelo equipamento Check&Trace (R-Biopharm AG, Darmstadt, Germany). Dessas, uma cepa 

é proveniente de cortes de aves destinados ao consumidor e não envolvidos em surtos, 
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denominada SE 84, e a outra oriunda de swabs de arrasto de ambientes de frangos de corte, 

denominada SE 106.  

Elas estavam armazenadas congeladas em caldo Brain-Heart Infusion (BHI, 

HiMedia®) acrescido com 20% de glicerol e congeladas a -20ºC. Foram reativadas, para 

verificar se estão puras, utilizando um meio de enriquecimento não seletivo (BHI, HiMedia®), 

posteriormente inoculadas em caldo  Rappaport Vassiliadis (RV, HiMedia®), isoladas em 

Ágar Xilose-Lisina Desoxicolato (XLD, HiMedia®) e incubadas a 37oC. Depois de 24 horas 

foi observado o padrão de colônias para avaliar a compatibilidade com Salmonella spp. e 

realizada confirmação bioquímica e sorológica.  

 

Preparação de corpos de prova  

Foram utilizados, como corpos de prova, cupons de aço inoxidável AISI 316, 

poliuretano e polietileno limpos e esterilizados, com área de 1 cm², confeccionados nas 

dimensões de 1 cm X 1 cm e 0,1 cm (espessura). Os materiais utilizados para a preparação 

dos cupons foram obtidos do ambiente de processamento de cortes de aves. Os cupons foram 

submetidos aos seguintes procedimentos: a) limpeza manual com auxílio de esponja, água e 

detergente neutro líquido; b) enxague com água destilada; c) imersão em álcool etílico 70% 

(v/v) por 1 hora a temperatura ambiente; d) enxágue com água destilada; e) esterilização em 

autoclave a 121ºC por 30 minutos. 

 

Formação do biofilme 

Para a formação dos biofilmes os corpos de prova foram cultivados individualmente 

em microplacas estéreis de poliestireno com 12 poços (Nest®). Foi adicionado 2,75 mL de 

caldo triptona de soja sem glicose (TSB, Difco®) e 250μL de culturas individuais de cada SE, 
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com aproximadamente 103 UFC.mL-1 em cada poço. Esta população foi verificada, em todo o 

experimento, por semeadura em placas contendo Agar Padrão de contagem (PCA, HiMedia®).  

Os corpos de prova de aço inoxidável, poliuretano e polietileno foram imersos na 

cultura de cada microrganismo e incubados a 42±1ºC, 36±1ºC, 25±1ºC, 9±1ºC e 3±1ºC, 

simulando as temperaturas do ambiente de processamento, ótimas dos microrganismos e de 

termotolerância, e avaliados nos tempos 0, 4, 8, 12 e 24 horas, simulando os períodos para 

higiene operacional e pré-operacional em abatedouros de aves (Rossoni & Gaylarde 2000; 

Kusumaningrum et al. 2003). Todos os ensaios foram realizados com três repetições. 

Resultou em 1125 ensaios de formações de biofilmes nas três superfícies, temperaturas e 

tempos, para cada amostra de SE, totalizando 2250 análises. 

Nos tempos determinados, os cupons foram retirados dos meios de cultivo com o 

auxílio de uma pinça estéril e imersos em 5 mL de Água Peptonada 0,1% (AP, HiMedia®), 

por 1 minuto, para a remoção de células planctônicas. Em seguida foram introduzidos em 

tubos contendo 5 mL de Água Peptonada 0,1%, e sonicados por 10 minutos em banho de 

ultrassom (frequência de 40 kHz e potência de 81 W) para desadesão de células sésseis 

(Scherba et al. 1991).  

Diluições apropriadas foram transferidas para placas de Petri contendo Agar PCA e 

utilizado o método de contagem em gota (Drop plate), inoculando cinco gotas de 10μL de 

cada diluição, com leitura após 24 horas de incubação a 37ºC.  

Para determinar o resultado foi aplicada a fórmula: UFC.cm-2 = (VD/VA).Av.D/A, 

como segue: VD: volume do diluente usado no enxágue (5 mL), VA: volume da alíquota usada 

no plaqueamento (0,05 mL ou 0,1 mL), Av: média da contagem obtida nas placas (UFC), D: 

diluição usada na contagem, A: área do cupom (2 cm2), expresso em log10.UFC.cm-2 (Careli 

2005; Gibson 1999, ISO 18593:2012). 
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Avaliação dos procedimentos de higienização 

A eficácia dos tratamentos foi testada sobre os biofilmes formados nas três superfícies. 

Os corpos de prova, previamente incubados e após a remoção das células planctônicas, foram 

colocados em recipientes com 5 mL de água estéril aquecida a 45ºC por 3 minutos, água 

estéril a 85ºC por 3 minutos, e nas soluções de ácido peracético 0,5% (Kalykim®, Brazil) e 

amônia quaternária 1% (Kalykim®, Brazil), por um tempo de 5 minutos.  

Após, os fragmentos foram imersos em 5 mL de Água peptonada 0,1% com agentes 

neutralizantes por 1 minuto (Joseph et al. 2001; ISO 18593:2012), introduzidos em tubos 

contendo 5 mL de Água peptonada 0,1% e sonicados por  10 minutos em banho de ultrassom 

para desadesão de células sésseis (Scherba et al. 1991). Foi utilizado o método de contagem 

em gota (Drop plate).  

 

Análise estatística 

Os resultados obtidos foram analisados por meio da análise de variância. A 

comparação das médias foi realizada com o teste Tukey a 5% de probabilidade. A análise 

estatística foi feita utilizando o software ASSISTAT versão 7.7 beta (SILVA 2014). 

 

Resultados 

Variabilidades das amostras 

Quando comparada as duas amostras de Salmonella Enteritidis, ambas de origem 

avícola, a SE 106 teve menor formação de biofilmes (4,7646 log10.UFC.cm-2)  quando 

comparada com a SE 84 (5,2575 log10.UFC.cm-2) , com diferença estatística (P<0.05) (Tabela 

1). 
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Tabela 1. Formação de biofilmes pelas S. Enteritidis. Médias das repetições. 

CEPA FORMAÇÃO* 
(MÉDIA**) 

SE 84 5,2575 a 

SE 106 4,7646 b 

As médias seguidas das mesmas letras minúsculas nas colunas, não diferem entre si pelo teste de 
Tukey (P<0,05).  
* Resultados em log10.UFC.cm-2 

** Média geral da formação de biofilmes em todas as condições ambientais. 
 

 

Efeito das temperaturas na formação do biofilme 

Quando avaliamos os resultados da formação de biofilmes pelas duas cepas de SE 

frente às diferentes temperaturas utilizadas para incubação, tanto a SE 84 como a SE 106, 

aderiram estatisticamente igual a 3ºC, 9ºC, 25ºC, 36ºC e 42ºC. Ocorreu uma maior adesão da 

Salmonella com o aumento das temperaturas de incubação. S. Enteritidis possui a mesma 

capacidade de formar biofilmes sob refrigeração e temperaturas ótimas (Tabela 2 e Figuras 1, 

2 e 3).  

 

Tabela 2. Formação de biofilmes pelas S. Enteritidis sob diferentes temperaturas de 

incubação. Médias das repetições, em todas as superfícies testadas. 

TEMPERATURAS* 

CEPA 3ºC 9 ºC 25 ºC 36ºC 42ºC 

SE 84 4,8755 Aa 5,0558 Aa 5,4244 Aa 5,4402 Aa 5,4916 Aa 

SE 106 4,3690 Aa 4,6533 Aa 4,8022 Aa 4,8420 Aa 5,1564 Aa 

As médias seguidas das mesmas letras maiúsculas nas linhas, e das mesmas letras minúsculas nas 
colunas, não diferem entre si pelo teste de Tukey (P<0,05).  
* Resultados em log10.UFC.cm-2 
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Figura 1. Formação de Biofilme de S. Enteritidis de origem avícola, sob diferentes 
temperaturas de incubação.  
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Figura 2. Formação de biofilme pela S. Enteritidis 106 em superfícies de polietileno, 
poliuretano e aço inoxidável sob diferentes temperaturas e procedimentos de higienização. 
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Figura 3. Formação de biofilme pela S. Enteritidis 84 em superfícies de polietileno, 
poliuretano e aço inoxidável sob diferentes temperaturas e procedimentos de higienização.  
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Adesão microbiana às diferentes superfícies  

Houve formação de biofilme pelas SE em todas as superfícies, no aço inoxidável, 

poliuretano e polietileno. Entretanto, houve maior adesão no polietileno frente às demais 

superfícies avaliadas, mas sem diferença estatística. As médias de formação, de ambas SE, 

são visualizadas na Tabela 3 e Figura 4. 

 

Tabela 3. Formação de biofilmes pelas S. Enteritidis em polietileno, poliuretano e aço 

inoxidável. Médias das repetições, sob todas as temperaturas de incubação. 

CEPA SUPERFÍCIES* 

 Polietileno Poliuretano Aço inoxidável 

SE 84 5,5193 Aa 5,1510 Aa 5,1020 Aa 

SE 106 4,9165 Aa 4,6328 Aa 4,7445 Aa 

As médias seguidas das mesmas letras maiúsculas nas linhas, e das mesmas letras minúsculas nas 
colunas, não diferem entre si pelo teste de Tukey (P<0,05).  
* Resultados em log10.UFC.cm-2 

 

 

 
 
 

 
Figura 4. Formação de Biofilme de S. Enteritidis de origem avícola em diferentes superfícies 
usadas na indústria de alimentos. 
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Tratamentos de higienização  

Frente aos tratamentos testados para remoção de biofilmes em ambas as estirpes, o 

ácido peracético e a água a 85ºC apresentaram ação semelhante (P=0,989) na remoção. A 

água a 45ºC não foi eficaz na remoção de biofilmes, ficando muito próximo do controle. O 

outro sanitizante testado, a amônia quaternária, removeu biofilmes, mas com menor eficácia 

se comparada ao ácido peracético (Figura 5 e Tabela 4). Nessa figura também se observa a 

menor eficácia dos tratamentos na superfície de polietileno. 

 

 
Figura 5. Remoção de Biofilme de S. Enteritidis de origem avícola, em aço inoxidável, 
polietileno e poliuretano, por diferentes procedimentos de higienização. 
 
Legendas: Água 45ºC: água estéril aquecida a 45ºC; Água 85ºC: água estéril aquecida 85ºC; Ácido P.: ácido 
peracético; Amônia Q: amônia quaternária. 

 

Com o uso do ácido peracético e amônia quaternária obtivemos uma redução média de 

4,23 log10.UFC.cm-2 e 3,562 log10.UFC.cm-2, respectivamente, no número de alteradores 

aderidos a todas as superfícies testadas, a água a 85ºC reduziu 4,26 log10.UFC.cm-2. A água 
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aquecida a 45ºC não atendeu as recomendações para higienização correta de uma superfície, 

com redução de somente 0,511 log10.UFC.cm-2 (Tabela 4).  

 

Tabela 4. Quantificação da remoção de biofilmes por duas cepas de S. Enteritidis de origem 

avícola, por diferentes procedimentos de higienização. Médias das repetições. 

As médias seguidas das mesmas letras maiúsculas nas linhas, e das mesmas letras minúsculas nas 
colunas, não diferem entre si pelo teste de Tukey (P<0,05).  
* Resultados em log10.UFC.cm-2 

 

 

Discussão 

Segundo Cerca (2012) e Wang et al. (2013), ainda poucos estudos avaliam a 

capacidade de formação de biofilme com várias estirpes do mesmo microrganismo, e mais 

limitados são os dados de pesquisa disponíveis sobre a produção de biofilme por diferentes 

cepas do mesmo patógeno em diferentes condições ambientais. 

Ao comparar as duas estirpes de Salmonella Enteritidis isoladas do ambiente avícola, a 

SE 84 isolada de peito de frango e não envolvida em surto de DTA, formou mais biofilme 

quando comparada com a SE 106, isolada de swab de arrasto de ambientes de frangos de 

corte. 

Segundo Ronner and Wong (1993), para caracterizar a formação de biofilme são 

necessários um número mínimo 103 UFC (3 log10.UFC.cm-2)  e 105 UFC (5 log10.UFC.cm-2) 

CEPA TRATAMENTOS* 

 CONTROLE 

ÁGUA 

AQUECIDA 

45 ºC 

ÁGUA 

AQUECIDA 

85 ºC 

ÁCIDO 

PERACÉTICO 

AMÔNIA 

QUATERNÁRIA 

SE 84  5,258  Aa 4,875  Ba 0,649  Ca 0,725  Ca 1,580  Da 

SE 106  4,765  Ab 4,126  Ba 0,854  Ca 0,836  Ca 1,317  Da 
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aderidas por cm2. Sendo assim, ambas as cepas estudadas formaram biofilmes em todas as 

temperaturas avaliadas.  

Ao analisarem as mesmas amostras, Silva et al. (2014) identificaram que a SE 106 se 

revelou multirresistente a antibióticos, sendo resistente a três princípios ativos, Eritromicina, 

Neomicina e Sulfonamidas. Já a SE 84 não foi multirresistente. 

Silva (2014), avaliou os genes de virulência presentes nas duas Salmonella Enteritidis 

usadas em nossa pesquisa, e somente a SE 84 possuía o gene spiA em seu perfil genético, que 

está envolvido na formação de biofilmes e também na virulência da Salmonella Enteritidis 

(Dong et al. 2011). Confirmam nossos achados, mostrando evidências para a SE 84 ter 

formado mais biofilme. 

Frente a isso é importante ressaltar que existe a questão da ação da própria cepa a ser 

avaliada, e não a origem em si. Outros trabalhos relatam que essa diferença que encontramos 

é devido à variabilidade da cepa. Lianou & Koutsoumanis (2012), Wang et al. (2013), Vestby 

et al. (2009), relatam diferenças significativas entre os sorovares de Salmonella spp. sobre a 

capacidade de formar biofilme. Além disso, observaram que a variabilidade das estirpes na 

formação do biofilme é afetada por todos os parâmetros ambientais testados, e pareceu 

aumentar a formação do biofilme à medida que as condições tornaram-se menos favoráveis 

para o microrganismo. 

Esta particularidade de cada estirpe é importante para a sobrevivência da bactéria em 

ambientes de processamento de alimentos. Com isso os resultados deste estudo fornecem 

informações úteis para o avanço da compreensão da variabilidade na dinâmica de formação de 

biofilmes por Salmonella Enteritidis, bem como na seleção de cepas para a avaliação da 

eficácia dos procedimentos de higienização contra esta formação.  

Os abatedouros avícolas brasileiros que exportam seus produtos para a União Europeia 

(EU) devem garantir temperatura ambiente não superior a 10ºC na sala de cortes. O 



59 

 

 

resfriamento dos produtos de aves deve ser a uma temperatura de no máximo 4°C, 

respeitando, assim, o regulamento técnico da inspeção tecnológica e higiênico-sanitária de 

carne de aves, conforme a Portaria n° 210 (Brasil 1998).  

Partindo deste pressuposto, nesse experimento foram mimetizadas as temperaturas 

preconizadas em abatedouros avícolas: 3±1ºC (temperatura de resfriamento, máximo a 4°C); 

9±1ºC (temperatura da sala de cortes para UE, máximo 10°C); 25±1ºC (temperatura 

ambiente); 36±1ºC (padrão ótimo para crescimento de mesófilos) e 42ºC±1ºC (temperatura de 

enriquecimento seletivo para Salmonella, devido à termotolerância).  

Até onde sabemos, esta é a primeira publicação sobre a formação de biofilmes por S. 

Enteritidis na temperatura de 3°C nestas superfícies. Ressaltamos que esta temperatura não foi 

até então descrita como propícia para o desenvolvimento de Salmonella spp.. Obtivemos 

resultados inéditos frente às diferentes temperaturas utilizadas para incubação, com mesma 

formação de biofilmes em temperaturas de conservação de alimentos (3°C e 9°C) e 

temperaturas ótimas de crescimento (36°C), independente da superfície. 

Tortora et al. (2012) colocam que a temperatura mínima de crescimento da Salmonella 

é 5°C e a temperatura ótima é de 37ºC. Morey and Singh (2012) salientam que já está bem 

documentado que a Salmonella não cresce entre 4ºC e 8ºC. Além disso, o programa de 

modelagem de patógenos do United States Department of Agriculture (USDA) versão 6.1, 

oferece a temperatura de 5°C como a menor temperatura possível para o crescimento de 

Salmonella spp.  

Os resultados encontrados foram semelhantes aos obtidos na superfície de poliestireno 

por Rodrigues et al., desritos em artigo submetido para publicação (comunicação pessoal), 

que analisaram a habilidade de formação de biofilmes em 170 amostras de Salmonella 

Enteritidis, e todas foram capazes de formar biofilme em temperaturas de refrigeração (3ºC). 

Este relato também é corrobado por Morey and Singh (2012), que salientam que temperaturas 
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baixas, 4ºC e 8ºC, foram fatores importantes na determinação da sobrevivência e crescimento 

de S. Typhimurium e S. Heidelberg. 

Como citado por Reuter et al. (2010) e Rode et al. (2007), os microrganismos na forma 

de vida séssil adaptam-se melhor ao meio, e isso permite a sobrevivência e crescimento sob 

condições prejudiciais e estressantes. Resultados semelhantes são reportados em nosso estudo 

que, em condições inóspitas como temperaturas baixas e de termotolerância, a S. Enteritidis 

formou biofilme. 

Em alimentos como a carne de frango, onde diversas intervenções tentam reduzir os 

agentes patogênicos, mais investigações são necessárias para proporcionar uma temperatura 

ótima de refrigeração que realmente iniba o crescimento da Salmonella. Já que são escassos 

os dados sobre crescimento em baixas temperaturas, nossos resultados podem auxiliar na 

conservação do produto, na sua vida de prateleira e, consequentemente, terá reflexos na saúde 

pública. 

Além da preocupação com o armazenamento correto do produto, Contreras et al. 

(2003) afirma que toda planta de uma indústria alimentícia deve ser limpa e sanificada após o 

término do processo produtivo, realizado no final do turno de abate e denominada higiene pré-

operacional. Durante o dia, é realizada a higiene operacional, que consiste em um processo 

rápido de higienização durante intervalos na produção.  

O procedimento de higienização nos matadouros de aves consiste fundamentalmente 

no processo de esfrega através de ação mecânica para remoção de resíduos sólidos, uso de 

água quente a 45°C com aproximadamente 22,5 bar de pressão no enxague, e o uso de 

detergentes e sanificantes, como o ácido peracético e amônia quaternária. A sanitização é a 

última etapa do processo de higienização, seu objetivo é reduzir microrganismos alteradores e 

eliminar patógenos até níveis seguros, de modo a obter um produto de boa qualidade 
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higiênico-sanitária (Moraes et al. 1997). Para higiene operacional de utensílios, como facas de 

corte, é utilizada água quente a 85°C por no mínimo 3 minutos (Brasil 1998).  

Quando avaliamos os resultados entre os diferentes tratamentos utilizados para 

remoção do biofilme, o uso do ácido peracético e da água aquecida a 85°C reduziram com a 

mesma eficácia os biofilmes formados por SE em todas as temperaturas e tempos de 

formação, seguido pela ação da amônia quaternária.  

Segundo Vialtra et al. (2012), a eficiência da operação de higienização de um 

equipamento ou superfície é medida pela quantidade de microrganismos viáveis aderidos após 

essa operação e, de maneira geral, os equipamentos e utensílios não devem conter mais do que 

100 UFC.cm-2. Na Diretiva 471/2001 da UE, no teste de superfícies, o nível aceitável é até no 

máximo 10 UFC.cm-2 de microrganismos mesófilos e 1 UFC.cm-2 de enterobatérias. Os 

estabelecimentos habilitados à exportação para a União Europeia devem atender a esta 

diretiva (União Europeia 2001a). 

Conforme recomendações da American Public Health Association (APHA 2014), para 

que as superfícies sejam consideradas higienizadas os sanitizantes físicos ou químicos devem 

reduzir em até 2 UFC.cm-2 o número de microrganismos das superfícies. Em superfícies 

aderidas, de acordo com a norma EN 13697:2001 do teste de superfícies da União Europeia, 

deve representar uma redução de no mínimo 4 log (Moretro et al, 2009; União Europeia 

2001b). 

Obtivemos uma redução de 4,23 log10UFC.mL-1 com 5 minutos de contato com o 

ácido peracético, e a amônia quaternária reduziu 3,562 log10UFC.mL-1. A água aquecida a 

85ºC com 3 minutos de contato reduziu 4,26 log10UFC.mL-1. Já a água aquecida a 45ºC não 

atendeu as recomendações para higienização correta de uma superfície, com redução de 

somente 0,511 log10UFC.mL-1. Esses relatos são reforçados por Kich et al. (2004), obtiveram 
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um redução de 4 log do patógeno S. Typhimurium em 15 minutos de contanto com o 

sanitizante ácido peracético.  

Destaca-se o fato de que o uso da água aquecida a 45°C foi semelhante 

estatisticamente ao controle. Deste modo, conforme Contreras et al. (2003), deve-se ressaltar 

a necessidade do uso de pressão para a remoção dos resíduos, além do aquecimento da água a 

esta temperatura, garantindo assim a eficiência da etapa de pré-enxague.  

Em suas pesquisas Silva et al. (2014) e Sinde & Carbalo (2000), confirmam a eficácia 

dos sanitizantes frente a SE e que a redução da aderência dependeu das propriedades do 

material testado. Já Borowsky et al. (2006) referem a resistência de amostras de S. 

Typhimurium em 5 minutos de exposição aos sanitizantes, no entanto em 15 minutos de 

contanto nenhuma foi resistente. 

A resistência dos microrganismos à desinfecção é frequentemente associada com a 

presença de biofilmes em superfícies (Bressler et al. 2009). Os biofilmes constituem uma 

forma privilegiada de vida para as bactérias, e uma compreensão mais clara dos processos 

envolvido em sua resistência a desinfetantes é crucial para o seu controle. 

Estudos revisados por Bridiera et al. (2011), evidenciam que a resistência do biofilme 

a um desinfetante é intimamente relacionada com a sua estrutura tridimensional, com a 

bioestrutura heterogênea e multifatorial, resultado de uma acumulação de diferentes 

mecanismos. Em vista do observado sobre a resistência de biofilmes a desinfetantes, é 

fundamental que se leve em conta o “modo de vida” dos biofilmes, já que incidem sobre a 

avaliação da eficácia de um desinfetante. 

Frente aos resultados obtidos em nosso estudo, a melhor opção para a remoção de 

biofilmes de SE, em superfícies usadas comumente em abatedouros, é a utilização de ácido 

peracético como agente sanitizante e o uso da água aquecida a 85ºC para os utensílios, 

apresentando-se ainda como uma boa segunda opção o uso de amônia quaternária.  
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Além disso, esses resultados salientam a necessidade de emprego de ação mecânica 

em conjunto à ação química na remoção dos biofilmes. Os resultados demonstraram a 

importância dos procedimentos de higiene nas superfícies que entram em contato com os 

alimentos, já que se verificou que a formação de biofilme pode ocorrer mesmo em um curto 

período de tempo, o que enfatiza a necessidade de bons procedimentos de limpeza durante 

todo o processamento de alimentos.  

A aderência de microrganismos a uma superfície está intimamente relacionada com as 

propriedades do material testado. No processo de fabricação de alimentos vários tipos de 

superfícies são utilizadas, como o aço inoxidável e os polímeros, que sofrem desgastes com o 

uso repetido e aumentam a possibilidade do acúmulo de sujidades e bactérias (Holah & 

Thorpe 1990; Sinde & Carballo 2000, Steenackers et al. 2012; Stepanovic et al. 2004).  

Dentre os materiais mais utilizados o aço inoxidável tem sido o material de escolha 

por ter uma maior facilidade no processo de limpeza e desinfecção, quando comparado com a 

ampla variedade de polímeros. Porém sua aplicabilidade é limitada em locais que são 

necessários materiais flexíveis (Holah & Thorpe 1990; Rossoni & Gaylarde 2000). Para o 

processamento de alimentos, principalmente em abatedouros de frangos de corte, também se 

destacam as esteira de poliuretano e os utensílios fabricados com polietileno, principalmente 

placas de corte (Carpentier 1997; Rodrigues et al. 2013; Steenackers et al. 2012).  

Observa-se formação de biofilmes na superfície de polietileno, por ser uma superfície 

de natureza polimérica com maior manipulação. Sinde & Carballo (2000) afirmam que as 

placas de corte de polietileno apresentam superfícies irregulares, o que facilita a deposição de 

material orgânico dificultando a ação dos agentes desinfetantes. Em contrapartida, o 

polietileno é muito usado por ser atóxico e proporcionar menor desgaste das facas de corte. 

No aço inoxidável e no poliuretano também houve formação de biofilmes. Por serem 

superfícies menos irregulares, demonstram uma maior adequação desses materiais na 
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indústria de alimentos e frente a processos de higienização. Porém, o uso do aço inoxidável 

fica limitado devido ao alto custo e a pouca flexibilidade do material. Preocupa-se com o 

crescimento de biofilme no aço inoxidável a 3°C, ambiente encontrado no chiller de 

abatedouros de aves.  Oliveira et al. (2006), sugerem que não é a distância entre as 

rugosidades que abriga as células, e sim a profundidade dessas imperfeições, que leva a uma 

maior adesão microbiana.  

Em consonância com esta citação, Kusumaningrum et al. (2003)  recuperaram S. 

Enteritidis a partir da superfície de aço inoxidável em experimento mantido por quatro dias, 

com níveis elevados de contaminação. O'Leary et al. (2012), estudaram a formação de 

biofilme por cepas de Salmonella Typhimurium em superfície de aço inoxidável e plástico 

PVC e verificaram que a maioria das estirpes possuíram capacidade de formação de biofilme 

altamente dependente da superfície de adesão.  

Já Parizzi et al. (2004) salientaram que o número de células aderidas nas superfícies 

aumentou com o tempo de contato do microrganismo. Ao avaliar a formação de biofilme na 

superfície de poliestireno por S. Heidelberg, Rodrigues et al. (2009), observaram que todas as 

amostras foram capazes de formar biofilme.  

Em 2013, Rodrigues et al. (2013), avaliaram a adesão de microrganismos patogênicos 

nas superfícies de aço inoxidável, poliuretano e polietileno no processo de higiene pré-

operacional em  sala de cortes em um abatedouro de aves. Somente foi isolado 

microrganismos do poliuretano e da mesa de aço inoxidável, antes da lavagem, não obtendo 

achados na superfície de polietileno. 

Stepanovic et al. (2004), observou a formação de biofilme por Salmonella spp. e 

Listeria monocytogenes em superfície de plástico, e em todos os testes ambos microrganismos 

produziram biofilme estando em um meio adequado. Ao observar o meio de crescimento, a 

Salmonella spp. produziu mais biofilme em meio mais limitado em nutrientes, enfatizando o 
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uso do TSB sem glicose na nossa pesquisa. Rodrigues et al (2009), corroboram a capacidade 

de desenvolvimento biofilme por  Salmonella spp. em ambiente sem glicose. 

De maneira geral, os resultados apresentados nesse trabalho demonstraram que tanto 

no aço inoxidável, quanto no poliuretano e polietileno, materiais amplamente utilizados na 

indústria de alimentos, propiciaram a aderência de ambos os sorovares de S. Enteritidis. 

Enfatiza-se a formação de biofilme em baixas temperaturas e curto período de contato, 

propiciando contagens expressivas, que possibilitam a potencial contaminação cruzada 

durante o processamento de alimentos. 
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5. CONCLUSÕES 

 

O estudo da capacidade dessas Salmonella Enteritidis aderir e formar biofilme em 

superfícies comumente usadas na indústria de alimentos, assim como a resistência aos 

sanitizantes e processos de higienização, é de grande relevância tanto para as indústrias de 

alimentos quanto para a saúde pública. A contaminação de seres humanos pode estar 

diretamente ligada à formação de biofilme nessas superfícies, ocasionando contaminação do 

alimento. Neste sentido, com os resultados obtidos neste trabalho, pode-se concluir que: 

 

a) Não houve diferença estatística entre o uso do vórtex e da sonicação na remoção de 

biofilmes. Porém, o uso do ultrassom, com frequência de 40 kHz por 10 min., foi 

determinado como padrão para a desadesão dos biofilmes formados in vitro, devido à 

maior remoção, facilidade de uso e às suas propriedades hidrodinâmicas que 

desestabilizam a estrutura do biofilme. 

b) As S. Enteritidis foram capazes de formar biofilmes em todas as condições ambientais 

avaliadas de temperaturas (3ºC, 9ºC, 25ºC, 36ºC e 42ºC) e superfícies (polietileno, aço 

inoxidável e poliuretano). 

c) Houve formação de biofilmes pelas S. Enteritidis na temperatura de 3°C nas 

superfícies de polietileno, poliuretano e aço inoxidável. Até onde sabemos esta 

temperatura não foi até então descrita como propícia para o desenvolvimento de 

Salmonella spp. nestas superfícies.  

d) As SE 84 e SE 106 possuem a mesma capacidade de formar biofilmes sob temperatura 

de refrigeração (3°C e 9°C), temperatura ambiente (25°C), temperatura ótima de 

crescimento de microrganismos mesófilos (36°C) e  temperatura de termotolerância de 

Salmonella (42°C). 

e) A remoção de biofilmes formados pelas SE nas diferentes superfícies foi 

estatisticamente mais eficaz com o uso de ácido peracético como sanitizante, e 

semelhante ao uso da água aquecida a 85ºC. 

f) A higienização na superfície de polietileno foi menor quando comparada no 

poliuretano e no aço inoxidável, por ser de natureza polimérica e com maior 

manipulação, podem apresentar irregularidades que dificultam a ação dos agentes 

desinfetantes. 
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6. CONSIDERAÇÕES FINAIS 

 

Estes resultados denotam grande relevância devido à possibilidade de permanência 

destas Salmonella Enteritidis em ambientes de manipulação de alimentos na forma de 

biofilmes, e apresentarem resistência a sanitizantes usados na remoção em procedimentos de 

higienização comumente usados nas indústrias de alimentos. Nossos resultados impulsionam 

estratégias de controle de biofilmes e auxiliam a indústria avícola a aprimorar as condições 

higiênicas destes estabelecimentos. 

Estudos futuros são necessários para desenvolver estratégias no controle de formação de 

biofilmes. Projetos já estão sendo desenvolvidos pelo nosso grupo de pesquisa com 

isolamentos de bacteriófagos para posterior aplicação em biofilmes. Além disso, terapêuticas 

que usem o sistema QS (quorum sensing) como alvo no controle de formação de biofilmes 

também será avaliado. 

A microtopografia das superfícies, polietileno, poliuretano e aço inoxidável, com o 

biofilme formado, será avaliada por microscopia eletrônica de varredura (MEV) 

posteriormente. Os cupons estão armazenados já fixados em glutaraldeído.  

Como perspectivas futuras deste trabalho estão os testes com outras duas cepas de 

Salmonella Enteritidis, oriundas de surtos de doenças transmitidas por alimentos (DTA), 

quanto à formação de biofilme mono-espécie em aço inoxidável, polietileno e poliuretano e 

sensibilidade destes biofilmes frente à água quente, amônia quaternária e ácido peracético. A 

partir desses resultados, poderá ser comparada a variabilidade entre essas cepas, de fonte 

avícola e de surtos de DTA, frente a todas as condições ambientais testadas.  

Alem disso será realizada a detecção, por biossensores, de moléculas sinalizadoras do 

quórum sensing e a verificação da formação de biofilmes multiespécies por estas mesmas 

amostras juntamente com amostras de Campylobacter jejuni, Listeria monocytogenes e 

Escherichia coli em aço inoxidável, polietileno e poliuretano e sua sensibilidade frente a 

tratamentos com água quente, amônia quaternária e ácido peracético. 
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