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Resumo 

A detecção de microrganismos, na forma de biofilmes tem sido amplamente discutida 

principalmente na formação deles nas superfícies de materiais encontrados em 

ambiente hospitalar e nas indústrias alimentícias. Dessa forma, é de extrema 

necessidade o uso de técnicas que consigam detectar a presença de biofilmes em 

quaisquer superfícies de diferentes materiais. Embora sejam utilizadas técnicas não-

destrutivas e destrutivas de monitoramento de biofilmes, as estratégias comumente 

empregadas são análises por parâmetros de referências bioquímicos, químicos, 

microbiológicos e físicos.  O método mais utilizado é o químico de coloração Live/Dead, 

realizado através da utilização de corantes para verificar células vivas e mortas. No 

método bioquímico, a análise mais empregada é a de EPS, onde ocorre à 

desestruturação do biofilme, onde é possível verificar a quantidade de carboidratos e 

proteínas que fazem parte da estrutura do biofilme. No método de parâmetros 

microbiológicos, o mais utilizado é a coleta da amostra utilizando swab com posterior 

plaqueamento e contagem das unidades formadoras de colônia. Diversas técnicas 

físicas são aplicadas na caracterização de biofilmes em superfícies, entre as técnicas 

que possuem destaque estão microscópio de luz, microscopia eletrônica de varredura, 

microscopia confocal de varredura a laser, microscopia de elétrons, espectroscopia de 

infravermelho, espectroscopia de refletância. Além da portabilidade, os métodos 

analíticos utilizados para analisar biofilmes devem ser simples, reprodutíveis, sensíveis 

e de baixo custo. Sabe-se os equipamentos utilizados na atualidade são rebuscados, 

alguns possuem elevada sensibilidade e reprodutibilidade, porém possuem elevado 

custo de aquisição, de manutenção e não são portáteis. Diferentes técnicas estão 

disponíveis para a detecção de biofilmes, entretanto para a análise in situ e no local, 

onde o biofilme está localizado, é necessário um método que apresente vantagens como 

a portabilidade, análise in situ e não destrutivo. Nesse sentido, recentemente foi 

desenvolvido um novo método de detecção empregando a termografia ativa no 

infravermelho que consiste em aplicar um estímulo energético externo e através do 

gradiente térmico entre o biofilme e a superfície metálica foi possível detectar o biofilme. 

As imagens capturadas pela termografia no infravermelho são semelhantes as imagens 

obtidas pelo microscópio eletrônico de varredura, mas podendo ser executado em 

poucos minutos. É um método sem contato, não destrutivo, de baixo custo, portátil e de 

fácil uso.  
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1. Introdução 

Um desafio a ser superado nas indústrias de alimentos e ambiente 

hospitalar é em relação a contaminação microbiológica causada pela formação 

de biofilme sobre as superfícies dos equipamentos e utensílios.  

A ocorrência de enfermidades de origem alimentar ocasionadas pela 

ingestão de alimentos contaminados por microrganismos patogênicos é um 

problema recorrente no mundo inteiro e que ocorre, em grande parte, devido à 

elevada facilidade da formação dos biofilmes em ambientes de produção e 

manipulação de alimentos. Apesar de ser realizada a higienização e sanitização 

de todas as superfícies de processamento de alimentos, quando há a presença 

de sujidade ou os microrganismos apresentam-se na forma de biofilme, estes 

podem ser potencialmente resistentes a sanitizantes e a produtos químicos 

(ANDRADE, 2008). 

A formação de biofilmes envolve múltiplos estágios, que inicia com a 

adesão microbiana e subsequente produção e acumulação de uma matriz 

extracelular. A matriz extracelular servirá como proteção para os micro-

organismos contra agentes químicos e físicos, dessa forma dificultando a 

remoção dos biofilmes das superfícies em que se estabelecem (FLEMMING; 

WINGENDER, 2010; COSTERTON, 1999). 

Contudo, a avaliação da eficiência da sanitização na formação de biofilmes 

ainda é considerada um desafio (FERNÁNDEZ, et al., 2019). Embora sejam 

utilizadas diferentes técnicas de monitoramento de biofilmes e sujidades in situ, 

as estratégias comumente empregadas são análises por parâmetros de 

referência bioquímicos, químicos, microbiológicos ou físicos (p. ex. microscópio 

de luz e microscopia eletrônica de varredura). Entretanto, os métodos de 

referência possuem características limitante para serem aplicados em análises 

de rotina, tais fatores que limitam o seu uso são a complexidade de operação, o 

tempo gasto, elevados volumes de reagentes, amostragem invasiva que por 

consequência degrada o biofilme, além da necessidade de infraestrutura 

adequada e pessoal especializado. Ademais, alguns equipamentos não são 

portáteis e não permitem o monitoramento contínuo durante os processos 

industriais (DOLL et al., 2016; DENKHAUS et al., 2007; CORTIZO; 

FERNÁNDEZ, 2003; ZHANG; FANG, 2001). 
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Considerando, que para a avaliação e detecção de biofilmes microbianos 

em diferentes superfícies são utilizados métodos físico, químicos e bioquímicos, 

esta revisão visa destacar a importância da detecção dos biofilmes nas indústrias 

de alimentos bem como no ambiente hospitalar, e dessa forma apresenta os 

principais aspectos, características, vantagens, limitações e aplicações desses 

métodos. 

 

2. Biofilmes 

 Os biofilmes são definidos como adjuntos bacterianos sésseis que 

consistem em grupos multicelulares, compostos por células procarióticas e/ou 

eucarióticas unidos em uma matriz composta por substância polimérica 

extracelular (COSTERTON et al., 1999; PANTANELLA et al., 2013; ACHINAS et 

al., 2020). A formação de biofilmes envolve múltiplos estágios, iniciando com a 

adesão microbiana com subsequente produção e acumulação de uma matriz 

extracelular, que é composta por uma ou mais substâncias poliméricas, tais 

como, proteínas, polissacarídeos, substâncias húmicas e DNA extracelular 

(FLEMMING; WINGENDER, 2010).  

Para as bactérias a formação de biofilme promove algumas vantagens 

como a proteção contra antibióticos, desinfetantes, condições ambientais e a 

capacidade de sobreviver em condições deficientes de nutrientes (GOLDBERG, 

2002; CHEN et al., 1998; PENG; TSAI; CHOU, 2002; KOCH et al., 2001; 

ACHINAS et al., 2020). 

Cerca de 99% da população de bactérias pode ser encontrada na forma de 

um biofilme em vários estágios de crescimento (DALTON; MARCH, 1998). O 

surgimento dessas comunidades sésseis e sua resistência inerente aos agentes 

antimicrobianos estão no centro de muitas infecções bacterianas persistentes e 

crônicas (COSTERTON, 1999).  

Os microrganismos que crescem envolvidos no biofilme possuem vários 

mecanismos que aumentam a sua resistência a tratamentos antimicrobianos 

externos em comparação com bactérias no estado planctônico. Uma das teorias 

destinadas a compreender esta recalcitrância envolve a penetração lenta ou 
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incompleta de agentes antimicrobianos através da substância polimérica 

extracelular (EPS) do biofilme (FRANCOLINI; DONELLI, 2010). 

A barreira da matriz pode também atuar como um mecanismo de defesa 

contra outros estímulos externos tais como luz ultravioleta e desidratação. A EPS 

também possui capacidade de neutralizar e diluir substâncias antimicrobianas 

(HALL-STOODLEY; COSTERTON; STOODLEY, 2004). De fato, foi relatado que 

os biofilmes maduros são mais resistentes aos agentes bactericidas necessários 

para desestruturar células planctônicas do mesmo organismo no estado livre 

(KHOURY et al., 1992). Embora, a penetração incompleta da barreira da matriz 

tenha sido bem registada e revisada, este mecanismo de resistência não é eficaz 

contra todos os antimicrobianos. 

Sendo os biofilmes bacterianos os maiores causadores de problemas nas 

indústrias de alimentos (KUMAR; ANAND, 1998), sistemas de água 

(FLEMMING; WINGENDER, 2010; BOTT, 1998), área de odontologia 

(MAROTTA, et al., 2002) e principalmente no ambiente hospitalar (HALABI et al., 

2001), é muito importante saber quais são os microrganismos e identificá-los 

diretamente na superfície em que estão presentes.  

 

2.1. Biofilmes no ambiente hospitalar 

No ambiente hospitalar os biofilmes bacterianos são os principais 

responsáveis por infecções, e os microrganismos associados mais 

frequentemente às infecções são as bactérias gram-positivas, tais como 

Staphylococcus aureus, Staphylococcus epidermidis e Enterococcus faecalis e 

as bactérias gram-negativas, incluindo Escherichia coli, Klebsiella pneumoniae, 

Proteus mirabilis e Pseudomonas aeruginosa, e leveduras, particularmente 

espécies de Candida (DONLAN, 2001). 

Comumente no âmbito hospitalar são utilizados dispositivos, como 

cateteres, shunts, endoscópios, respirador pulmonar que melhoraram 

significativamente os serviços de saúde e a recuperação do quadro clínico dos 

pacientes. Entretanto, complicações devido a infecções estão correlacionadas 

diretamente com os dispositivos médicos, pois os biofilmes são encontrados em 
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superfícies inertes, nesses dispositivos médicos de uso interno ou externo 

(BORDI; BENTZMANN, 2011).  

As infecções provenientes de biofilmes em implantes ou nas superfícies de 

outros dispositivos são difíceis de erradicar devido à sua proteção natural, pois 

como mencionado anteriormente, os biofilmes protegem as bactérias, tornando-

as mais resistentes a antibióticos e sanitizantes, em comparação com células 

vivas livres, levando a graves complicações clínicas. Isso está associado ao 

aumento dos casos de mortalidade e morbidade, principalmente em pacientes 

imunocomprometidos, hospitalizados, idosos que correm maior risco devido a 

complicações sépticas e pacientes pediátricos. Devido às complicações no 

estado clínico dos pacientes e das internações ocorre o aumento dos custos de 

hospitalização (CRUZEIRO; CAMARGOS; MIRANDA, 2006; SRIVASTAVA; 

BHARGAVA, 2016). 

As infecções clínicas estão associadas na maioria das vezes a formação 

de biofilmes em dispositivos médicos. Os marcapassos, os dialisadores elétricos, 

as próteses articulares, os cateteres intravenosos e urinários são indispensáveis 

para o tratamento dos pacientes, uma vez que não existe nenhuma alternativa 

para a substituição desses dispositivos. Na maioria das vezes, as bactérias das 

espécies Staphylococcus e Pseudomonas infectam oportunamente esses 

dispositivos de intervenção médica e através deles as bactérias entram no 

sistema do paciente. Sobre isso, observou-se que os Staphylococcus podem 

infectar feridas abertas e implantes (AKIYAMA, et al., 2002), também foi relatado 

à presença de Staphylococcus epidermidis em dispositivos médicos (OTTO, 

2009).  

Em cateteres venosos centrais, foi relatada a presença de organismos 

formadores de biofilmes no lúmem e na superfície desses cateteres (DONLAN, 

2008), e os principais microrganismos colonizadores são Staphylococcus 

epidermidis, Staphylococcus aureus, Candida albicans, Pseudomona 

aeruginosa, Klebsiella pneumoniae (KOKARE., et al., 2009). 

Já em cateteres urinários, que podem ter sistemas aberto ou fechados, os 

microrganismos que causam contaminações são Staphylococcus epidermidis, 

Escherichia coli, Proteus mirabilis, Pseudomonas aeruginosa, Klebsiella 
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pneumoniae, Enterococcus faecalis e algumas bactérias gram-negativas 

(DONLAN, 2001; KOKARE., et al., 2009). 

As implantações de próteses, biopróteses e válvulas mecânicas HALL-

STOODLEY; COSTERTON; STOODLEY, 2004; SIHORKAR; VYAS, 2001).  são 

suscetíveis à colonização microbiana e subsequentemente a formação de 

biofilmes. Os microrganismos mais comuns que formam biofilmes nestes casos 

são Staphylococcus aureus, Streptococcus spp, bacilos gram-negativos, candida 

spp, Enterococci e diptheroids (KOKARE., et al., 2009).  

A colonização por essas bactérias em corpos estranhos médicos ou 

dispositivos permanentes é uma das principais causas de infecções associadas 

à hospitalização (LISTER; WOLTER; HANSON, 2009). Além disso, esses 

organismos ubíquos causam infecções nosocomiais em pacientes 

imunocomprometidos (BOU et al., 2006). As infecções bacterianas são 

provavelmente as complicações pós-cirúrgicas mais comuns e desafiadoras que 

afetam os implantes biomédicos. Nesse sentido, a formação de biofilmes em 

superfícies implantadas é uma das principais causas de falha do implante 

(DOUGLAS, 2003). Estes microrganismos muitas vezes provocam infecções 

persistentes e crônicas em pacientes que têm cateteres, próteses ou outros 

dispositivos semelhantes e aqueles com sistema imunológico comprometido 

(FOXMAN, 2002). 

 

2.2 Impactos causados pela presença de biofilmes na indústria de 

alimentos 

Os procedimentos de limpeza e higienização são essenciais para uma boa 

manutenção do ambiente de processamento de alimentos, evitando a 

contaminação bacteriana. Porém, quando os equipamentos e utensílios são 

higienizados inadequadamente pode ocorrer a formação de biofilmes 

bacterianos, que constituem uma importante fonte de problemas sanitários e 

perdas econômicas nas indústrias de alimentos e podem contribuir para a 

contaminação cruzada e transmissão de microrganismos patogênicos e 

deteriorantes para os alimentos. Por consequência, os riscos de surtos 

alimentares aumentam, podendo causar doenças infecciosas, além de reduzir a 
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vida útil dos produtos e a perda de credibilidade da indústria (NYACHUBA, 2010; 

TODD et al., 2009). 

A presença de resíduos de alimentos em equipamentos industriais, muitas 

vezes são oriundos das práticas inadequadas de limpeza, e esses resíduos 

aderidos podem facilitar a sobrevivência de microrganismos (LEON & 

ALBRECHT, 2007). Portanto, é necessária uma limpeza frequente para remover 

e evitar quaisquer adesões de material orgânico, inorgânico e, principalmente de 

microrganismos. Se a higienização não for adequada, ocorrerá a necessidade 

de nova higienização que pode exigir procedimentos de limpeza mecânica 

intensos ou concentrações muito altas de desinfetantes ou ambos, que podem 

ser prejudiciais ao meio ambiente e à saúde humana (WHITEHEAD, SMITH & 

VERRAN, 2008; FERNÁNDEZ, et al., 2019).  

 Além disso, uma vez que os biofilmes estejam instalados nas superfícies 

dos equipamentos eles agem como camadas isolantes e ocasionam o processo 

denominado corrosão microbiologicamente induzida, assim prejudicando a 

transferência de calor entre as superfícies e reduzindo a vida útil dos 

equipamentos. Consequentemente, há redução da eficiência energética e 

acréscimo de despesa de relacionadas a manutenção pela substituição de peças 

dos equipamentos precocemente deterioradas, bem como diminuição da 

qualidade dos produtos. 

Na indústria de alimentos os biofilmes podem se acumular em superfícies 

de diferentes materiais, tais como, aço inox, vidro, borracha, polipropileno, 

fórmica, ferro, polietileno de baixa densidade, policarbonato, entre outros. 

Convém ressaltar que o biofilme, quando submetido ao calor, pode cristalizar e 

formar depósitos ou crostas que são muito aderentes, protegendo novos 

microrganismos e dificultando ainda mais os procedimentos de higiene (PARIZZI 

et al., 2004). 

Portanto, o controle da aderência de microrganismos às superfícies é 

essencial para manutenção da qualidade dos alimentos. As operações de 

lavagem e sanitização, mesmo que frequentes, não podem garantir a eliminação 

completa dos biofilmes, pois sabe-se que muitas das superfícies em contato com 

o alimento assim como as tubulações e equipamentos, apresentam cantos, 
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sulcos, rugosidades, rachaduras, e zonas de baixo fluxo, onde os biofilmes 

facilmente se desenvolvem (NITSCHKE, 2006).  

 

3.  Métodos de detecção para avaliar eficiência de higienização  

Um dos métodos mais utilizados para avaliar a eficiência de higienização 

das superfícies tanto nas indústrias de alimentos quanto nos hospitais é o teste 

de bioluminescência de adenosina trifosfato (ATP), que é um método bioquímico 

rápido que estima o ATP total, em que a amostra é coletada através de swab. O 

ATP total está relacionado à quantidade de resíduos alimentares e/ou 

microrganismos coletados. O método baseia-se na reação enzimática do ATP 

com luciferina-luciferase, resultando em emissão de luz que é mensurada por 

um luminômetro, cuja intensidade é expressa em unidades de luminescência 

relativa (RLU) (SHAMA; MALIK, 2013). 

A bioluminescência de ATP é um bom método para a determinação rápida 

da eficiência de limpeza, geralmente o resultado é obtido entre 5 e 10 min. Nesse 

método tanto os resíduos de alimentos quanto os microrganismos são 

detectados. Como o teste é realizado rapidamente, podem ser tomadas medidas 

corretivas imediatas (SHAMA; MALIK, 2013). Os métodos de bioluminescência 

de ATP são uma alternativa atrativa porque fornecem avaliação da limpeza da 

superfície em tempo real (GRIFFITHS, 1993; VILAR, et al., 2008). Assim, esses 

métodos são adequados para monitorar a limpeza dentro dos sistemas de 

Análise de Perigos e Pontos Críticos de Controle (APPCC) (AYCICEK et al., 

2006). 

A bioluminescência do ATP tem sido utilizada para avaliar a higiene das 

superfícies de contato com alimentos em diversas situações, incluindo hospitais 

(AMODIO; DINO, 2014) e equipamentos das indústrias de laticínios (VILAR, et 

al., 2008). Além disso, este método foi usado para avaliar a contaminação 

microbiana em alimentos como leite cru (COSTA et al., 2006), carcaças de 

frango (BAUTISTA et al., 1997), presença de bactérias e para avaliar a eficiência 

de limpeza de sujidades em diferentes superfícies (KOO et al., 2013; 

WHITEHEAD; SMITH; VERRAN, 2008).  Esse método detecta 

contaminação bacteriana, mas também fontes não-microbianas de ATP, tais 
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como resíduos orgânicos (alimentares), a presença destes indica uma limpeza 

deficiente que beneficia o crescimento microbiano. 

As principais vantagens desse método são a rapidez, simplicidade e 

principalmente a possibilidade de efetuar análises em campo. Entretanto, como 

limitantes esse método requer que sejam delimitadas áreas antes das análises, 

dessa forma, não é possível verificar a localização exata das sujidades ou 

microrganismos presente no local analisado. Além disso, por ser uma reação 

enzimática, a técnica de ATP bioluminescência é afetada por parâmetros como 

pH e temperatura. Valores acima ou abaixo destes podem inativar a luciferase 

ou retardar a velocidade da reação. Além desses parâmetros, a turbidez e a cor, 

no caso de análise de amostra líquida, podem influenciar diretamente os 

resultados (SHAMA; MALIK, 2013). 

Além desse método rápido e de fácil manuseio, WHITEHEAD et al., (2009) 

verificaram que com o uso de métodos físicos é possível detectar incrustações 

residuais nas superfícies, por exemplo, medindo mudanças no ângulo de 

contato. Contudo, os resultados obtidos pelos autores demostram que não é 

possível verificar a distribuição da sujidade sobre a superfície e os dados são de 

difícil interpretação. Outra técnica empregada para o monitoramento de 

diferentes tipos de sujidade em superfícies, como por exemplo aço inoxidável, é 

a microscopia de epifluorescência, que foi utilizada para a identificação do 

padrão de adesão ou remoção celular. Para tanto, a avaliação foi efetuada 

através da adição de uma película de proteína sobre o microrganismo 

Staphylococcus aureus em superfícies de titânio. Sobre essa superfície, foi 

pulverizada uma solução de dodecilsulfato de sódio para simular o processo de 

higienização. Dessa forma, pôde-se observar que quando as células dos 

microrganismos estavam protegidas pela película de proteína as mesmas não 

foram removidas, mostrando in situ que a presença de material orgânico nas 

superfícies altera a sua capacidade de limpeza. Apesar da possibilidade da 

detecção dos microrganismos o tamanho da área analisada (2 μm) é um limitante 

para as análises de rotina nas indústrias, pois não ocorre a amostragem real da 

superfície analisada, ocasionando erros na análise (VERRAN; WHITEHEAD, 

2006). 
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WHITEHEAD; BENSON; VERRAN (2015) avaliaram sujidades de extrato 

de peixe e células de Listeria monocytogenes depositados sobre placas de aço 

inoxidável. Os substratos aderidos foram visualizados por microscopia de 

epifluorescência (510-560 nm), onde a porcentagem da área coberta pelos 

materiais orgânicos e pelos microrganismos foi determinada. Por sua vez, essa 

técnica possibilitou a visualização direta da contaminação de superfícies e a área 

onde havia a presença de células. As imagens das células foram obtidas in situ, 

com resultados imediatos, representando verdadeiramente o número de células 

e o material orgânico que também pode ser visualizado e quantificado. Porém, 

essa técnica apresenta limitações como a difícil disponibilidade do equipamento, 

necessidade de operadores treinados, grande número de replicatas da amostra 

e, principalmente, não é possível representar toda a superfície, ou seja, esse 

método não possibilita a visualização de uma grande área de exposição.  

Em outro trabalho da literatura a microscopia de epifluorescência e a 

microscopia eletrônica de varredura (MEV) foram utilizados para visualizar a 

distribuição de Escherichia coli e de resíduos de alimentos (proteína, gordura e 

carboidratos) em superfícies de aço inoxidável. A técnica de microscopia de 

epifluorescência possibilitou a determinação de baixos níveis de sujidade (0,1 % 

a 1 %), enquanto com MEV foi possível fazer a detecção somente em níveis de 

10 % de sujidade, ou seja, com o uso do MEV não foi possível detectar baixos 

níveis de sujidade (0,1 % e 1%) (WHITEHEAD; SMITH; VERRAN, 2008). 

Embora o MEV forneça informações sobre a distribuição de materiais e células 

em uma superfície, é um método que requer manipuladores treinados e 

especializados, necessita do preparo da amostra e apresenta custo elevado de 

aquisição e manutenção. 

Além dessas técnicas utilizadas para a detecção de sujidades, pode-se 

ainda citar a espectroscopia de Raios-X, espectroscopia no infravermelho com 

transformada de Fourier, radiação ultravioleta (UV) e microscopia de força 

atômica. Mas, esses métodos requerem analistas qualificados, são de alto custo, 

e não fazem o monitoramento completo de uma superfície, ou seja, somente 

avaliam pequenas áreas, o que limita sua utilização em análises de rotinas nas 

indústrias de alimentos (WHITEHEAD; BENSON; VERRAN, 2011; ABBAN; 

JAKOBSEN; JESPERSEN, 2014; PHINNEY et al., 2017). 
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4. Detecção e caracterização dos biofilmes 

Na atualidade, a detecção de microrganismos na forma de biofilmes tem 

ganhado destaque, devido aos problemas de contaminações associados a eles 

em ambientes hospitalares e industriais. A presença de biofilme nas superfícies 

de equipamentos na área alimentícia ou em dispositivos médicos podem causar 

sérios danos à saúde, pois desencadeia infecções que podem ser letais em 

pessoas com quadro clínico crítico (DENKHAUS et al., 2007). 

Vários métodos são usados para detectar e monitorar a carga microbiana 

em superfícies nas indústrias de processamento de alimentos e em superfícies 

em geral. Além do monitoramento in situ de biofilmes, as estratégias comumente 

empregadas são análises por parâmetros de referências bioquímicos, químicos 

e microbiológicos (AZEREDO et al., 2017). As técnicas são classificadas de 

acordo com a definição: 

 Química: quando utiliza corantes ou fluorocromos que podem se ligar ou 

adsorver aos componentes do biofilme. 

 Física: quando a biomassa total do biofilme pode ser obtida a partir de 

medidas de peso seco ou úmido.  

 Microscópica: quando uma modalidade de imagem é usada para detectar 

a formação de biofilme (ou seja, sempre que um microscópio é usado).  

 Biológica: quando uma técnica utiliza a estimativa da viabilidade celular 

na medição e detecção da formação de biofilme. 

 

4.1. Métodos Químicos       

O método químico mais utilizado é o de coloração Live/Dead, que é 

realizado através da utilização de corantes para verificar células vivas e mortas, 

sendo que as células vivas apresentam coloração azulada, enquanto as células 

mortas ficam na coloração avermelhada (DOLL et al., 2016).  

Porém, segundo RAMAJANI et al., (2019), a coloração de placa de 

microtitulação é a mais comum, sendo a quantificação de biofilme estático, se 

baseia principalmente em corantes colorimétricos (mais comumente usados são 

cristal violeta e safranina) (RAJAMANI et al., 2019). Nesse método, placas de 
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microtitulação (placa de 96 poços) são cultivadas com uma suspensão 

bacteriana, a seguir, as placas são cobertas e incubadas por um tempo 

específico (OJIMA; NUNOGAMI; TAYA, 2016). Depois o tempo de incubação, as 

placas são lavadas para remover microrganismos não aderentes. O restante 

microrganismos são fixados na superfície, normalmente pela adição de uma 

solução de metanol (STEPANOVIC; VUKOVIC; DAKIC, 2000). Depois de adição 

da solução de metanol, as placas contendo os microrganismos são deixadas 

para secar. O biofilme pode ser corado para avaliar a atividade metabólica ou 

obter a biomassa total. 

Outro método utilizado e reportado na literatura é a atividade metabólica de 

uma amostra contendo biofilme que é medida para discriminar entre células vivas 

e mortas. Dois corantes usados para avaliar a viabilidade de uma amostra são o 

cianoditolil tetrazólio sal de cloreto e sal de tetrazólio sódico (AZEREDO et al., 

2017; PEETERS; NELIS; COENYE, 2008). A mensuração da biomassa da 

atividade metabólica é principalmente aplicada para a quantificação de células 

viáveis em culturas planctônicas (GABRIELSON, et al., 2002). 

A biomassa total de um biofilme pode ser obtida por coloração, mas dois 

exemplos de obtenção de biomassa total por coloração são dados em OJIMA et 

al., (2016) e NGUYEN et al., (2012) onde os autores usaram uma solução de 

safranina para manchar células de E. coli. Após 20 min de repouso à temperatura 

ambiente, as placas de microtitulação foram lavadas duas vezes. Após a etapa 

de lavagem, as manchas células foram solubilizadas pela adição de acetona em 

etanol, a suspensão foi condensada, e o índice do biofilme e o número de células 

foi medido pela absorção da solução de corante com um leitor de placas 

(NGUYEN; RODDICK; FAN, 2012). Outra possibilidade de medir a biomassa 

total  é aplicar a coloração com cristal violeta (CV) (MARCOS-ZAMBRANO et al., 

2014). MARCOS-ZAMBRANO et al. (2014) seguido o mesmo procedimento de 

OJIMA et al. (2016) e NGUYEN et al. (2012), utilizou um espectrofotômetro para 

calcular as medições finais do biofilme total. Ao comparar os diferentes métodos, 

os resultados variam, portanto, pode-se concluir que MPDS para biomassa total 

tem baixa reprodutibilidade. Além disso, as leituras colorimétricas são 

frequentemente prejudicadas por variações que podem ocorrer (RAJAMAN et 

al., 2019). 
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A análise de biomassa baseada em fosfolipídios é baseada na medição de 

fosfolipídios, que são componentes celulares, pois estes são universalmente 

distribuídos e expressos em um nível constante entre a comunidade microbiana. 

No entanto, a determinação de fosfolipídios é limitada pela sua taxa de 

recuperação e pela sensibilidade do equipamento analítico (AZEREDO et al, 

2017). Para identificar os diferentes fosfolipídios, pode ser utilizado um 

cromatógrafo a gás. Esta técnica é aplicada principalmente na diferenciação 

microrganismos no solo e fornece informações sobre a viabilidade do 

microrganismo e estrutura (WU et al., 2010; HUANG et al., 2019). No entanto, 

AZEREDO et al., (2017) descreveu esta técnica como uma possível substituição 

para unidades formadoras de colônias (CFU). Além disso, um artigo recente de 

HUANG et al., (2019) foi o primeiro a vincular a atividade respiratória microbiana 

com o ácido graxo fosfolipídico de biofilmes em escala real biorreatores. Os 

microrganismos formam diversos ácidos graxos fosfolipídicos (PFA) por meio de 

vários processos químicos. Essas reações químicas variam por espécie, 

portanto, o PFA é específico da espécie e pode ser usado coletar informações 

sobre as diferentes espécies de microrganismos que vivem em biofilmes 

(HUANG et al., 2019). Além disso, como dito, é possível avaliar a viabilidade dos 

microrganismos presentes no biofilme. O PFA e a taxa de consumo de oxigênio 

são descobertos apenas em organismos vivos, células e, portanto, podem ser 

usados como biomarcadores característicos para microrganismos vivos 

(HUANG et al., 2019). A partir disso, pode-se concluir que a análise de biomassa 

baseada em fosfolipídios pode ser usada para diferenciar entre microrganismos 

presentes em um meio específico. Além disso, pode estimar a viabilidade das 

células presentes em um meio.  

 

4.2. Métodos Biológicos/ Bioquímicos  

No método bioquímico a análise mais empregada é a caracterização da 

EPS. Nese tipo de análise, ocorre a desestruturação do biofilme, e a verificação 

da quantidade de carboidratos e proteínas que fazem parte da estrutura dele. 

Entretanto, nesse método é necessário saber a localização exata do biofilme 

para que o mesmo possa ser coletado para análise (KARUNAKARAN et al., 

2011). Já os métodos baseados em parâmetros microbiológicos mais comuns 
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utilizam a coleta da amostra com swab com posterior plaqueamento e contagem 

das unidades formadoras de colônia (UFC) (DOLL et al., 2016).  

Unidades formadoras de colônias é a técnica mais amplamente utilizada 

para estimar a viabilidade celular do biofilme (AZEREDO et al., 2017). O conceito 

básico deste ensaio é separar as células individuais em uma placa de ágar e 

cultivar colônias das células, diferenciando assim as células vivas das células 

mortas. Se uma célula individual pode proliferar e dividir em células maduras, 

formará uma colônia individual (WILSON et al., 2017). Células viáveis, mas não 

cultiváveis (do inglês, Viable but non-culturable, VBNC), são caracterizadas por 

uma perda de cultura em ágar, o que dificulta sua detecção por UFC (NGUYEN; 

RODDICK; FAN, 2012). De acordo com LI et al., (2014), é até possível que todas 

as bactérias em uma amostra estejam no estado VBNC. Se esse fenômeno 

ocorrer, a amostra pode ser considerada como livre de germes devido à não 

detecção (NGUYEN; RODDICK; FAN, 2012). O procedimento começa com uma 

maturidade biofilme que é transferido para um meio líquido por meio de 

raspagem, vórtex ou sonicação e é, portanto, uma técnica de medição de 

biofilme destrutiva. Após a incubação no meio líquido, as colônias são contadas 

nas placas e o número de células da cultura original é calculada usando 

contagens médias de colônias, o volume amostra utilizado (UFC/mL) de cultura 

semeado e o fator de diluição do biofilme suspenso (WILSON et al., 2017). 

Exceto para medir a viabilidade usando o número de UFC, esta técnica 

também pode ser usada para outras finalidades, como por exemplo disso é a 

aplicação para testar se diferentes materiais afetam o crescimento do 

microrganismo (AKENS et al., 2018). AKENS et al., (2018) aplicou UFC para 

comparar placas ortopédicas de aço inoxidável e titânio. Outra aplicação do UFC 

é avaliar o desempenho de vários materiais anti-bioincrustantes (VAN DEN 

DRIESSCHE et al., 2014).  

Os métodos microbiológicos em geral, são baratos e de fácil manuseio, 

além das análises poderem ser realizadas em meios seletivos, onde bactérias 

específicas podem ser isoladas e identificadas. Entre as principais limitações 

desse método cabe destacar o elevado tempo para as análises e a pequena área 

analisada, pois ela deve ser previamente delimitada e durante esse 

procedimento podem erros de amostragem e consequentemente resultados 
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falso-negativos (CHAE; SCHRAFT 2001; WIRTANEN; MATILLA-SANDHOLM, 

1993).  

Outro método utilizado para as análises microbiológicas de biofilmes é o 

contato da superfície a ser analisada diretamente com uma superfície de ágar 

solidificado depositado em uma placa, chamado de placa de RODAC. Este 

método é mais simples do que o swab, mas não é possível amostrar superfícies 

irregulares, além disso, esse método depende do tempo de contato ágar/ 

superfície e pressão aplicada onde elevadas pressões podem danificar e 

inutilizar o ágar (OKAMOTO, 2018; NYDER, 2003). Ademais, os microrganismos 

podem não aderir quantitativamente à superfície do ágar, ocorrendo a 

subestimação do número de microrganismos presentes na superfície amostrada 

(OKAMOTO, 2018; NYDER, 2003).  

Dessa maneira, pode-se perceber que os métodos microbiológicos 

incluindo swab e métodos de contato em ágar, são amplamente utilizados para 

avaliar a limpeza das superfícies em indústrias alimentícias, entretanto exigem 

longos períodos de incubação (24 a 72 h de crescimento), o que não é desejado 

em análises de rotina, pois nas indústrias de alimentos os resultados devem ser 

obtidos rapidamente.  

 

4.3. Métodos Físicos 

KINNER et al., (1983) e MURGA et al., (1995), foram os pesquisadores 

pioneiros a publicar artigos sobre à análise de biofilmes, sendo essas pesquisas 

relacionadas aos parâmetros microbiológicos, tais como espessura do biofilme, 

peso seco total e contagem total de células. Entretanto, essa caracterização foi 

insuficiente para descrever a atividade do biofilme. Dessa forma, muitos métodos 

foram aperfeiçoados para que fosse possível realizar a caracterização dos 

mesmos (LAZAROVA; MANEM, 1995). Assim os métodos podem ser 

organizados de acordo com o tipo de informação trazida acerca dos biofilmes: (i) 

formação e estrutura do biofilme, (ii) composição do biofilme, componentes 

específicos do biofilme e (iii) atividade da biomassa (DENKHAUS et al., 2007).  

Outra informação importante é a identificação fenotípica de cepas 

produtoras de biofilme pode ser realizada pelo método do tubo de ensaio ou pelo 
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teste de placa de micro titulação (MtP) que é baseado na mensuração da 

densidade óptica (O.D.) de biofilmes bacterianos corados que estão depositados 

em microplacas de 96 poços, a leitura é realizada em espectrofotômetro 

produzindo resultados quantitativos do biofilme total, não distinguindo entre 

células mortas e vivas (MERINO et al., 2019).  

Segundo RAJAMANI et al. (2019), a coloração de placa de microtitulação 

é o método mais utilizado para a quantificação estática de biofilme, que se baseia 

principalmente em corantes colorimétricos (mais comumente usados são cristal 

violeta (CV) e safranina) que são extraídos de biofilmes corados. 

Outra técnica que é utilizada na detecção de biofilmes é visível (Vis) e 

infravermelho próximo ((NIR) que é baseado nas propriedades dos materiais em 

absorver e/ou refletir luz em diferentes bandas espectrais. Foi realizado estudos 

com biofilmes é o método utilizado obteve várias imagens nas bandas espectrais 

usando uma câmera fotográfica digital (GRISKIN; IAKUSKIN; STEPENKO, 

2017). Essas imagens foram analisadas comparando-as com grupos conhecidos 

de índices de vegetação, como o índice de vegetação de diferença normalizada 

e a vegetação de diferença normalizada aprimorada. O processamento de 

imagens é uma técnica amplamente utilizada e sua aplicação varia. Exemplos 

de a aplicação desta técnica é a análise da umidade do solo, monitoramento 

bacteriano em fontes de água potável, indústrias de alimentos e atividade 

antibacteriana de materiais têxteis (GHEORGHE; DEAC; FILIP, 2019; ANCUTA 

et al., 2019; FERNANDEZ et al., 2019; SHAMS-NATERI; PIRI; MOKTHARI, 

2018). Além disso, existem técnicas que usam luz visível para desencadear uma 

reação do biofilme em questão. 

ZHIQIANG et al., (2019), fabricaram anfifílicos liberadores de óxido nítrico 

(NO) e aplicou isso ao biofilme, que desencadeou uma reação e, por sua vez, 

liberou NO quando exposto a luz visível. No entanto, esta última técnica é 

diferente da técnica VIS&NIR, pois sua implementação requer os anfifílicos 

liberadores de NO fabricados e um microscópio para visualizar a reação. 

 

 

 



Métodos para detecção e caracterização de biofilmes      143  

4.3. Microscópios 

Na literatura são relatadas diversas técnicas aplicadas na caracterização 

de biofilmes em superfícies. Entre as técnicas que possuem destaque, pode-se 

elencar o microscópio de luz, (CORTIZO; FERNÁNDEZ, 2003) microscopia 

eletrônica de varredura (MEV) (WOLF; CRESPO; REIS, 2002; CLAYBORN, et 

al., 2015; PANDE; MCWHORTER; CHOUSALKAR, 2016; DE OLIVEIRA et al., 

2014; AZEREDO, et al., 2017), microscopia confocal de varredura a laser 

(ZHANG; FANG, 2001), microscopia de elétrons e microscopia de força atômica 

(AFM) (OZKAN et al., 2016). Essas técnicas são utilizadas para verificar a 

morfologia, espessura do biofilme, caracterização das espécies presentes, 

características estruturais do biofilme e análise detalhada da adesão dos 

biofilmes na superfície e análise topográfica do biofilme (MOREIRA et al., 2017; 

ORTEGA et al., 2010; OZKAN et al., 2016).  

A microscopia de luz é uma técnica de linha de base útil para fornecer 

identificação visual do biofilme formação (AZEREDO et al., 2017). A absorção 

de luz por biofilmes foi correlacionada com a massa celular do biofilme e massa 

total de biofilme. A microscopia de luz é baseada na relação linear entre a 

intensidade de um pixel em imagens de biofilme e o número correspondente de 

células. Esta relação permite o cálculo da espessura do biofilme (DE 

CARVALHO; DA FONSECA, 2007). A microscopia de luz requer um preparo 

simples de amostra, sendo está barata e fácil de executar.  

A aplicação de microscopia de luz resulta em uma imagem do biofilme, 

porém para ocorrer a aquisição da imagem há a necessidade da coloração do 

biofilme. E para isso primeiramente deve-se selecionar um método de coloração 

adequado. 

No entanto, em comparação com outras técnicas de microscopia, sua 

resolução é relativamente baixa, não sendo o suficiente para determinar relações 

intercelulares e diferenciação morfotipo (AZEREDO et al., 2017).  

A microscopia confocal de varredura a laser (do inglês, Confocal Laser 

Scanning Microscopic Analysis, CLSM) é uma microscopia de fluorescência, 

amplamente utilizada para estudar biofilmes, pois permite a avaliação da 
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estrutura espacial do biofilme e a visualização da distribuição celular na matriz 

do biofilme (NEU; LAWRENCE, 2014). 

A aplicação da técnica resulta em imagens 3D do biofilme e os parâmetros 

como espessura e rugosidade do biofilme podem ser obtidos (NEU; 

LAWRENCE, 2014). Ao contrário de muitas outras técnicas de microscopia, o 

CLSM não requer fixação e desidratação da amostra de biofilme, portanto, é uma 

técnica não destrutiva que pode ser realizada in situ e em tempo real (PALMER; 

STERNBER,1999). 

No entanto, a alegação de estar in situ só é válida para amostras de biofilme 

formadas em uma superfície plana que caberá sob o microscópio. Além disso, 

CLSM tem sido aplicado em muitos domínios diferentes, exemplos dos quais são 

a detecção de biofilme em membranas de osmose reversa em indústrias 

processadoras de leite (STOICA, et al., 2018), na validação de propriedades anti-

incrustantes de polímeros específicos (BOGUSLAVSKY, et al., 2018),  e na 

identificação de bactérias marinhas e suas características de bioincrustação 

(JEONG, et al., 2018). 

A microscopia eletrônica de varredura (MEV) é uma técnica de microscopia 

baseada na dispersão de superfície e na absorção de elétrons atingindo alta 

profundidade, produzindo uma aparência 3D da superfície do biofilme, 

visualização do biofilme, distribuição do biofilme e EPS disperso nos biofilmes 

(CLAYBORN, et al., 2015). Para visualizar essas características, é necessário 

secar a amostra e operar sob vácuo (WANG, et al., 2018; CLAYBORN, et al., 

2015; CHATTERJEE, et al., 2014). Vários exemplos da aplicação do MEV são 

para estudar a capacidade das bactérias desenvolver biofilmes em diferentes 

superfícies em várias condições ambientais, como por exemplo avaliar a 

formação de biofilmes de Salmonella spp., (DE OLIVEIRA, et al., 2014), e a 

distribuição de Pseudomona aeruginosa em superfície de aço inoxidável (VOSS, 

et al., 2020). 

Devido às propriedades do MEV para aumentar as amostras até um único 

nível molecular, as propriedades de adesão de microrganismos individuais 

podem ser monitoradas (BOGUSLAVSKY, et al., 2018). 
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De acordo com NORTON et al., (1998), o MEV é capaz de visualizar um 

biofilme muito fino porque se concentra nas superfícies dos objetos. Isso é 

favorável quando a formação inicial do biofilme é investigada, no entanto, quando 

a formação do biofilme está em um estágio de crescimento posterior, como a 

proliferação dos microrganismos, as imagens obtidas por MEV permanecem 

focadas na camada superior do biofilme e, portanto, não fornecem informações 

sobre a espessura do biofilme ou sua estrutura 3D (NORTON et al., 1998). 

Apesar da alta resolução, o MEV não é capaz de diferenciar entre 

diferentes microorganismos, portanto o microorganismo do qual o biofilme 

consiste deve ser conhecido de antemão. Para qualquer aplicação de MEV, um 

extenso preparo de amostra é necessário, e isso pode resultar em danos às 

amostras biológicas (CHATTERJEE, et al., 2014). Assim, se o MEV for aplicado 

para análise de bioofilme em superfícies, uma amostra de biofilme deve ser 

removida e preparada para posterior análise, o que implicará em danos à 

amostra, portanto, o MEV pode ser considerado como uma técnica destrutiva. 

A microscopia de força atômica (MFA) é uma técnica de microscopia 

baseada na deflexão de uma “ponta” metálica. Esta ponta metálica se move 

sobre a superfície do alvo, e a deflexão da ponta é registrada (OZKAN, et al., 

2016). Utilizando a deflexão registrada, a topologia e as propriedades do material 

de uma superfície podem ser medidas. MFA é uma técnica não destrutiva e é 

capaz de obter visualizações topográficas em 3D, detalhes estruturais do 

biofilme e várias interações, como forças de interação microrganismos de 

superfície e coesão do biofilme (CHATTERJEE, et al., 2014; MERINO, et al., 

2019). 

Além disso, em contraste com outras técnicas de microscopia, o MFA pode 

ser aplicado em condições ambientais e, portanto, torna obsoleto o pré-

tratamento das amostras (CHATTERJEE, et al., 2014). AFM também é aplicável 

em superfícies líquidas, o que geralmente é necessário na imagem in situ de 

biofilmes (HANNIG et al., 2010). 

No entanto, para aplicar MFA em amostras líquidas, o procedimento deve 

ser alterado. Se a ponta passar a superfície, a ponta pode danificar o biofilme. 

Para superar o dano do biofilme, o modo de varrimento da ponta ao longo da 

superfície do biofilme é alterado para o modo de toque (tapping) (CHATTERJEE, 
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et al., 2014). A técnica de toque, em vez de mover-se constantemente pela 

superfície do biofilme, é amplamente utilizada (CHEN et al., 2019). Apesar da 

afirmação de MERINO et al., (2019) que o MFA é uma técnica não destrutiva de 

detecção de biofilme, BIRARDA et al., (2019) afirmaram que para avaliar a 

espessura da matriz, parte da matriz foi riscada e a diferença de espessura entre 

a área riscada e a área do biofilme foi medida e diferenças foram encontradas. 

A aplicação do MFA por Birarda et al. (2019) indica que a técnica é 

destrutiva se o objetivo é obter informações sobre a espessura do biofilme de 

uma amostra. Além disso, em comparação com outras técnicas de microscopia, 

o MFA é capaz de oferecer a mais alta resolução de 1–10 nm (MERINO et al., 

(2019), e de acordo com CHATTERJEE et al., (2014), essa técnica pode fornecer 

resolução nanométrica quase rotineiramente. Para detectar um biofilme formado 

em uma superfície de equipamento e/ou utensílio não é necessário um exaustivo 

preparo de amostra, porém o biofilme deve ser transferido para uma superfície 

na qual o microscópio possa focalizar.  

De acordo com SURMAN et al., (1996), a microscopia eletrônica de 

varredura ambiental (do inglês, Environmental Scanning Electron Microscopy, 

ESEM) é uma forma modificada de MEV, no entanto, a literatura recente afirmou 

que ESEM é um instrumento separado e em maioria dos casos não é uma 

modificação do MEV (FRÁNKOVÁ et al., 2018). A alta pressão da água usada 

no ESEM permite imagens do espécime hidratado, ao contrário do MEV que só 

pode gerar imagens de amostras secas (NGUYEN; RODDICK; FAN, 2012). Além 

disso, não há necessidade das análises serem realizadas em alto vácuo como 

MEV (DOUCET et al., 2005). 

O benefício mais importante do ESEM, em comparação com o seu 

predecessor MEV, é a capacidade de investigação dinâmica in situ de mudanças 

de amostra ou reações sob várias temperaturas e pressões (KRAUSKO et al., 

2014).  

O preparo de amostra para ESEM é bastante rápida em comparação com 

a maioria das outras técnicas de microscopia. ESEM não requer coloração, 

secagem ou revestimento de amostras. Isso torna o ESEM benéfico no que diz 

respeito ao consumo de tempo do processo de visualização do biofilme e causa 

significativamente menos interrupção e danos à amostra de biofilme (DOUCET 
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et al., 2005). O preparo da amostra requer que o biofilme formado na superfície 

de um equipamento e/ou utensilio seja removido e colocado em uma placa que 

caiba na câmara do equipamento, e isso pode causar danos ao biofilme, no 

entanto, devido à ausência de secagem e coloração necessárias da amostra, 

nenhum dano posterior é causado. 

Essas técnicas para a caracterização de biofilmes são amplamente 

utilizadas, porém a grande maioria possui limitações nos quesitos de rapidez e 

portabilidade e muitas vezes necessitam de uma etapa prévia de preparo de 

amostra, resultando na destruição do biofilme e/ ou a remoção do mesmo do 

local de origem (PARKER et al., 2017). 

 

5. Termografia ativa no infravermelho para detecção de biofilmes 

Como citado anteriormente há técnicas diferentes para a detecção de 

sujidade e biofilmes, no entanto, para a análise in situ e onde a sujidade e o 

biofilme estão localizados, é necessário utilizar metodologias que ofereçam a 

vantagem de portabilidade, análise in situ, não invasiva, não destrutiva de fácil 

uso e sem preparo de amostra. Desta forma, recentemente foi publicado na 

literatura um trabalho utilizando a termografia ativa no infravermelho para 

detecção de biofilme de Pseudomonas aeruginosa em superfície metálica. 

A termografia ativa necessita de um estímulo energético externo sobre a 

superfície do objeto, para que a temperatura seja determinada. As fontes de 

energia externa que podem ser utilizadas são ar quente, lâmpadas, radiações 

eletromagnéticas, flashes, ultrassom, micro-ondas, laser, entre outros. Em todos 

os casos, o objetivo é a produção de um diferencial térmico no corpo, permitindo 

a visualização de regiões com diferentes características (GOWEN et al., 2010; 

USAMENTIAGA et al., 2014). 

Neste contexto, algumas aplicações da termografia ativa também são 

relatadas na área de alimentos, tais como o controle da temperatura de frangos 

e salsichas durante o aquecimento e cozimento (IBARRA et al., 2000; 

CISCHOSKI et al., 2015), o monitoramento da temperatura de alimentos durante 

os processos de secagem (TRAFFANO-SCHIFFO et al., 2014.; CUCCURULLO 
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et al., 2012; FITO, et al., 2004), o monitoramento de injúrias pós-colheita em 

frutas e hortaliças (VARITH et al., 2003; VAN LINDEN et al., 2003).  

Além disso, a termografia no infravermelho também pode ser empregada 

na detecção de contaminação microbiológica em alimentos (HAHN, et al., 2006; 

STOLL et al., 2008), detecção de objetos estranhos em linhas de produção 

(SENNI, et al., 2014) e infestações em grãos de trigo por insetos em diferentes 

estádios de vida (MANICKAVASAGAN et al., 2008). Ademais, essa técnica vem 

sendo utilizada na identificação de defeitos em embalagens e no controle de 

climatização durante o armazenamento (VADIVAMBAL; JAYAS, 2011). 

Para a detecção de biofilme e Pseudomonas aeruginosas em superfície 

metálica VOSS et al., (2020) desenvolveram um método em que placas de aço 

inoxidável (1x1 cm²) foram utilizadas como superfície para o crescimento e 

desenvolvimento de biofilmes de Pseudomonas aeruginosa. As diferenças de 

temperatura de superfície medidas pela câmera infravermelha podem ser 

causadas  pela variação espacial do fluxo de calor devido às diferentes 

propriedades térmicas dos materiais, obtidas no TA, nesse caso para que 

ocorresse a detecção do biofilme com a câmera de infravermelho, foi necessário 

gerar um gradiente térmico entre o biofilme e as placas de aço inoxidável e para 

isso as placas metálicas foram resfriadas com temperatura de -11 ± 1°C, e com 

isso foi produzido um gradiente térmico, pois as propriedades termodinâmicas 

dos matérias são diferentes. 

Desta forma, as diferentes propriedades térmicas entre o aço inoxidável e 

o biofilme revelou a presença de biofilmes nas superfícies metálicas sob 

resfriamento. No entanto, é difícil afirmar com precisão as propriedades térmicas 

dos biofilmes devido ao alto número de variáveis relacionadas à sua formação. 

Por exemplo, o calor específico do aço é 0,50 J/g °C, alguns valores de calor 

específico foram relatados para biofilmes, tais como 0,21 J/g °C para 

Pseudomonas cepacia, 0,60 J/g ºC para matéria seca de Escherichia coli.  

A variação de temperatura (ΔT) durante o resfriamento foi maior para os 

biofilmes em relação aço inoxidável, com ΔT de 8,7 °C e 1,6 °C, respectivamente. 

Esse comportamento segundo VOSS et al., (2020) pode ser caracterizado pelas 

diferenças difusividade térmica e efusividade dos materiais.  



Métodos para detecção e caracterização de biofilmes      149  

A termografia ativa no infravermelho para detecção de biofilmes foi 

comparada com MEV e imagens semelhantes foram obtidas, portanto esse 

método recente pode ser utilizado para detecção de biofilme em superfície 

metálica, sendo esse um método simples, rápido (3 minutos), não invasivo, não 

destrutivo, reprodutível, de baixo custo, portátil e principalmente as análises 

podem ser realizadas in situ. 

 

6. Conclusão 

Com a preocupação com o controle higiênico- sanitário das indústrias de 

alimentos e ambientes hospitalares vários métodos inovadores estão sendo 

desenvolvidos para a detecção de biofilmes em diversas superfícies. Os 

métodos chamados de convencionais estão perdendo espaço para os novos 

métodos, pois esses são mais rápidos, não destrutivos e não invasivos, e dentre 

os métodos já elucidados na literatura e que são utilizados rotineiramente surgiu 

a termografia ativa no infravermelho para ser um novo método portátil de análise 

in situ.  
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