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RESUMO 

 

Potencial antimicrobiano do óleo essencial de Thymbra capitata contra isolados clínicos de 

Staphylococcus aureus resistente à meticilina (SARM)  

 

Staphylococcus aureus resistente à meticilina (SARM) é um agente patogénico oportunista, considerado 

pela Organização Mundial da Saúde (OMS) como uma bactéria multirresistente de alta prioridade. Além 

do desenvolvimento de resistência aos antibióticos utilizados na prática clínica, a capacidade de formação 

de biofilme é um fator subjacente que dificulta o tratamento das infeções resultantes da colonização de 

SARM. Por este motivo, novos agentes antimicrobianos têm vindo a ser procurados, tendo os óleos 

essenciais (OEs) demonstrado serem uma importante fonte de compostos bioativos. Uma vez que tem 

sido reportado na literatura que o OE de Thymbra capitata possui atividade antimicrobiana contra 

diversos agentes patogénicos, o objetivo do presente trabalho foi investigar o seu potencial antimicrobiano 

contra isolados clínicos de SARM em crescimento planctónico e em biofilme. Foram utilizados isolados 

provenientes de septicemias, úlceras de pés de diabéticos e osteomielites. A determinação da 

concentração mínima inibitória (CMI) e a concentração mínima letal (CML) foi investigada para verificar 

o efeito antibacteriano contra células planctónicas. O potencial anti-biofilme foi investigado através da 

quantificação da biomassa, avaliação da cultivabilidade celular e da atividade metabólica após incubação 

com o OE. Uma forte atividade antimicrobiana contra células planctónicas foi observada, sendo os valores 

de CIM e de CML entre 0,32 e 0,64 µL/mL. No entanto, a concentração de OE necessária para a 

erradicação das células planctónicas foi insuficiente para reduzir significativamente a biomassa de 

biofilme de alguns isolados. Porém, todos os isolados apresentaram uma redução significativa da 

cultivabilidade celular e atividade metabólica após incubação com o OE. O presente estudo mostrou o 

forte efeito antimicrobiano do OE de T. capitata e o seu promissor potencial anti-biofilme para o 

tratamento de infeções associadas a SARM.  

 

Palavras-chave: biofilmes, terapia alternativa, atividade antibacteriana, CMI, produção de biomassa 
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ABSTRACT 

 

Thymbra capitata essential oil antimicrobial potential against clinical isolates of methicillin-

resistant Staphylococcus aureus (MRSA) 

 

Methicillin-resistant Staphylococcus aureus (MRSA) is an opportunistic pathogen considered by the World 

Health Organization (WHO) as a high-priority multi-resistant bacterium. In addition to the development of 

resistance to antibiotics, the ability to form biofilm is an underlying factor that makes it difficult to treat 

infections resulting from MRSA colonization. For this reason, new antimicrobial agents are been sought 

and essential oils (EOs) have been shown to be an important source of bioactive compounds. Since it has 

been reported in the literature that EO from Thymbra capitata has antimicrobial activity against several 

pathogens, the aim of the present work was to investigate the antimicrobial potential of this EO against 

clinical isolates of MRSA in planktonic growth and in biofilm. Isolates from septicemias, diabetic foot 

ulcers and osteomyelitis were used. The determination of the minimum inhibitory concentration (MIC) 

and the minimum lethal concentration (MLC) was investigated to verify the antibacterial effect against 

planktonic cells. The anti-biofilm potential was investigated through biomass quantification, evaluation of 

the number of cultivable cells and metabolic activity after incubation with EO. Strong antimicrobial activity 

against planktonic cells was observed, with MIC and MLC values between 0.32 and 0.64 µL/mL. 

However, the concentration of EO necessary for the eradication of planktonic cells was insufficient to 

significantly reduce the biofilm biomass of some isolates. However, all isolates showed a significant 

reduction in the number of cultivable cells and metabolic activity after incubation with OE. The present 

study showed the strong antimicrobial effect of the EO from T. capitata and its promising anti-biofilm 

potential for the treatment of infections associated with MRSA. 

 

Keywords: biofilms, alternative therapy, antibacterial activity, MIC, biomass production 
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1. INTRODUÇÃO  
 

1.1 Contextualização 

Staphylococcus aureus é uma bactéria comensal, que coloniza cerca de 30 % da população humana 

(Wertheim et al., 2005). No entanto, é também um agente patogénico humano responsável por diversas 

infeções adquiridas na comunidade e no ambiente hospitalar (Tong, Davis, Eichenberger, Holland, & 

Fowler, 2015). Este patógeno causa diversas infeções clinicamente relevantes como bacteremia, 

endocardite e osteomielite (Tong et al., 2015). Além disso, é particularmente hábil em colonizar a 

superfície de dispositivos médicos implantados (Donlan, 2001). S. aureus possui diversos fatores de 

virulência que permitem a adesão das células bacterianas à superfície das células do hospedeiro, a 

evasão ao seu sistema imune e a conversão do tecido do hospedeiro em nutrientes (Bien, Sokolova, & 

Bozko, 2011). A expressão de fatores de adesão, como a proteína A (SpA) e a Proteína de Ligação à 

Fibronectina A (FnbpA), permitem a colonização inicial pelas células bacterianas. Porém, após a 

colonização, as células de S. aureus possuem a capacidade de formar biofilmes, e esta habilidade tem 

sido considerada um importante fator de virulência deste patógeno (Elasri et al., 2002; McCarthy et al., 

2015).  

Um biofilme é uma comunidade estruturada de bactérias aderidas a uma superfície e que é envolvida 

por uma matriz extracelular polimérica (MEP) composta por polissacarídeos, proteínas e ADN extracelular 

(e-ADN) (Costerton et al., 1987; López et al., 2010; Watnick & Kolter, 2000). A formação de biofilmes 

representa um mecanismo de sobrevivência para as bactérias, uma vez que o confinamento numa matriz 

permite que as células bacterianas permaneçam num microambiente protegido das fontes de stresse do 

meio exterior (Høiby, Bjarnsholt, Givskov, Molin, & Ciofu, 2010). Adicionalmente, os biofilmes são 

clinicamente relevantes e representam cerca de 80 % das infeções bacterianas (Lynch e Robertson, 

2008). Além de aumentar os custos relativos à assistência médica (Lynch & Robertson, 2008), as 

infeções associadas aos biofilmes causam grandes problemas de saúde em todo o mundo, contribuindo 

significativamente para a morbilidade do paciente (Graf et al., 2019; Römling & Balsalobre, 2012). O 

desenvolvimento de osteomielites, periodontites, feridas crónicas, endocardites e infeções oculares são 

exemplos de doenças causadas por S. aureus que estão relacionadas com sua capacidade de formar 

biofilme (Archer et al., 2011). Uma vez estabelecidos, os biofilmes de S. aureus são recalcitrantes à 

resposta imune do hospedeiro e aos agentes antimicrobianos convencionais (Stewart & Costerton, 2015). 

Portanto, o desenvolvimento de novas estratégias terapêuticas é urgente.  
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1.2 Motivação  

A resistência aos antibióticos é uma crise crescente, tendo a Organização Mundial da Saúde (OMS, 2014) 

declarado que a resistência aos antibióticos é uma preocupação global de saúde pública. Devido ao 

desenvolvimento de resistência bacteriana aos diversos antibióticos utilizados na prática clínica, o 

interesse pela descoberta de agentes antimicobianos alternativos tem aumentado (Magi, Marini, & 

Facinelli, 2015). Durante as últimas décadas, as terapias que envolvem a utilização de produtos naturais 

têm-se mostrado como uma estratégia promissora para a identificação de novos compostos 

antimicrobianos (Assis, Nedeljković, & Dessen, 2017). Especificamente, os produtos do metabolismo 

secundário das plantas, como os óleos essenciais (OEs), têm sido utilizados desde a antiguidade até os 

dias atuais para fins terapêuticos (Hyldgaard, Mygind, & Meyer, 2012). Além da ação antimicrobiana 

direta, diversos autores destacam ainda que os OEs têm ação adjuvante, aumentando assim o efeito de 

antibióticos convencionais (Buldain et al., 2018; Langeveld, Veldhuizen, & Burt, 2014; Magi et al., 2015; 

Rosato, Vitali, Laurentis, Armenise, & Milillo, 2007). Em particular, o OE de Thymbra capitata tem 

demonstrado efeito antimicrobiano contra Listeria monocytogenes (Faleiro et al., 2005), Gardnerella 

vaginalis (Palmeira-De-Oliveira et al., 2012a), Escherichia coli (Delgado-Adámez et al., 2017), Salmonella 

typhimurium (Karampoula et al., 2016), Candida spp. (Palmeira-De-Oliveira et al., 2012) e Aspergillus 

spp. (Salgueiro et al., 2004). Devido ao seu potencial antimicrobiano contra uma ampla gama de agentes 

patogénicos, o OE de T. capitata pode ser um forte candidato para o tratamento de infeções decorrentes 

da formação de biofilmes por S. aureus resistente à meticilina (SARM). 

1.3 Objetivos 
 

1.3.1 Geral  

Esta dissertação teve como objetivo avaliar a atividade antimicrobiana do OE de T. capitata contra 

isolados clínicos de SARM provenientes de diferentes infeções.  

1.3.2 Específicos 

a) Determinar a capacidade de formação de biofilmes dos diferentes isolados clínicos;  

b) Determinar a concentração mínima inibitória (CMI) e a concentração mínima Letal (CML) do OE de T. 

capitata contra os isolados SARM em crescimento planctónico; 
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c) Determinar o efeito da CML do OE de T. capitata na capacidade de reduzir biofilmes de SARM e 

comparar a sua ação com a diferentes antibióticos usados na prática clínica. 

2. REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 
 

2.1 Bacteriologia de Staphylococcus spp.   
 

2.1.1 Aspetos históricos e taxonómicos  

O género Staphylococcus foi cunhado por Alexander Ogston, um cirurgião e bacteriologista escocês, 

combinando o prefixo "staphylo" (do grego antigo: cacho de uvas) e o sufixo “coccus” (do latim moderno: 

bactéria esférica; e do do grego antigo: “grãos, sementes, bagas”) para classificar o grupo de micrococos 

causadores de inflamação e supuração (Götz, Bannerman, & Schleifer, 2006). Até à década de 1970, 

existiam apenas 10 espécies identificadas (Becker, Heilmann, & Peters, 2014); atualmente o género 

Staphylococcus, pertencente à família Staphylococcaceae (ordem Bacillales), possui 54 espécies e 28 

subespécies descritas (Euzéby, 1997).  

Assim como para outros géneros, a tanoxomia de Staphylococcus spp. passou por diversas 

reclassificações, sendo ajustada consoante o avanço das ferramentas utilizadas pelos taxonomistas 

(Mahato et al., 2017). Em 1884, Rosenbach recuperou diferentes bactérias de abscessos nas suas 

experiências com animais e classificou como Staphylococcus pyogenes aureus (aurum - do latim: ouro) 

as que produziam pigmento amarelo, e Staphylococcus pyogenes albus (album - do latim: branco) as 

que produziam pigmento branco (Becker et al., 2014). A cor do pigmento produzido pelas colónias foi o 

critério inicial utilizado para a classificação das espécies estafilocócicas. No entanto, mais tarde 

descobriu-se que a subespécie "albus", descrita por Rosenbach, seria provavelmente um isolado de S. 

aureus que não apresentava pigmento quando em meio sólido (Becker et al., 2014). Desse modo, a 

utilização do pigmento como único critério para classificação mostrou-se insuficiente, uma vez que esta 

característica não é geneticamente estável (Becker et al., 2014; Fairbrother, 1940; Kloss, 1980). Ao 

longo das décadas, novos critérios de classificação foram desenvolvidos e a capacidade de coagular o 

sangue, mediante a produção da enzima coagulase, permitiu a separação das espécies de 

Staphylococcus em dois grupos: Staphylococcus coagulase-positivo (CoPS) e Staphylococcus coagulase-

negativo (CoNS) (Crosby, Kwiecinski, & Horswill, 2016; Loeb, 1903). Como exemplos de espécies CoPS 

pode mencionar-se S. aureus (patógeno humano), S. intermedius e S. hyicus (patógenos de animais 

domésticos), e como exemplos de CoNS pode referir-se S. epidermidis e S. hominis (Harris et al., 2002; 
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Mendoza-Olazarán et al., 2013). Estafilococos patogénicos são comumente identificados pela sua 

capacidade de produzir coagulase (Harris et al., 2002; Schmidt et al., 2014). As bactérias CoPS podem 

escapar das defesas do hospedeiro isolando o local da infeção através da formação de um coágulo, que 

confere uma barreira de proteção (Muray, Rosenthal, & Pfaller, 1990; Zapotoczna, McCarthy, Rudkin, 

O’Gara, & O’Neill, 2015). Dentro do grupo CoPS, a espécie S. aureus é clinicamente a mais relevante 

(Becker et al., 2014). No entanto, é importante referir que algumas estirpes de S. aureus podem ser 

atípicas e apresentam um perfil CoNS (Akineden, Hassan, Schneider, & Usleber, 2011; Malinowski, 

Lassa, Kłossowska, Smulski, & Kaczmarowski, 2009). Por esse motivo, diferentes ensaios devem ser 

combinados para uma correta identificação a nível específico (Brown et al., 2005). 

2.1.2 Caracterização e identificação 

Os estafilococos são bactérias esféricas com diâmetro de 0,5 a 1,5 µm, que, geralmente, encontram-se 

sob a forma de cachos irregulares, devido ao facto da sua divisão celular ocorrer em três planos 

perpendiculares (Monteiro et al., 2015). Além disso, são bactérias gram-positivas, não móveis, 

anaeróbicas facultativas, catalase-positivo, oxidase-negativo e não formadoras de esporos (Harris et al., 

2002). S. aureus é uma bactéria com uma grande plasticidade fisiológica, por isso consegue adaptar-se 

a diferentes condições ambientais, o que faz deste microrganismo o agente patogénico causador de uma 

larga variedade de infeções que ameaçam a saúde (Liang et al., 2011; Lowy, 2003). Estas bactérias 

conseguem crescer em ambientes com temperaturas entre 7 e 46 °C, sendo a temperatura ótima de 

crescimento entre 35 e 37 °C (Onyango, Dunstan, Gottfries, Eiff, & Roberts, 2012). Podem ainda 

sobreviver dentro de uma faixa de pH entre 4 e 10 (Lampila & McMillin, 2012) e são capazes de crescer 

em altas concentrações de NaCl (≥ 1,7 M) (Clements & Foster, 1999). 

S. aureus é uma bacteria frequentemente associada a graves infeções. Por esse motivo, uma 

identificação rápida e precisa é de extrema importância (Martineau, Picard, Roy, Ouellette, & Bergeron, 

1998; Qian, Eichelberger, & Kirby, 2014). Existem diferentes métodos para identificar isolados de S. 

aureus, sendo os testes fenotípicos os mais utilizados (Váradi et al., 2017). Entre estes, destacam-se os 

testes de coagulase de lâminas e tubos, testes de aglutinação do látex e crescimento em meio de cultura 

agar sal manitol (Kateete et al., 2010). As técnicas baseadas em cultura de microrganismos apresentam 

algumas limitações, como o tempo necessário para o crescimento bacteriano. Por outro lado, métodos 

moleculares de identificação apresentam alta especificidade e podem superar as limitações dos métodos 

convencionais (Johnson et al., 2016). Pode citar-se, como exemplo, a utilização da reação em cadeia da 

polimerase (PCR, do inglês polymerase chain reaction) para a deteção direta do gene de resistência à 
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meticilina (mecA), que permite a identificação de espécimes de SARM (Chen, Zhao, Guo, Li, & Chen, 

2017). Diferentes técnicas utilizadas para a identificação de bactérias, bem como suas vantagens e 

limitações, podem ser consultadas na tabela 1. 

Tabela 1| Vantagens e limitações de diferentes técnicas utilizadas para a identificação de bactérias.  

Técnicas Vantagens Limitações Referências 
Testes enzimáticos 
(ex: catalase) 

Fácil execução 
Alta sensibilidade 
Baixo custo 

Tempo de realização 
Não permite identificar 
células não cultiváveis 
 

(FrancoDuarte et al., 2019; 
Sandle, 2016) 

Meios cromogénicos 
(ex: ChromID S. aureus) 

Fácil execução 
Permite detetar culturas 
mistas 
Permite detetar estirpes 
resistentes 
 

Tempo de realização 
Processo moroso 
Não permite identificar 
células não cultiváveis 

(Gaillot, Wetsch, Fortineau, 
& Berche, 2000; Perry, 
2017) 

Testes serológicos 
(ex: aglutinação em látex) 

Fácil execução 
Alta sensibilidade 
 

Necessidade de grandes 
quantidades de antígeno 
 

(Fournier et al., 1993; Shijia 
Wu et al., 2016) 

Hibridização fluorescente in 
situ (FISH) 

Rapidez 
Facilidade do uso métodos 
de coloração combinada 
com a especificidade dos 
métodos moleculares 
 

Teste limitado pela 
disponibilidade de antígenos  
Necessidade de recursos 
humanos especializados 
 

(FrancoDuarte et al., 2019; 
Frickmann et al., 2017) 

PCR em tempo real 
 

Não necessita cultivo da 
amostra 
Específico 
Rapidez 
Menor risco de 
contaminação 
 

Necessidade de recursos 
humanos especializados 
Tempo de realização 
Alto custo para aquisição de 
equipamentos e reagentes   
 

(Girones et al., 2010; 
Maurin, 2012) 

ADN microarrays Permite a análise simultânea 
de diferentes genes e a sua 
expressão genética 
 

Alto custo 
Necessidade de recursos 
humanos especializados 
 

(Monecke et al., 2013; 
Shittu et al., 2015; Spence 
et al., 2008) 

Espectrometria de massa 
por ionização e dessorção a 
laser assistida por matriz 
(MALDI-TOFMS) 

Rapidez 
Precisão 
Baixo custo por teste 
Fácil execução 

Requer cultura pura 
Identificação limitada pela 
base de dados 
Alto custo inicial do 
equipamento MALDI-TOF 

(Cobo, 2013; Dingle & 
Butler-Wu, 2013; Segawa et 
al., 2014; Singhal, Kumar, 
Kanaujia, & Virdi, 2015) 

 

2.1.3 Epidemiologia 

S. aureus é uma bactéria que se destaca por interagir com seu hospedeiro quer de forma inócua ou 

patogénica (Krismer, Weidenmaier, Zipperer, & Peschel, 2017). Estima-se que 20 % dos indivíduos da 

população mundial sejam portadores persistentes de S. aureus e que 60 % sejam portadores 

intermitentes (Elward, McAndrews, & Young, 2009). No entanto, Wertheim e colaboradores (2005) 

destacaram que os indivíduos reconhecidos como não portadores, podem na realidade ser portadores 
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intermitentes. Além disso, é importante referir que vários animais são considerados reservatórios naturais 

de S. aureus. Este agente patogénico pode causar infeções cutâneas clinicamente simples em indivíduos 

saudáveis, como furúnculos e abscessos (Foster, 2005). No entanto, S. aureus é um microrganismo 

oportunista que pode causar graves infeções em indivíduos mais vulneráveis (Stapleton & Taylor, 2002). 

Atualmente, S. aureus é uma das bactérias patogénicas humanas mais frequentes em todo o mundo, 

com a capacidade de ser o agente causador de uma ampla gama de doenças infeciosas (Brett & Bradfute, 

2015; Otto, 2010). De acordo com a Rede Nacional de Segurança em Saúde, nos Estados Unidos da 

América (EUA), S. aureus foi a principal bactéria patogénica isolada de infeções na corrente sanguínea 

(Weiner-Lastinger et al., 2020). Na Europa, de modo semelhante, S. aureus também é o microrganismo 

mais comummente encontrado em infeções associadas às cirurgias (Monaco, Araujo, Cruciani, Coccia, 

& Pantosti, 2016) .  

Esta bactéria pode ser isolada em diferentes locais do corpo, como pele, vagina, trato gastrointestinal, 

axila e narinas (Sakr, Brégeon, Mège, Rolain, & Blin, 2018). No entanto, o nariz é o local mais frequente 

de colonização para S. aureus (Wertheim et al., 2005). Para além disso, células de S. aureus podem 

sobreviver durante até 7 meses em diferentes tipos de superfícies abióticas, sendo estas, portanto, uma 

importante fonte de transmissão deste agente patogénico (Kramer, Schwebke, & Kampf, 2006). 

2.2 S. aureus resistente à meticilina (SARM) 

A descoberta da penicilina, em 1928, por Alexander Fleming, deu início a uma nova era na medicina. 

Em 1940, após o início da Segunda Guerra Mundial, a penicilina foi desenvolvida para fins terapêuticos 

em escala industrial (Elward et al., 2009). No entanto, apesar do seu potente efeito bactericida, S. aureus 

rapidamente desenvolveu resistência a este antibiótico (Elward et al., 2009), pois algumas estirpes 

possuem a capacidade de produzir penicilinase (também conhecida como β-lactamases). A resistência 

deriva do efeito da penicilinase, que hidrolisa o anel beta-lactâmico da penicilina, o fator essencial para 

a sua atividade antimicrobiana (Chambers & DeLeo, 2009). De modo a ultrapassar os mecanismos de 

resistência apresentados por S. aureus, o antibiótico meticilina (um derivado semi-sintético da penicilina) 

foi desenvolvido e, em 1959, foi introduzido na Europa (Harkins et al., 2017). Nos EUA a introdução do 

novo medicamento só aconteceu em 1961. Contudo, no mesmo ano foi relatado o primeiro surto de 

infeções causadas por isolados de SARM nos hospitais europeus (Chambers, 1997).  

As estirpes SARM diferem das estirpes de S. aureus suscetível à meticilina (SASM) pela presença do 

gene mecA no seu genoma. Este gene encontra-se na cassete cromossómica SCCmec, um elemento 
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genético móvel, que provavelmente é proveniente da espécie estafilocócica S. sciuri (Stapleton & Taylor, 

2002; Shang Wu, Lencastre, & Tomasz, 2001). Este gene codifica a proteína de ligação à penicilina (PBP-

2A), uma proteína presente na parede celular bacteriana que tem uma menor afinidade para alguns 

antibióticos, conferindo, assim, resistência à meticilina e aos medicamentos β-lactâmicos, tais como a 

penicilina e a cefalosporina (Berger-Bächi & Rohrer, 2002; Elhassan, Ozbak, Hemeg, Elmekki, & Ahmed, 

2015; Elward et al., 2009; Lakhundi & Zhang, 2018; Stapleton & Taylor, 2002). Além de estarem 

associados com uma significativa taxa de mortalidade e morbidade, os isolados de SARM causam ainda 

um grande impacto económico (Elward et al., 2009). Nos EUA, por exemplo, foram investidos entre 830 

milhões e 9,7 mil milhões de dólares no tratamento e na triagem de isolados SARM, em 2005 (Klein, 

Smith, & Laxminarayan, 2007). Apesar dos esforços, no mesmo ano ocorreram 18 mil mortes 

decorrentes de infeções por SARM (de um total de 94 mil casos de infeções invasivas) (Klein et al., 

2007).  

Historicamente, as infeções decorrentes de SARM eram adquiridas em ambiente hospitalar. Porém, no 

final da década de 1990 observou-se a manifestação de infeções por SARM em indivíduos sem histórico 

de internamento hospitalar (Elward et al., 2009). Esta observação culminou na categorização das 

infeções por SARM em dois grupos: SARM adquirido no ambiente hospitalar (HA-SARM) e SARM adquirido 

na comunidade (CA-SARM). É importante realçar que as estirpes de cada grupo diferem em relação às 

suas características clínicas, genéticas e em termos de suscetibilidade a agentes antimicrobianos 

(Kateete et al., 2019). As estirpes CA-SARM possuem, geralmente, SCCmec dos tipos IV ou V, são 

suscetíveis a antibióticos não-β-lactâmicos e possuem genes para a expressão da toxina panton-valentine 

leucocidina (PVL, Panton-Valentine Leukocidin), que, por sua vez, confere o aumento da virulência. Por 

outro lado, as estirpes HA-SARM transportam o SCCmec do tipo I, II ou II, são resistentes a múltiplas 

drogas e não produzem PVL (Choo, 2017; David & Daum, 2010; David Patrick Kateete et al., 2019). A 

idade avançada e o estado de saúde de um indivíduo são agravantes para o estabelecimento de infeções 

causadas por isolados HA-SARM. No entanto, tem-se observado que as infeções por CA-SARM ocorrem 

frequentemente em pacientes jovens e saudáveis (David & Daum, 2010; Elward et al., 2009). 

2.3 Infeções associadas a SARM 

As estirpes de SARM podem ser o agente etiológico de infeções como septicemia, pneumonia, meningite, 

endocardite, infeções osteoarticulares, infeções cutâneas e infeções relacionadas com dispositivos 

médicos (Tong et al., 2015). Uma vez que os isolados clínicos utilizados no presente trabalho são 
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provenientes de osteomielites, septicemias e úlceras em pés de diabéticos, o foco principal desta secção 

será dado às respetivas infeções.  

2.3.1 Osteomielites 

A osteomielite é uma infeção óssea que resulta em inflamação e necrose óssea (Birt, Anderson, Bruce 

Toby, & Wang, 2017; Lew & Waldvogel, 2004). Alguns fatores de risco como idade avançada, 

imunossupressão e diabetes mellitus são agravantes para o estabelecimento desta infeção (Akiyama et 

al., 2013; Bhavan et al., 2010; Lew & Waldvogel, 2004; McHenry, Easley, & Locker, 2002). No entanto, 

tem-se observado que osso saudável é geralmente muito resistente à infeção, ou seja, a infeção só 

acontece mediante a existência de um trauma direto ou um grande inóculo bacteriano (Tong et al., 2015). 

S. aureus é a causa predominante de osteomielite (Shi & Xianlong, 2012) e, através da produção de 

proteínas de adesão, as células bacterianas são capazes de se ligarem à matríz óssea e formarem 

biofilmes (Tong et al., 2015). Os biofilmes são comunidades bacterianas organizadas de modo a facilitar 

a colonização e a sobrevivência das células bacterianas num novo ambiente. As bactérias em biofilmes 

são menos sensíveis aos agentes antimicrobianos, o que pode explicar os casos de persistência da 

osteomielite (Brady, Leid, Calhoun, Costerton, & Shirtliff, 2008) (uma discussão detalhada é apresentada 

na secção 2.5.2). Além disso, S. aureus apresenta ainda outro mecanismo importante para a persistência 

e recorrência de osteomielite: a capacidade de invadir osteoblastos e formar pequenas colónias variantes 

ou SCVs (do inglês, small-colony variants) (Garzoni & Kelley, 2009; Shi & Xianlong, 2012). Em contraste 

com o fenótipo normal, as SCVs possuem características morfológicas e fisiológicas incomuns, como um 

crescimento lento, ausência de pigmentação em meio sólido, redução das reações bioquímicas e 

suscetibilidade alterada aos antibióticos (Proctor et al., 2006).  

2.3.2 Septicemias 

As septicemias desenvolvem-se a partir da presença de bactérias no sangue (bacteremia). Este tipo de 

infeção geralmente ocorre quando uma infeção bacteriana, presente em uma parte do organismo, entra 

na corrente sanguínea e é desencadeada uma resposta inflamatória sistémica no hospedeiro (Otto, 2017; 

Powers & Wardenburg, 2014). A septicemia é a infeção causada por S. aureus mais bem descrita (Tong 

et al., 2015). Esta infeção causa milhões de mortes em todo o mundo, sendo a mais frequente causa de 

morte em pacientes hospitalizados (Otto, 2017). A idade é um fator de risco importante para o 

estabelecimento de septicemias. Diversos estudos mostram altas taxas de incidência em crianças com 

até um 1 ano de idade, uma baixa incidência entre adultos jovens e um aumento da incidência em 
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pessoas acima dos 70 anos (Allard et al., 2008; Landrum et al., 2012; Laupland et al., 2013). As fontes 

de infeção para o desenvolvimento de um quadro de septicemia podem ser diversas, porém o uso de 

dispositivos médicos e algumas infeções precedentes específicas (infeções de pele, pleuropulmonares e 

osteoarticulares) são relatadas como os principais focos primários para o desenvolvimento de bacteremia 

(Hassoun, Linden, & Friedman, 2017; Tong et al., 2015).  

2.3.3. Úlceras nos pés de diabéticos 

As úlceras nos pés são um problema comum em pessoas com diabetes mellitus e facilitam o 

desenvolvimento de infeções (Mottola et al., 2016). As infeções em pés de diabéticos são definidas como 

infeções nos tecidos moles ou nos ossos abaixo dos maléolos (Gemechu, Seemant, & Curley, 2013). 

Apesar de geralmente serem infeções polimicrobianas (Vardakas, Horianopoulou, & Falagas, 2008), S. 

aureus é um dos agentes patogénicos mais prevalentes nesse tipo de infeção (Spichler, Hurwitz, 

Armstrong, & Lipsky, 2015). A colonização por bactérias patogénicas nos pés de pacientes portadores 

de diabetes mellitus é uma causa frequente de hospitalização que, em casos mais graves, pode resultar 

na amputação dos membros inferiores (Lavery et al., 2006; Mottola et al., 2016). Alguns traumas, como 

feridas que penetraram até os ossos, feridas com longa duração (cerca de 30 dias), feridas recorrentes 

e a presença de doença vascular periférica podem aumentar o risco de infeção (Lavery et al., 2006). Nos 

últimos anos, o principal problema para o tratamento de infeções nos pés de diabéticos tem sido o 

aumento da resistência às terapias antibióticas (Spichler et al., 2015). Sem dúvida, as infeções 

estafilocócicas são hoje uma preocupação mundial dado os mecanismos de resistência desenvolvidos 

pelos estafilococos para evitar o sistema imunológico do hospedeiro e o tratamento com antibióticos 

(Kavanagh et al., 2018).  

2.4 Fatores de virulência e mecanismos de patogenicidade  

Os estafilococos possuem uma grande variedade de fatores de virulência que promovem a sua adesão 

às células do hospedeiro, permitem a penetração nos tecidos e contribuem para a evasão das defesas 

imunológicas do hospedeiro (Santos et al., 2007). A capacidade de adesão aos componentes da matriz 

extracelular (MEC, do inglês extracellular matrix), às proteínas plasmáticas e às células do hospedeiro, é 

um fator crucial para permitir a colonização e a disseminação das células bacterianas durante a infeção 

(Clarke & Foster, 2006; Dastgheyb & Otto, 2015). O processo de adesão bacteriana pode ser mediado 

por adesinas presentes na superfície ou por adesinas secretadas (Heilmann, 2011). As adesinas de 

superfície são normalmente conhecidas como MSCRAMMs (do inglês microbial surface components 
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recognizing adhesive matrix molecules ou componentes microbianos de superfície que reconhecem 

moléculas adesivas da matriz) (Clarke & Foster, 2006; Foster & Höök, 1998). Entre as MSCRAMMs 

podem mencionar-se as proteínas de ligação à fibronectina A e B (FnBpA e FnBpB, fibronectin-binding 

protein – são capazes de se ligarem a fibronectina, fibrinogénio e a elastina) (Greene et al., 1995); a 

adesina de ligação ao colágeno (Cna, collagen-binding adhesin – é responsável pela adesão ao colágeno 

tipo I e IV) (Patti et al., 1995); e a proteína de ligação à elastina (EbpS,  elastin-binding protein – promove 

a ligação com a elastina e tropoelastina) (Downer, Roche, Park, Mecham, & Foster, 2002). As adesinas 

secretadas são chamadas de moléculas adesivas de repertório expandido secretável (vulgarmente 

conhecidas como SERAMs, do inglês Secretable Expanded Repertoire Adhesive Molecules) (Chavakis, 

Wiechmann, Preissner, & Herrmann, 2005). Entre as SERAMs podem destacar-se proteína de adesão 

extracelular (Eap, extracellular adherence protein – permite a ligação entre a células bacterianas e as 

células do hospedeiro) (Athanasopoulos et al., 2006); a coagulase (Coa, coagulase  – interage com o 

fibrinogénio e induz a formação de coágulos de fibrina através da ativação da protrombina) (McDevitt, 

Vaudaux, & Foster, 1992); e a proteína de ligação ao fibrinogénio extracelular (Efb, extracellular 

fibrinogen-binding protein – atrai fibrinogênio para a superfície bacteriana e forma um escudo para 

proteger as bactérias da fagocitose) (Wade et al., 1998). Para além de contribuírem para a adesão da 

célula bacteriana a uma superfície-alvo, as SERAMs podem ainda interferir com os mecanismos de defesa 

do hospedeiro (Hammel, Němeček, Keightley, Thomas, & Geisbrecht, 2007). A proteína Eap, por 

exemplo, bloqueia o recrutamento de neutrófilos (Eisenbeis et al., 2018; Haggar, Ehrnfelt, Holgersson, 

& Flock, 2004). Além destas proteínas, S. aureus possui adesinas não proteicas, como o ácido teicóico 

da parede (WTA, wall teichoic acids) (Athanasopoulos et al., 2006; Heilmann, 2011), que promove a 

adesão ao tecido do hospedeiro e a superfícies abióticas, como vidro e poliestireno (Brown, Santa Maria, 

& Walker, 2013; Gross, Cramton, Go, & Peschel, 2001; Swoboda, Campbell, Meredith, & Walker, 2010). 

Após a colonização do hospedeiro, a produção de adesinas é importante para que as células de S. aureus 

possam iniciar a infeção (Foster & Höök, 1998).  

A capacidade de secretar toxinas é outra característica importante de S. aureus (Arciola et al., 2011; 

Grumann, Nübel, & Bröker, 2014). As toxinas estafilocócicas podem ser divididas em três grupos: toxinas 

formadoras de poros (TFPs), toxinas esfoliativas (TEs) e superantígenos (SAGs) (Oliveira, Borges, & 

Simões, 2018). As TFPs contribuem para o efluxo de moléculas e metabolitos vitais, tendo, portanto, um 

efeito citolítico nas células do hospedeiro. Neste grupo, a α- hemolisina é provavelmente o fator de 

virulência mais caracterizado de S. aureus (Vandenesch, Lina, & Henry, 2012). É secretada na sua forma 

solúvel, que é capaz de penetrar na célula eucariota e, após a sua internalização, a toxina é oligomerizada 



25 
 

e, posteriormente, forma poros na membrana celular do hospedeiro (DuMont & Torres, 2014; 

Menestrina, Serra, & Prévost, 2001). Esta toxina possui efeito citolítico para uma ampla gama de células 

humanas, incluindo células epiteliais, células endoteliais, células T e macrófagos (Berube & Wardenburg, 

2013; Nygaard et al., 2012). As leucotoxinas são uma série de toxinas que possuem capacidade citolítica 

contra monócitos, macrófagos e neutrófilos, tais como a PVL e γ-hemolisina (Ventura et al., 2010). As 

modulinas solúveis em fenol (PSMs, phenol-soluble modulins) fazem parte de uma família de pequenos 

peptídeos anfipáticos com propriedades citolíticas e pró-inflamatórias (Grumann et al., 2014) e têm 

diferentes papéis durante a patogénese estafilocócica, como a lise dos eritrócitos e leucócitos, e o 

estímulo de respostas inflamatórias (Peschel & Otto, 2013). A β-hemolisina também é uma toxina que 

provoca comprometimento da membrana celular. Esta toxina é capaz de hidrolisar as esfingomielinas 

(lípido de membrana) presentes na superfície celular (Huseby et al., 2007). A hidrólise de 

esfingomielinas, provoca modificações na fluidez da membrana plasmática da célula do hospedeiro, 

levando a desestabilização da estrutura de bicamada (Vandenesch et al., 2012). A β-hemolisina é 

citolítica para queratinócitos, leucócitos polimorfonucleares, monócitos e células T (Huseby et al., 2007; 

Katayama, Baba, Sekine, Fukuda, & Hiramatsu, 2013).  

As TEs produzidas por S. aureus são protéases serínicas extremamente específicas que clivam as 

moléculas que promovem a adesão célula-célula entre os queratinócitos da epiderme (Nishifuji, Sugai, & 

Amagai, 2008). Essa perda de adesão celular facilita a invasão bacteriana e o estabelecimento de 

infeções cutâneas, como a síndrome da pele escaldada estafilocócica (staphylococcal scalded skin 

syndrome – SSSS) (Yamasaki et al., 2005). Várias toxinas estafilocócicss apresentam propriedades de 

SAGs, como a toxina-1 da síndrome do choque tóxico (TSST-1) (Lina et al., 2004). Os SAGs estimulam 

as células T, levando à produção de citocinas pró-inflamatórias (Xu & McCormick, 2012). Para além dos 

mecanismos de virulência mencionados, a formação de biofilme também é um importante mecanismo 

para o estabelecimento das infeções estafilocócicas, pois permite que as bactérias resistam às defesas 

do hospedeiro (Khoramian, Jabalameli, Niasari-Naslaji, Taherikalani, & Emaneini, 2015). E, como já 

referido também, as células em biofilme possuem diversos mecanismos que aumentam a tolerância aos 

antibióticos (uma discussão detalhada é apresentada na secção 2.5.2). 

2.5 Biofilme: o estilo de vida bacteriano predominante  

Os biofilmes são amplamente distribuídos nos ecossistemas naturais, em sistemas artificiais e no 

contexto clínico (Davey & O’toole, 2000; Donlan & Costerton, 2002). A primeira visualização deste tipo 
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de estrutura foi realizada por Antonie van Leeuswenhoek, em 1684, ao observar agregados microbianos 

provenientes dos seus próprios dentes (Donlan & Costerton, 2002). Nas últimas décadas, a definição de 

biofilme passou por diversas adaptações (Høiby, 2017). O termo “filme” foi inicialmente utilizado para 

distinguir bactérias que possuem a capacidade de formar camadas de células aderidas a uma superfície 

(sésseis) das bactérias de natação livre (planctónicas) (Zobell & Allen, 1935). Atualmente, é amplamente 

aceite que um biofilme pode ser definido como uma comunidade microbiana séssil em que as células 

estão aderidas a uma superfície e envolvidas por uma MEP (Donlan & Costerton, 2002; Kiedrowski & 

Horswill, 2011; Moormeier & Bayles, 2017). Além de considerar as características facilmente 

observáveis, devem também considerar-se atributos fisiológicos. Portanto, as células bacterianas em 

biofilmes apresentam um fenótipo alterado em relação à taxa de crescimento e à transcrição de genes, 

comparativamente às bactérias planctónicas (Donlan & Costerton, 2002).  

Os biofilmes maduros podem possuir uma alta densidade celular (108 a 1011 células g-1 de peso húmido) 

(Flemming et al., 2016). Na maioria dos biofilmes, a maior parte da biomassa não é composta por células 

microbianas, mas pela MEP. A MEP é constituída por água e por biomoléculas autoproduzidas como 

proteínas, hidratos de carbono, lípidos e e-ADN (Flemming & Wingender, 2010). Materiais inorgánicos, 

que variam de acordo com o ambiente em que o biofilme se desenvolveu, também podem estar 

presentes na constituição da MEP (Donlan, 2002). Diversas funções são atribuídas à MEP, como manter 

um microambiente altamente hidratado ao redor das células, dificultar a ação de agentes 

antimicrobianos, e servir como uma fonte de carbono, azoto e fósforo para a comunidade bacteriana no 

biofilme (Flemming & Wingender, 2010).  

Os biofilmes são frequentemente encontrados na natureza em consórcios com várias espécies 

microbianas (Elias & Banin, 2012). Do ponto de vista clínico, uma das consequências desse tipo de 

interação está associada ao aumento da tolerância aos agentes antimicrobianos (Elias & Banin, 2012). 

Por exemplo, S. aureus e Pseudomonas aeruginosa são espécies que interagem sinergicamente durante 

infeções em fibrose cística (Harrison, 2007). P. aeruginosa é capaz de produzir 4-hydroxy-2-

heptylquinoline-N-oxide (HQNO), que aumenta a resistência de S. aureus a agentes antimicrobianos 

(Hoffman et al., 2006) e, consequentemente, aumenta a sua capacidade de persistir e formar biofilmes 

(Singh, Ray, Das, & Sharma, 2009). 
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2.5.1 Etapas do desenvolvimento do biofilme de S. aureus 

O desenvolvimento de um biofilme é um processo que varia de acordo com a espécie bacteriana e 

envolve diferentes etapas. O modelo clássico sobre o desenvolvimento de um biofilme consiste em três 

passos: (1) adesão, (2) acumulação/maturação e (3) destacamento/dispersão (Otto, 2013). No entanto, 

devido aos avanços das tecnologias microscópicas e da compreensão dos mecanismos moleculares 

envolvidos na formação de biofilmes por S. aureus, um novo modelo foi proposto por Moormeier e Bayles 

(2017), sendo este modelo dividido em cinco etapas sequenciais: (1) adesão, (2) multiplicação, (3) 

êxodo, (4) maturação e (5) dispersão (Fig. 1).  

 

Figura 1| Etapas do desenvolvimento do biofilme de Staphylococcus aureus: A) Adesão, B) Multiplicação, 

C) Êxodo, D) Maturação e E) Dispersão. e-ADN: ácido desoxirribonucleico extracelular,  MSCRAMMs: componentes 

microbianos de superfície que reconhecem moléculas adesivas da matriz, PSMs: modulinas solúveis em fenol, 

Agr: accessory gene regulator. Adaptado de Moormeier e Bayles, 2017. 
 

   2.5.1.1 Adesão 

A primeira etapa da formação do biofilme é marcada pela ligação das células planctónicas a uma 

superfície, biótica ou abiótica. A ligação a superfícies bióticas é mediada por proteínas presentes na 

parede celular ou por proteínas secretadas (conforme já referido na secção 2.4.1). Estas proteínas 

desempenham um papel fundamental na primeira etapa de formação do biofilme, pois são capazes de 

se ligarem a diferentes componentes da matriz do hospedeiro, como fibronectina, fibrinogénio e colagénio 

(Foster, Geoghegan, Ganesh, & Höök, 2014). Por outro lado, estas proteínas desempenham um papel 

menos relevante quando a ligação acontece em superfícies abióticas (Moormeier & Bayles, 2017). A 

adesão a superfícies inertes é realizada principalmente através de interações eletrostáticas e hidrofóbicas 

(Gross et al., 2001; Kennedy & O’Gara, 2004). Contudo, alguns estudos destacam o papel dos WTAs e 
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da autolisina principal A (AtlA) no processo de fixação à superfícies de poliestireno e vidro (Biswas et al., 

2006; Gross et al., 2001; Houston, Rowe, Pozzi, Waters, & O’Gara, 2011). 

    2.5.1.2 Multiplicação 

A etapa de multiplicação é caracterizada pela divisão e acumulação celular após a adesão a uma 

superfície (Moormeier & Bayles, 2017). No início desta etapa as novas células estão vulneráveis às 

tensões de corte associadas ao fluxo de fluidos presentes no meio exterior e, de modo a evitar o 

destacamento das células do biofilme imaturo, as células de S. aureus produzem diversos fatores para 

manter a estabilidade do biofilme imaturo (McCourt, O’Halloran, Mccarthy, O’Gara, & Geoghegan, 2014; 

Moormeier & Bayles, 2017). Algumas MSCRAMMs, como as proteínas FnBPs, possuem um duplo papel, 

participando tanto da etapa de adesão, como contribuindo para as interações célula-célula durante a 

multiplicação (Speziale, Pietrocola, Foster, & Geoghegan, 2014). A adesina polissacarídica intercelular 

(PIA), um polissacarídeo de superfície cuja composição química é poli-β (1,6)-N-acetil-D-glicosamina 

(PNAG), tem um papel proeminente durante a etapa de multiplicação, uma vez que promove a adesão 

intercelular e, consequentemente, a acumulação das células bacterianas (O’Gara, 2007). No entanto, 

alguns estudos têm demonstrado que estirpes que não produzem PIA/PNAG também são capazes de 

formar biofilmes (Boles, Thoende, Roth, & Horswill, 2010; Brooks & Jefferson, 2014). Durante a 

formação de biofilmes PIA-independentes, a produção da MEP é mediada por proteínas, como a proteína 

associada ao biofilme (Bap, biofilm-associated protein) (Tormo, Knecht, Götz, Lasa, & Penadés, 2005), 

Spa (Merino et al., 2009), FnBPA (O’Neill et al., 2008) e a proteína de superfície G (SasG, surface protein 

G) (Geoghegan et al., 2010). Ainda durante o estágio de multiplicação, algumas células são lisadas, 

através de mecanismos de morte celular programada, libertando proteínas citoplasmáticas e ADN no 

meio extracelular (Sadykov & Kenneth, 2012). Estas proteínas e o e-ADN são incorporados numa MEP 

inicial que envolve as células, formando um biofilme bidimensional (Moormeier & Bayles, 2017).  

   2.5.1.3 Êxodo 

O êxodo é uma etapa caracterizada por uma dispersão inicial de células, originando uma reestruturação 

do biofilme (Moormeier & Bayles, 2017). Utilizando o sistema microfluídico BioFlux, em combinação com 

imagens de campo claro, Moormeier e colaboradores (2014) observaram que 6 horas após o início desta 

etapa de multiplicação havia uma libertação de células do biofilme, formando diferentes focos de 

crescimento (microcolónias). O êxodo permite que uma subpopulação de bactérias seja libertada de 

forma coordenada de um biofilme imaturo. Para que esta dispersão inicial aconteça, é necessário que a 
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integridade da MEP seja comprometida. A dispersão inicial é mediada através da degradação do e-ADN 

presente na MEP de forma dependente de nuclease. O papel biológico desta etapa ainda não é 

plenamente compreendido, mas a dispersão de uma subpopulação celular parece ser um pré requisito 

para o estabelecimento de diferentes microcolónias com aspetos fisiológicos e metabólicos variáveis 

(Moormeier, Bose, Horswill, & Bayles, 2014), que por sua vez, dão origem a estruturas tridimensionais 

de biofilmes com características distintas (Moormeier & Bayles, 2017).  

   2.5.1.4 Maturação 

A etapa de maturação é caracterizada pela formação de aglomerados bacterianos e de uma MEP robusta 

(Moormeier & Bayles, 2017). A formação dos aglomerados acontece a partir da proliferação celular de 

microcolónias distintas que emergem de uma camada basal de células do biofilme. A existência destas 

subpopulações confere maior diversidade ao biofilme que, por sua vez, necessita de um menor tempo 

para se adaptar ao stresse ambiental, como a falta de nutrientes ou a presença de antibióticos 

(Moormeier & Bayles, 2017). Durante esta etapa, o aumento do número de células e a produção contínua 

da MEP levam à expansão da espessura do biofilme, resultando na construção de uma estrutura 

tridimensional (Otto, 2008). Além da proliferação da MEP, fatores disruptivos (PSMs, nucleases e 

proteases) contribuem para a construção de poros e canais na MEP, permitindo que os nutrientes 

cheguem às células nas camadas mais profundas de biofilme (Otto, 2013). 

   2.5.1.5 Dispersão 

A etapa final da formação de um biofilme, a dispersão, resulta na disseminação de células ou 

aglomerados celulares do biofilme maduro (Otto, 2013). A dispersão tanto pode ser influenciada por 

sinais provenientes do meio ambiente, incluindo alterações na disponibilidade de nutrientes e 

concentração de oxigénio, como por sinais derivados da comunicação intercelular entre as bactérias 

confinadas na MEP, como os mecanismos de deteção quorum (QS, quorum-sensing) (McDougald, Rice, 

Barraud, Steinberg, & Kjelleberg, 2011). Em particular, a densidade celular tem um papel importante no 

estabelecimento dos mecanismos que promovem a dispersão. A dispersão pode ser entendida como 

uma vantagem seletiva quando as condições ambientais se tornam desfavoráveis e como uma 

oportunidade de conquistar novos nichos (McDougald et al., 2011). Diversos estudos demonstram que 

a dispersão dos biofilmes de S. aureus estão sob o controlo do sistema Agr quorum sensing (Agr, gene 

regulador acessório, do inglês, accessory gene regulator) (Boles & Horswill, 2008; Moormeier et al., 

2014; Periasamy et al., 2012; Yarwood, Bartels, Volper, & Greenberg, 2004). Em resposta à densidade 
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celular, este sistema coordena a expressão de genes e a ativação de proteases que contribuem para a 

desestruturação da MEP, levando à dispersão de células individuais ou aglomerados celulares 

(Moormeier et al., 2014). Durante a dispersão os genes relacionados com produção de fatores adesivos, 

como as MSCRAMMs e PIA, são menos expressos (Irie & Parsek, 2008; Zhang & Dong, 2004) enquanto 

se verifica um aumento da expressão dos genes relacionados com os fatores disruptivos, como os 

peptídeos surfactantes da família das PSMs (Le et al., 2014). Cabe ainda referir que, do ponto de vista 

clínico, a dispersão desempenha um papel muito importante nas infeções associadas a biofilmes, pois 

permite que as células se espalhem por todo o organismo (Fleming & Rumbaugh, 2018).  

2.5.2 Relevância dos biofilmes em doenças infeciosas 

É estimado que a formação de biofilmes representa mais de 80 % das infeções bacterianas (Davies, 

2003) e contribui para o desenvolvimento de resistência e tolerância aos antibióticos (Lebeaux, Ghigo, & 

Beloin, 2014). Os biofilmes de S. aureus são extremamente difíceis de tratar, pois fornecem um nicho 

protegido para as bactérias, tornando-as altamente recalcitrantes (Paharik & Horswill, 2016; Schilcher et 

al., 2016). É importante mencionar ainda, que os biofimes de S. aureus se têm destacado devido à sua 

capacidade de adesão aos dispositivos médicos implantados, como válvulas cardíacas artificiais e 

cateteres, e por contribuir com o estabelecimento de infeções crónicas associadas aos tecidos 

(Bhattacharya, Wozniak, Stoodley, & Hall-Stoodley, 2015).  

Os mecanismos de resistência aos antibióticos (bombas de efluxo, enzimas que degradam antibióticos, 

redução da permeabilidade da membrana celular, alteração do sítio de ligação do antibiótico, entre 

outros) não são suficientes para explicar como as bactérias em biofilmes são capazes de sobreviver às 

terapias antimicrobianas (Sharma, Misba, & Khan, 2019). Os biofilmes apresentam várias estratégias de 

tolerância aos antibióticos, sendo uma delas a penetração lenta ou incompleta dos agentes 

antimicrobianos (Stewart & Costerton, 2001). O confinamento da comunidade bacteriana numa MEP 

funciona tanto como uma proteção física, ao dificultar a penetração dos antibióticos, como uma barreira 

química, uma vez que os agentes antimicrobianos carregados positivamente ligam-se aos polímeros 

carregados negativamente presentes na MEP e, consequentemente, não atingem os alvos celulares 

(Dufour, Leung, & Lévesque, 2010). Além disso, a elevada densidade celular num biofilme maduro pode 

também dificultar a penetração de agentes antimicrobianos até as camadas mais profundas do biofilme 

(Dufour et al., 2010). A capacidade de exibir distintos fenótipos dentro do mesmo biofilme também 

contribui para o aumento da tolerância aos agentes antimicrobianos (Dufour et al., 2010). Gradientes 

em microescala nas concentrações de nutrientes são uma característica bem conhecida dos biofilmes; 
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por exemplo, o oxigênio pode ser completamente consumido nas camadas superficiais de um biofilme, 

levando a nichos anaeróbicos nas camadas profundas (Sharma et al., 2019). Estes gradientes podem 

resultar numa taxa mais lenta de crescimento bacteriano nas camadas mais profundas do biofilme, onde 

a disponibilidade de nutrientes é reduzida (Høiby et al., 2010). Além do facto de que alguns antibióticos 

não são ativos em condições anaeróbicas, diversos antibióticos são mais eficazes contra bactérias que 

se dividem rapidamente. Um microambiente quimicamente heterogéneo dentro do biofilme pode ainda 

antagonizar diretamente a ação de determinados antibióticos (Dufour et al., 2010). Além disso, células 

viáveis, mas não cultiváveis (VBNC, viable but nonculturable) e células persistentes, encontram-se num 

estado metabólico menos ativo e são, portanto, menos suscetíveis (Li, Mendis, Trigui, Oliver, & Faucher, 

2014; Stewart & Franklin, 2008).  

Devido à existência de múltiplos mecanismos de resistência intrínsecos às bactérias e a tolerância 

resultante do fenótipo de biofilme, o tratamento convencional com antibióticos tem pouco sucesso em 

erradicar completamente as células bacterianas em biofilme (Sharma et al., 2019). A concentração 

mínima de erradicação do biofilme (CMEB) pode ser 10 a 100 vezes superior à CIM para bactérias em 

crescimento planctónico. Essa tolerância aumentada costuma levar a situações em que não é adequado 

tratar infeções com terapias antibióticas comuns, uma vez que a concentração de antibiótico necessária 

para erradicar o biofilme é maior que a concentração máxima de antibiótico que o corpo humano pode 

suportar (pico de concentração sérica – PSC, do inglês peak serum concentration) (Cerca et al., 2005; 

Macià, Rojo-Molinero, & Oliver, 2014). 

2.6 Tratamentos convencionais  

As infeções estafilocócicas ocorrem regularmente em pacientes hospitalizados e o crescente aumento 

de infeções causadas por estirpes multirresistentes tem evidenciado a importância da prevenção de 

infeções estafilocócicas e da busca por abordagens terapêuticas não convencionais (Kluytmans, Belkum, 

& Verbrugh, 1997). Entre os antibióticos atualmente recomendados pela Sociedade de Doenças 

Infeciosas da América (IDSA, Infectious Diseases Society of America) para o tratamento de infeções por 

SARM estão vancomicina, clindamicina, daptomicina, linezolida, trimetoprim e tetraciclina (Liu et al., 

2011). Além da resistência aos antibióticos, a capacidade de formar biofilmes contribui para a dificuldade 

do tratamento de infeções, dada a suscetibilidade reduzida de biofilmes a diversos antibióticos utilizados 

na prática clínica (Lebeaux et al., 2014). O desafio atual, face ao aumento da resistência aos antibióticos, 

é encontrar novos agentes antimicrobianos que sejam eficazes contra bactérias multiresistentes, que 

reduzam o desenvolvimento de resistência e que simultaneamente apresentem baixa toxicidade (Aslam 
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et al., 2018; Fitzgerald-Hughes, Devocelle, & Humphreys, 2012; Simões, Bennett, & Rosa, 2009; Wright, 

2014). 

2.7 Compostos derivados de plantas como alternativa terapêutica  

O uso indiscriminado de agentes antimicrobianos resultou no surgimento de microrganismos resistentes 

(Lebeaux et al., 2014). Para superar a resistência desenvolvida, novos agentes antimicrobianos com 

novos modos de ação têm vindo a ser desenvolvidos, e as plantas aromáticas e medicinais (PAMs) têm 

demonstrado ser uma importante fonte de compostos bioativos (Savoia, 2012). As PAMs, também 

conhecidas como ervas e especiarias, são definidas como “plantas que possuem substâncias odoríferas 

sob a forma de óleos essenciais, exsudatos de goma, bálsamos e oleorresinas” (Singh & Osman, 1999). 

Estas plantas são exploradas pelo homem desde aproximadamente 5.000 a.C., devido às suas 

propriedades preservativas, medicinais e aromatizantes (Chang, 2000). Das várias atividades biológicas 

atribuídas às PAMs podem destacar-se as ações: 1) antibacteriana (Swamy, Akhtar, & Sinniah, 2016), 2) 

antifúngica (Nazzaro, Fratianni, Coppola, & De Feo, 2017), 3) antiviral (Lin, Hsu, & Lin, 2014), 4) 

antioxidante (Samarth, Samarth, & Matsumoto, 2017), 5) anticarcinogénica (Fitsiou & Pappa, 2019), 6) 

larvicida (Jayaraman, Senthilkumar, & Venkatesalu, 2015) e 7) repelente (Lalthazuali & Mathew, 2017) 

O uso mundial de medicamentos à base de plantas aumentou de maneira significativa nas últimas 

décadas (Ekor, 2014). A OMS estima que atualmente 80 % da população mundial, principalmente dos 

países em desenvolvimento, utilizam medicamentos derivados de plantas (Gurib-Fakim, 2006). Se por 

um lado a grande parte da população (70 a 95 %) da Ásia, África, América Latina e Oriente Médio depende 

da medicina popular para cuidados de saúde primários; por outro, a maior parte da população (70 a 90 

%) do Canadá, França, Alemanha e Itália faz uso da medicina tradicional como “complementar” ou 

“alternativa” (Barata, Rocha, Lopes, & Carvalho, 2016). Além dos benefícios para a saúde, o crescente 

interesse por PAMs tem alto valor do ponto de vista socioeconómico, pois as PAMs são importantes para 

a subsistência local de populações carenciadas ao redor do mundo (Chauhan, 2010; Kunwar, Mahat, 

Acharya, & Bussmann, 2013; Sher, Aldosari, Ali, & de Boer, 2014). 

Os compostos derivados de plantas de valor terapêutico são principalmente provenientes de metabolitos 

secundários (Savoia, 2012). Na natureza, estes metabolitos desempenham um papel importante na 

defesa das plantas contra predadores e pragas, e na resposta ao stresse ambiental, como as mudanças 

da temperatura e deficiência hídrica (Fraenkel, 1959; Isah, 2019; Zaynab et al., 2018). De modo geral, 

os compostos bioativos encontrados nas plantas são característicos da espécie, porém algumas 
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alterações em termos quantitativos e qualitativos podem ser observadas consoante o ciclo vegetativo e 

as condições de cultivo (Delgado-Adámez et al., 2017), um fenómeno conhecido como polimorfismo 

químico (Salgueiro et al., 1995). 

2.7.1 Óleos essenciais   

Os OEs são misturas complexas de compostos aromáticos, com caráter hidrofóbico e extremamente 

voláteis à temperatura ambiente, provenientes do metabolismo secundário das plantas (Turek & 

Stintzing, 2013). Os OEs são produzidos e armazenados nos órgãos secretores das plantas aromáticas, 

como os tricomas e osmóforos (Naeem, Abbas, Ali, & Hasnain, 2018). O confinamento em células 

especializadas protege a planta dos efeitos nocivos de alguns constituintes dos OEs, como o efeito 

fitotóxico dos moterpenoides quando presentes em altas concentrações (Hallahan, 2000).  

A extração de OEs pode ser realizada a partir de flores, raízes, casca, folhas, sementes, casca, frutas e 

madeira (Butnariu & Sarac, 2018; Christaki, Bonos, Giannenas, & Florou-Paneri, 2012). A destilação 

com vapor é a técnica mais amplamente utilizada na produção comercial de OEs, mas a extração 

também pode ser realizada através da utilização de solventes orgânicos (Burt, 2004). De salientar ainda 

que a composição do OE produzido por uma planta pode variar quer com as condições de cultivo e 

colheita, como com o método de utilizado para a extração (Canter, Thomas, & Ernst, 2005; Mith et al., 

2014).  

Mais de 3 mil espécies vegetais são utilizadas para a extração de OEs, sendo que cerca de 300 são 

utilizadas a nível comercial (Christaki et al., 2012). Cabe ainda referir que as famílias botânicas mais 

relevantes no que se refere à produção destes compostos bioativos são Asteraceae (= Compositae), 

Lamiaceae (= Labiateae) e Apiaceae (= Umbelliferae) (Christaki et al., 2012). Do ponto de vista 

económico, a exploração dos OEs tem forte impacto. Em 2011, o mercado mundial dos OEs foi estimado 

em  24 mil milhões de dólares americanos, com uma taxa anual de crescimento de 10 % (Boesl & 

Saarinen, 2016). Além das suas atividades biológicas contra bactérias gram-positivas e gram-negativas, 

leveduras, fungos e vírus (Bakkali, Averbeck, Averbeck, & Idaomar, 2008; Reichling, Schnitzler, Suschke, 

& Saller, 2009), os OEs têm um importante papel na indústria de perfumaria/cosmética e na indústria 

alimentar, por atuar como conservantes e por conferir aromas (Ali et al., 2015; Elshafie & Camele, 2017; 

Hayouni et al., 2008). Refira-se ainda que os OEs apresentam baixa toxicidade em mamíferos e o seu 

uso configura um baixo impacto ambiental (Nazzaro et al., 2017). 
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2.7.1.1 Óleo essencial de Thymbra capitata 

Thymbra capitata (L.) Cav. (Lamiaceae) [= Thymus capitatus Hoffms. et Link., Thymus creticus Brot., 

Corydothymus capitatus Rechenb. f., Satureja capitata L.] é uma erva perene, com época de floração de 

abril a outubro, nativa da Europa e da Ásia (Figueiredo et al., 2008), que ocorre frequentemente na região 

mediterrânica (Fig. 2). Em Portugal, esta espécie pode ser encontrada na região sul, nomeadamente no 

Algarve (Palmeira-De-Oliveira et al., 2012). É uma planta medicinal e aromática conhecida popularmente 

como tomilho, tomilho-de-creta ou tomilho-cabeçudo. Além do seu amplo uso na medicina tradicional, 

esta erva é amplamente utilizada para fins culinários, ornamentais e aromatizantes (Figueiredo et al., 

2008).  

 

Figura 2| Flores (A) e troncos (B) de Thymbra capitata (L.) Cav. (Lamiaceae). Fotos retiradas do site do 

Jardim Botânico da UTAD (Disponível em: jb.utad.pt).  

As propriedades biológicas das espécies do género Thymbra são conhecidas desde os tempos de antigas 

civilizações como os egípcios, gregos e romanos. A maioria das propriedades biológicas de Thymbra ssp. 

estão relacionadas com a presença de derivados de polifenóis e monoterpenóides nos seus extratos e 

nos seus OEs (Candela, Maggi, Lazzara, Rosselli, & Bruno, 2019). O OE de T. capitata mostra uma 

homogeneidade química caracterizada por elevadas quantidades de carvacrol (75,51 % nas flores e 74, 

27 % nos frutos), seguida por ρ-cymene (7,28 nas flores e 9,10 % nos frutos) e γ-terpinene (4,83 % nas 

flores e 4,14 % nos frutos) (Delgado-Adámez et al., 2017). Os compostos fenólicos são provavelmente os 

principais componentes antimicrobianos nos OEs (Abbaszadeh, Sharifzadeh, Shokri, Khosravi, & 

Abbaszadeh, 2014). No que se refere à ação dos OEs, esta pode estar associada a diferentes 

mecanismos, entre os conhecidos até o momento, está o aumento da permeabilidade da membrana, 

com consequente libertação dos constituintes do citoplasma, a lise celular, o comprometimento de vários 
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sistemas enzimáticos, a inibição da atividade respiratória, a redução do pH das células e a inibição da 

síntese proteica (Lambert, Skandamis, Coote, & Nychas, 2001; Ultee, Kets, & Smid, 1999).  

Diversos estudos demonstram que o OE de T. capitata é um ótimo agente antibacteriano, tanto para 

bactérias gram-positivas quanto para gram-negativas (Deans & Ritchie, 1987; Delgado-Adámez et al., 

2017; Machado et al., 2017). A sua capacidade antifúngica e antioxidante também tem sido 

demonstrada (Miguel et al., 2015; Salgueiro et al., 2004). Além destas atividades biológicas, o OE de T. 

capitata e seus compostos são fortes candidatos para o tratamento da doença de Alzheimer, uma vez 

que possuem a atividade antiacetilcolinesterase (Aazza, Lyoussi, & Miguel, 2011). Portanto, o OE de T. 

capitata é possivelmente um forte candidato para o combate das infeções decorrentes da formação de 

biofilme por estirpes SARM. 

3. MATERIAIS E MÉTODOS  

 

3.1 Estirpes e condições de crescimento bacteriano 

Neste estudo foram utilizados 18 isolados clínicos de SARM. Os isolados foram obtidos após 

consentimento do paciente sob aprovação da Comissão de Ética da Universidade de Trás-os-Montes e 

Alto Douro (UTAD), Vila Real, Portugal. Entre estes isolados, 6 são provenientes de septicemias, 6 de pés 

de diabéticos e 6 de osteomielites. Os isolados foram cedidos pelo Grupo de Investigação em 

Microbiologia e Resistência aos Antibióticos (MicroART, Microbiology and Antibioic Resistance Team) da 

UTAD. A estirpe de S. aureus ATCC® 25923™ (isolado clínico) foi utilizada como controlo positivo devido 

à sua grande capacidade de formação de biofilme (Bauer, Siala, Tulkens, & Van Bambeke, 2013; 

Rodríguez-Lázaro et al., 2018; Stepanović, Vuković, Dakić, Savić, & Švabić-Vlahović, 2000). Os isolados 

foram criopreservados a -80 °C em solução de Tryptic Soy Broth (TSB – Liofilchem, Teramo, Italy) com 

30 % (v/v) de glicerol (Panreac, Barcelona, Spain). De modo a evitar um grande stresse térmico, os 

isolados foram mantidos a -20 °C por um período de 16 ± 1 h antes de serem transferidos para a arca 

a -80 °C. Os meios de cultura foram preparados de acordo com as instruções do fabricante. Os isolados 

foram cultivados em placas de Tryptic Soy Agar (TSA – preparado adicionando 1,5 % (m/v) de agar 

(Liofilchem, Teramo, Italy) ao meio de cultura TSB (VWR, Pennsylvania, USA)) e incubados a 37 °C (MIR-

154-PE, Panasonic Healthcare) por 16 ± 1 h. Em seguida, as placas foram conservadas a 4 °C por um 

período de até 1 mês. Após este período foi realizada uma nova repicagem para a obtenção de uma nova 

geração de isolados. A partir da quarta geração a repicagem foi realizada a partir dos isolados 

criopreservados. 
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3.2 Agentes antimicrobianos 
 

3.2.1 Óleos essenciais extraídos de Thymbra capitata  

A atividade antimicrobiana do OE de T. capitata foi investigada utilizando uma mistura (na proporção 1:1) 

de óleos de diferentes lotes, de modo a minimizar o efeito da variabilidade química existente nas PAMs 

(Palmeira-De-Oliveira et al., 2012; Salgueiro et al., 2004). Os OEs foram cedidos pelo Centro de 

Investigação em Engenharia dos Processos Químicos e dos Produtos da Floresta (CIEPQPF) da Faculdade 

de Farmácia da Universidade de Coimbra. A composição de cada OE utilizado para a obtenção da mistura 

de óleos usada no presente estudo está descrita na tabela 2. A mistura de OEs foi preservada em frasco 

de vidro a 4 ºC e protegida da luz. 

Tabela 2 | Composição química dos três óleos essenciais de Thymbra capitata (L.) Cav. (Lamiaceae).  

Amostras 
utilizadas a 

Quantidades dos principais constituintes do óleo essencial (%) 
Carvacrol γ-Terpinene ρ-Cymene Linalool α-Terpinene 

A 75 5,1 5,0 2,0 1,5 
B 73,9 7,4 4,9 <1,8 <1,8 
C 80 3,4 4,1 <1,1 <1,1 

a Os óleos essenciais foram extraídos e caracterizados pelo CIEPQPF da Faculdade de Farmácia da Universidade 
de Coimbra. 

3.2.2 Antibióticos  

Os antibióticos ciprofloxacina e tetraciclina, frequentemente utilizados para o combate de infeções 

estafilocócicas (Rayner e Munckhof, 2005), foram utilizados para comparar a suscetibilidade dos 

biofilmes ao OE de T. capitata. As soluções com antibióticos foram preparadas de acordo com as 

diretrizes do Clinical and Laboratory Standards Institute (CLSI) (CLSI, 2018). A concentração de 

antibiótico utilizada em todos os ensaios foi o valor de PCS. Os mecanismos de ação e os valores de PCS 

dos antibióticos utilizados neste estudo podem ser consultados na tabela 3. 

Tabela 3 | Mecanismos de ação e pico de concentração sérica (PCS) dos antibióticos ciproflxacina e tetraciclina.  

Antibióticos  Mecanismo de ação a PCS (mg/L) b 

Ciprofloxacina Inibidor da síntese de ácidos nucleicos 4,5  
Tetraciclina Inibidor da síntese de proteínas 16,0 

a O mecanismo de ação dos antibióticos foi obtido através das informações fornecidas pelo fabricante; 
 b Os valores de PCS para ciprofloxacina e tetraciclina foram obtidos de acordo com Bayer HealthCare 
Pharmaceuticals Inc. (2004) e Clinical and Laboratory Standards Institute (1997), respetivamente.  
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3.3 Caracterização fenotípica referente à formação de biofilme 
 

3.3.1 Otimização das condições de crescimento 

Para determinar as condições adequadas de crescimento e de formação de biofilme, realizou-se um 

primeiro ensaio de formação de biofilme (descrito em detalhe na secção 3.3.2), utilizando a estirpe 

controlo positivo crescida em TSB, em TSB suplementado com NaCl (TSBNaCl) ou em TSB suplementado 

com glicose (TSBG). O meio TSBNaCl foi preparado adicionando 3 % (m/v) de NaCl (VWR) ao meio de cultura 

TSB. O meio TSBG foi preparado adicionando 0,5 % (v/v) de glucose (Fisher Scientific, Leicestershire, 

United Kingdom) ao meio de cultura TSB. Para além da suplementação do meio, foi também testada a 

influência da agitação mecânica na capacidade de formação de biofilme. Para tal, as placas de cultura 

utilizadas para a formação de biofilme foram submetidas a incubação sem agitação e com agitação a 

120 rpm em agitador orbital durante 24 ± 1 h a 37 ºC. Após incubação, a capacidade de formação de 

biofilme foi avaliada utilizando o método CVC (descrito em detalhe na secção 3.3.3). Todas as 

experiências foram repetidas pelo menos duas vezes com sete replicados técnicos.  

3.3.2 Formação do biofilme  

Os ensaios de formação de biofilme foram realizados como anteriormente descrito por Oniciuc e 

colaboradores (2016), com algumas modificações. Foram preparados pré-inóculos a partir das colónias 

de cada isolado clínico em placas de TSA. As colónias recolhidas foram transferidas para Erlenmeyers 

de 10 mL de volume, com 2,5 mL de meio TSB e mantidas em incubação a 37 °C durante 16 ± 1 h 

com agitação de 120 rpm (ES-20 Shaker-Incubator, BioSan, Riga, Latvia). Após a incubação, a suspensão 

de bactérias foi ajustada em TSB a uma densidade ótica (DO640 nm) de 0,25 ± 0,05, que corresponde a 

uma concentração de 2 x 108 UFCs (unidades formadoras de colónias)/mL (Freitas, Vasconcelos, 

Vilanova, & Cerca, 2014). De seguida, foram adicionados 198 µL de TSBNaCl e 2 µL da suspensão 

bacteriana de diferentes isolados em cada poço de uma microplaca de poliestireno de 96 poços (Orange 

Scientific, Braine-l'Alleud, Bélgica). A utilização de meio de cultura suplementado com NaCl e as 

condições estáticas de incubação foram escolhidas para induzir a formação de biofilme, uma vez que 

estas condições favoreceram a sua formação (secção 4.1). De forma a normalizar as possíveis variações 

no processo de quantificação dos biofilmes, entre cada experiência, foi incluída a estirpe de controlo 

positivo em todas as placas. Alguns poços foram mantidos apenas com TSB para garantir a esterilidade 

do meio (controlo negativo). As placas foram incubadas a 37 °C por 24 ± 1 h. Todas as experiências 

foram repetidas pelo menos três vezes com sete replicados técnicos. 
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3.3.3 Quantificação da biomassa do biofilme  

Após incubação, a biomassa de biofilme foi quantificada através do método de coloração violeta de cristal 

(CVC), como descrito anteriormente por Peeters e colaboradores (2008), com algumas modificações. 

Resumidamente, as células bacterianas em suspensão foram removidas cuidadosamente. As placas 

ficaram a secar à temperatura ambiente durante 2  ± 1 h antes do início da etapa de fixação. Em seguida, 

foram adicionados 100 µL de metanol (Fisher Scientific, Leicestershire, United Kingdom) em cada poço 

durante 15 min para fixação do biofilme. Posteriormente, o sobrenadante de metanol foi removido e as 

placas ficaram a secar à temperatura ambiente durante 10 min. Após esta etapa, 100 µL de cristal de 

violeta (CV) a 1 % (v/v) (Acros Organics, New Jersey, USA) foram adicionados a cada poço. Após 5 min 

a solução de CV foi removida. Para remover o excesso de corante foram realizadas duas lavagens do 

biofilme com 200 µL de água destilada. Por fim, adicionaram-se 150 µL de ácido acético a 33 % (v/v) 

(Fisher Scientific) para solubilizar o CV. A DO foi medida a 595 nm (DO595 nm) usando um leitor de 

microplacas (Biochrom, EZ Read 800 Plus). A formação de biofilme de todos os isolados foi normalizada 

à formação de biofilme da estirpe controlo positivo presente em cada ensaio independente.  

3.3.4 Análise da estrutura dos biofilmes por microscopia de laser de varrimento 

confocal (CLSM)  

Para estas experiências, a formação de biofilme foi realizada como descrito anteriormente (secção 3.3), 

mas com incubação em placas de 24 poços (Orange Scientific, Braine-l'Alleud, Bélgica). No fundo de 

cada poço da placa de cultura foi colocada uma lamela estéril de plástico com 13 mm de diâmetro 

(Nunc® Thermomanox® Plastic Coverslips, Rochester, USA). Os volumes foram ajustados para 990 µL 

de TSBNaCl e 10 µL da suspensão bacteriana à concentração de 2 x 108 UFCs/mL em cada poço (França 

& Cerca, 2016). Após incubação, o meio de cultura foi removido e os biofilmes foram lavados uma vez 

com 1 mL de solução de NaCl a 0,9 % (m/v). Em seguida, as lamelas com os biofilmes foram transferidas 

para lâminas de microscopia, antes de se proceder à sua coloração. Todos os procedimentos de 

coloração foram realizados no escuro e de acordo com as instruções do fabricante.  

Foram utilizados dois corantes para permitir a análise da estrutura dos biofilmes de 24 h. A sonda 

fluorescente aglutinina de germe de trigo conjugada com tetrametilrodamina (WGA-TRITC) foi utilizada 

para permitir a coloração de resíduos de N-acetil-D-glicosamina (GlcNAc), um polissacárido presente na 

matriz extracelular do biofilme (Jefferson & Cerca, 2006), e a sonda nuclear fluorescente 4’,6-diamidino-

2-fenilindol (DAPI) foi utilizada para permitir a visualização das células, uma vez que se liga ao ADN. A 
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cada superfície foram adicionados 100 µL de WGA-TRITC (Invitrogen, CA, USA) a uma concentração de 

10 µg/mL. Após 10 min de incubação, o excesso de corante foi removido. Em seguida, adicionaram-se 

100 µL de DAPI (Sigma-Aldrich, MO, USA) à concentração de 100 µg/mL. Após 5 min de incubação, o 

excesso de corante foi removido. A fluorescência do WGA-TRITC foi detetada utilizando um laser (Carl 

Zeiss MicroImaging GmbH, Jena, Germany) com comprimento de onda de excitação de 559 nm e um 

filtro de emissão de 505 - 605 nm. A fluorescência do DAPI foi detetada utilizando um laser com 

comprimento de onda de excitação de 405 - 635 nm e um filtro de emissão de 430 - 470 nm. Para 

visualização com maior campo de visão os biofilmes corados foram examinados utilizando o CLSM 

Olympus FluoView FV1000 (Olympus, Lisboa, Portugal) com uma objetiva de 10 x e uma ampliação 

eletrónica de 2 x. Imagens de diferentes regiões de cada superfície foram adquiridas com resolução de 

640 × 640 (pixels). Foram utilizados dois replicados técnicos para seleção das imagens representativas.  

3.4 Determinação da concentração mínima inibitória (CMI) e da concentração mínima 

letal (CML) do OE de T. capitata 

A CMI do OE de T. capitata foi avaliada através do método de macrodiluição seriada como descrito por 

Palmeira-de-Oliveira e colaboradores (2012). Foram analisadas as concentrações de 0,08 a 1,28 µL/mL 

do OE para a determinação da CMI. Inicialmente foi preparada uma solução stock (5,12 µL/mL) de TSB 

com o OE dissolvido em dimetilsulfóxido (DMSO – Scharlau, Barcelona, Espanha) na proporção 1:1. Em 

seguida, foi adicionado 1 mL de TSB em frascos de vidro (do tipo Mc Cartney). Posteriormente, 

acrescentou-se 1 mL da solução stock do OE no frasco destinado para a maior concentração a ser 

testada. Após agitação em vórtex, retirou-se 1 mL da solução diluída no passo anterior e transferiu-se 

para o frasco destinado à concentração seguinte, e assim sucessivamente. Posteriormente, adicionou-se 

1 mL do inóculo bacteriano ajustado à concentração 2 x 106 UFC/ mL, perfazendo um total de 2 mL por 

frasco. Foram preparados 2 controlos para cada isolado: controlos contendo TSB com DMSO e 

suspensão bacteriana foram utilizados para confirmar a ausência de interferência do solvente nos 

resultados, enquanto controlos com TSB e suspensão bacteriana foram preparados para confirmar o 

crescimento bacteriano. Além disso, um controlo negativo foi incluído em cada experiência para garantir 

a esterilidade do meio de cultura. As CMIs foram lidas após 24 ± 1 h de incubação a 37 °C, sem agitação. 

O crescimento da bactéria foi comparado visualmente com a amostra controlo (TSB e suspensão 

bacteriana) e apenas a inibição total do crescimento foi considerada como resultado para CMI, sendo o 

valor da CMI o resultado final de no mínimo três ensaios independentes e concordantes.  
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Após a determinação de CMI, transferiram-se 10 µL das suspensões presentes nos frascos contendo a 

concentração referente ao valor de CMI, ½ CMI e 2 CMI para placas de TSA, para determinar a CML. As 

placas foram incubadas por 24 ± 1 h a 37 ºC. O valor de CML corresponde a concentração onde não 

houve crescimento bacteriano após a incubação.  

3.5 Determinação da suscetibilidade de biofilmes pré-formados à ação dos 

antimicrobianos 
 

3.5.1 Efeito na biomassa do biofilme 

A formação de biofilme foi realizada como descrito na secção 3.3.2. Após as 24 h de incubação, as 

células bacterianas em suspensão foram removidas cuidadosamente. Em seguida, o meio de cultura foi 

substituído por 200 µL de solução de TSB com a CML do OE. Para comparar a eficácia do OE com 

antibióticos utilizados para tratar infeções por S. aureus, foram incluídos controlos com ciprofloxacina 

(4,5 mg/L) e tetraciclina (16 mg/L). Para isso, foram adicionados 200 µL de solução de TSB com os 

antibióticos em diferentes poços. Foram ainda incluídos controlos com TSB e suspensão bacteriana ou 

TSB com DMSO e suspensão bacteriana à concentração utilizada para solubilizar o OE. Alguns poços 

foram mantidos apenas com meio de cultura estéril. As placas foram incubadas a 37 ºC, sem agitação, 

por um período adicional de 24 ± 1 h. Após incubação com os agentes antimicrobianos, a biomassa foi 

quantificada utilizando o método CVC (descrito na secção 3.3.3).  

3.5.2 Efeito na cultivabilidade celular 

Para a determinação do efeito dos agentes antimicrobianos na viabilidade e cultivabilidade celular, 

efetuou-se o mesmo procedimento descrito na seção anterior, porém após o período de incubação com 

os agentes antimicrobianos, os biofilmes foram quantificados através da contagem de UFCs. 

Inicialmente, os biofilmes foram lavados uma vez com 200 µL de solução de NaCl a 0,9 % (m/v). Cada 

biofilme foi destacado por raspagem do fundo da placa de cultura e ressuspendido em 200 µL de solução 

de NaCl. Em seguida, realizou-se a homogeneização celular na própria placa, submetendo a suspensão 

de cada poço a um pulso de 10 s de sonicação com amplitude de 30 % (Homogeneizador de ultrassons 

de 750-Watts Cole-Parmer®, Illinois, EUA 230 VCA, com uma microponta de 13 mm). Como 

demonstrado anteriormente por Freitas e colaboradores (2014), este ciclo de sonicação não tem efeito 

significativo na cultivabilidade celular. A placa contendo as amostras foi mantida em gelo durante todo o 

procedimento. Posteriormente, foram realizadas diluições decimais da suspensão previamente 

homogeneizada, adicionando 20 µL de suspensão de biofilme em 180 µL de solução salina. Após 
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agitação em vórtex, retiraram-se 20 µL da solução diluída no passo anterior e transferiu-se para o tubo 

Eppendorf destinado à concentração seguinte, e assim sucessivamente até à diluição 10-7. Em seguida, 

foram colocados 10 µL de cada diluição em placas de TSA. As placas foram incubadas 24 ± 1 h a 37 

°C antes da contagem do número de UFCs. Todas as experiências foram repetidas pelo menos três 

vezes com dois replicados técnicos. 

3.5.3 Efeito na atividade metabólica 

Para a determinação do efeito dos agentes antimicrobianos na atividade metabólica, efetuou-se o mesmo 

procedimento descrito na seção 3.5.1, contudo após o período de incubação com os agentes 

antimicrobianos, os biofilmes foram quantificados através do método colorimétrico XTT, como descrito 

por Logu e colaboradores (2003). Após a lavagem dos biofilmes com 200 µL de solução de NaCl a 0,9 

% (p/v), adicionou-se a cada poço 200 µL de uma solução contendo 250 µg de XTT [2,3-bis-(2-metoxi-4-

nitro-5-sulfofenil)-2H-tetrazólio-5-carboxanilida] (Panreac Applichem)/mL e 25 µg de MSF (metossulfato 

de fenazina) (Acros Organics). As soluções com XTT e MSF foram preparadas em água ultrapura estéril 

de acordo com as instruções do fabricante. As placas foram cobertas com papel alumínio e foram 

incubadas no escuro por 3 h a 37 °C. Posteriormente, 150 µl da solução de cada poço foram transferidos 

para tubos do tipo Eppendorf de 1,5 mL seguindo-se uma centrifugação de 5 min a 10000 rcf. Para a 

realização das leituras espectrofotométricas, 100 µl do sobrenadante foram transferidos para uma nova 

placa de microtitulação. Foram adicionados 100 µl de água ultrapura estéril em cada poço para diluir a 

solução de XTT. A absorvância foi medida a 490 nm. Todas as experiências foram repetidas pelo menos 

três vezes com dois replicados técnicos. 

3.6 Análise estatística 

Os resultados estão representados como média ± desvio padrão de pelo menos 3 experiências 

independentes. O teste de Kolmogorov-Smirnov foi realizado para verificar a distribuição Gaussiana dos 

dados. A significância estatística foi determinada utilizando um Teste-t não paramétrico ou através da 

análise de variância unidirecional (one-way ANOVA) seguida pelo teste de comparação múltipla de 

Tukey’s. Valores de P inferiores a 0,05 foram considerados significativos. Todas as análises foram 

realizadas no GraphPad Prism 8 (versão experimental; San Diego, CA, EUA). 
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4. RESULTADOS E DISCUSSÃO  
 

4.1 Efeito da suplementação do meio de cultura e das condições hidrodinâmicas na 

formação de biofilmes  

Está atualmente bem descrito que a capacidade de formação de biofilmes depende não apenas das 

características genotípicas da estirpe (Croes et al., 2009), mas também pode ser influenciada pelas 

condições de cultura (Lade et al., 2019). Diversos fatores ambientais como a fonte de carbono, pH, 

presença de glucose, osmolaridade, temperatura e anaerobiose podem influenciar a capacidade de 

formação de biofilmes (Götz, 2002; Liu, Zhang, & Ji, 2020). Considerando que um fenótipo variável em 

termos da formação de biofilme pode ser observado quando os biofilmes são formados sob diferentes 

condições (Liu et al., 2020), no presente estudo investigou-se a influência da composição do meio de 

cultura e de diferentes condições hidrodinâmicas (com ou sem agitação). Foi possível observar que a 

suplementação do meio de cultura (TSB) com 0,9 % de glucose (TSBG) ou com 3 % de NaCl (TSBNaCl) 

aumentou significativamente a capacidade de acumulação de biomassa da estirpe S. aureus ATCC 

25923, quando os biofilmes foram formados em incubação sem agitação (Figura 3). Cabe realçar que, 

nestas condições de incubação sem agitação, a produção de biomassa foi superior no meio de cultura 

TSBNaCl em comparação ao meio de cultura TSBG. No entanto, não foram observadas diferenças 

estatisticamente significativas entre a capacidade de produção de biomassa quando os biofilmes foram 

formados em diferentes meios de cultura com 120 rpm de agitação. Estes resultados sugerem que a 

suplementação do meio de cultura, principalmente com 3 % de NaCl, e a ausência de agitação promovem 

a produção de biomassa de biofilmes de S. aureus. O meio de cultura TSB é amplamente utilizado para 

o estudo da formação de biofilmes por isolados de S. aureus (Lade et al., 2019; Lee et al., 2014; Singh, 

Prakash, Achra, Singh, & Das, 2017). No entanto, apesar de ser um meio de cultura que permite um 

crescimento abundante de diferentes agentes patogénicos, a quantidade de nutrientes presente na sua 

composição pode ser insuficiente para promover a formação de biofilmes (Lade et al., 2019; Sugimoto 

et al., 2018). Apesar de já possuir na sua composição 2,5 g/L de glucose e 5,0 g/L de NaCl, este meio 

de cultura é frequentemente suplementado com glucose e/ou NaCl para a realização de estudos 

relacionados com formação de biofilmes de S. aureus (DeFrancesco et al., 2017; Sugimoto et al., 2018; 

Yu et al., 2017). 
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Figura 3| Formação de biofilmes em diferentes condições de cultura. Quantificação da capacidade de 

formação de biofilme de Staphylococcus aureus ATCC 25923 após incubação em TSB, TSBG e TSBNaCl, com (■) e 

sem (■) agitação. Os dados são representadoscomo média ± desvio padrão de dois ensaios independentes. As 

diferenças significativas são representadas como: ** P < 0,01; **** P < 0,0001. 

Diversos autores relatam que condições de stresse osmótico, como a presença de 3 % de NaCl no meio 

de cultura, aumentam a capacidade de formação de biofilme por S. aureus (Rachid et al., 2000; Valle et 

al., 2003). Por outro lado, a baixa concentração de glucose no meio de cultura pode ser um fator limitante 

para a produção de PIA/PNAG, e, consequentemente, para a acumulação de biofilme (Ammendolia, 

Rosa, Montanaro, Arciola, & Baldassarri, 1999). No entanto, existem vários estudos com resultados 

contraditórios. No trabalho realizado por Lade e colaboradores (2019), tanto a suplementação de TSB 

com 0,5 - 1 % de glucose quanto a suplementação com 1 - 2 % de NaCl aumentaram a formação de 

biofilme. Por outro lado, Singh e colaboradores (2017) observaram que a suplementação do meio de 

cultura com glucose ou com NaCl não aumentou significativamente a capacidade de acumulação de 

biomassa. Tais observações confirmam que o fenótipo de produção de biofilme por isolados clínicos de 

S. aureus pode variar consideravelmente em função da composição do meio de cultura utilizado. É 

importante referir que a adição de glucose ou NaCl ao meio de cultura contribui para a formação de 

biofilme por diferentes mecanismos, como através da indução da produção de PIA/PNAG (Agarwal & 

Jain, 2013; O’Neill et al., 2007). A glucose pode ainda induzir a formação de biofilme em isolados  PIA-

independentes (Agarwal & Jain, 2013). A glucose favorece a formação de biofilmes de S. aureus através 

da acidificação do meio de cultura, uma vez que a secreção de ácidos gordos de cadeia curta resultantes 

do metabolismo da glucose reduz o pH do meio circundante (Olson, King, Yahr, & Horswill, 2013). Por 

sua vez, um pH ácido reprime a produção de protease extracelular (Boles e Horswill, 2011), estimula a 

associação de proteínas da matriz do biofilme às superfícies celulares (Foulston, Elsholz, DeFrancesco, 

& Losick, 2014) e resulta na repressão do sistema Agr quorum sensing (Regassa, Novick, & Betley, 

1992). 
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Um outro aspeto que influencia fortemente a capacidade de formação de biofilme prende-se com as 

condições hidrodinâmicas: é comum realizarem-se ensaios com agitação (Fernández-Barat et al., 2018; 

Melo et al., 2016) ou em condição estática (Kong et al., 2018; Ster et al., 2017). Contrariamente aos 

resultados apresentados na Figura 3, Berlutti e colaboradores (2014) constataram que a incubação com 

agitação aumentou a capacidade de formação de biofilme, sugerindo que as condições de fluxo podem 

favorecer a formação de biofilme. Por outro lado, noutro estudo (Vanhommerig et al., 2014) não foram 

observadas diferenças na capacidade de formação de biofilme entre incubação com e sem agitação. No 

presente estudo, uma vez que a formação de biofilme em TSBNaCl em condições estáticas de incubação 

se mostrou favorável para acumulação de biomassa, todos os ensaios que se seguem foram realizados 

nestas condições.  

4.2 Caracterização fenotípica de isolados clínicos de SARM 
 

4.2.1 Análise da resistência antimicrobiana e capacidade de produção de biofilme 

A capacidade de formação de biofilme por isolados de SARM tem sido bem reportada na literatura (Lade 

et al., 2019; Neopane, Nepal, Shrestha, Uehara, & Abiko, 2018), porém a sua correlação com o tipo de 

infeção e o perfil de resistência antimicrobiana ainda não é completamente compreendida (Kwiecinski, 

Jacobsson, Horswill, Josefsson, & Jin, 2019). O estudo do padrão de resistência antimicrobiana de S. 

aureus é de extrema importância uma vez que (i) a multirresistência aos antibióticos frequentemente 

utilizados para o tratamento de infeções é um problema crescente (Neopane et al., 2018) e (ii) as 

diferenças fenotípicas observadas podem implicar diferentes condições seletivas de persistência no 

hospedeiro (Pompilio et al., 2011). O perfil de resistência de todos os isolados investigados no presente 

estudo foi previamente caracterizado pelo grupo de investigação MicroART- UTAD (Anexo 1). De forma 

geral, a maioria dos isolados foi resistente a ciprofloxacina (77,7 %) e sensível a tetraciclina (77,7 %). Por 

esta razão, estes antibióticos foram escolhidos para serem utilizados como controlo nos ensaios para 

determinação do potencial anti-biofilme do OE de T. capitata. Os resultados encontrados suportam as 

observações realizadas em outros estudos que reportam que os isolados de SARM são normalmente 

resistentes à ciprofloxacina  (Alaklobi et al., 2015; Neopane et al., 2018; Yameen, Nasim, Akhtar, Iram, 

& Javed, 2010) e sensíveis à tetraciclina (Neopane et al., 2018). Apesar de estar reportado na literatura 

que os isolados melhores produtores de biofilmes são mais resistentes a vários antibióticos (Charankaur 

e Khare, 2013; Neopane et al., 2018), no presente estudo, mesmo os isolados que produziram menos 

biofilme foram multirresistentes. No entanto, todos os isolados de SARM selecionados para este trabalho, 
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quer sejam provenientes de septicemias, úlceras de pés de diabéticos ou osteomielites, foram produtores 

de biofilme sob as condições avaliadas. Na figura 4 é possível observar diferentes graus de capacidade 

formação de biofilme por isolados SARM em comparação com a estirpe controlo (S. aureus ATCC 

25923).  
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Figura 4| Capacidade de formação de biofilme e perfil de resistência antimicrobiana de isolados 

clínicos de SARM. A percentagem de formação de biofilme foi avaliada através da capacidade de acumulação 

de biomassa por isolados clínicos provenientes de septicemias (S), úlceras de pés de diabéticos (D) e osteomielites 

(O) comparativamente com a estirpe Staphylococcus aureus ATCC 25923. O perfil de resistência dos isolados de 

S. aureus em relação aos antibióticos ciprofloxacina e tetraciclina estão representados como: CIP – R (■, 

Resistente à ciprofloxacina), CIP – S (■, Sensível à ciprofloxacina), TET – R (■, Resistente à tetraciclina) e TET – 

S (■, Sensível à tetraciclina). Os antibiogramas foram realizados pelo grupo de investigação MicroART- UTAD. Os 

dados são representados como média ± desvio padrão de três ensaios independentes. As diferenças significativas 

são representadas como: * P < 0,05; ** P < 0,01.  
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Não foram observadas diferenças estatisticamente significativas na capacidade de produção de biomassa 

entre os isolados provenientes de septicemias comparativamente com a estirpe controlo. No entanto, a 

maioria dos isolados de osteomielites (66, 66 %) e um dos isolados proveniente de úlceras de pés de 

diabéticos (16,66 %) produziram menos biofilme do que a estirpe controlo. De forma geral, é possível 

observar que os isolados provenientes de septicemias e úlceras de pés de diabéticos são bons produtores 

de biofilme, havendo pouca variabilidade entre as estirpes. Por outro lado, os isolados de osteomielites 

apresentam uma maior variabilidade, por vezes formando biofilmes robustos e outras vezes produzindo 

uma menor quantidade de biomassa. Os resultados observados reforçam que a capacidade de formação 

de biofilme é uma característica frequentemente presente entre os isolados clínicos de SARM.  

S. aureus é um dos agentes patogénicos mais comuns em septicemias (Paulsen et al., 2015) e a 

utilização de dispositivos médicos, como cateteres venosos e próteses ortopédicas, tem sido apontada 

como importante fator de risco para o estabelecimento destas infeções (Thomer, Schneewind, & 

Missiakas, 2016). Para além disso, os isolados clínicos de SARM provenientes de bacteremia têm sido 

reportados como bons produtores de biofilme (Guembe et al., 2018; Kwiecinski et al., 2019), sendo o 

desenvolvimento de endocardite infeciosa uma das complicações mais preocupantes da presença de S. 

aureus na corrente sanguínea (Rasmussen et al., 2011). No entanto, uma vez na corrente sanguínea, os 

estafilococos podem desencadear uma resposta inflamatória aguda, que pode causar danos os tecidos 

do hospedeiro ou até mesmo resultar em morte (Singer et al., 2016). De acordo com estudos anteriores, 

a etapa de dispersão de células dos biofilmes pode permitir a passagem de células planctónicas para a 

corrente sanguínea, resultando em septicemia (Fleming & Rumbaugh, 2018; Koo, Allan, Howlin, 

Stoodley, & Hall-Stoodley, 2017). A alta capacidade de formação de biofilme apresentada pelos isolados 

provenientes de septicemias investigados no presente trabalho pode indicar que estes isolados são 

provenientes de uma infeção preexistente causada por biofilme.  

No que se refere aos isolados provenientes de úlceras de pés de diabéticos, os resultados encontrados 

no presente trabalho estão de acordo com estudos anteriores que observaram que os isolados 

provenientes deste tipo de infeção são bons formadores de biofilmes (Kwiecinski et al., 2019; Podbielska, 

Galkowska, Stelmach, Mlynarczyk, & Olszewski, 2010). Sabe-se que as úlceras em pé de diabéticos 

contribuem para a diminuição da qualidade de vida do paciente, podendo resultar em amputações dos 

membros inferiores, aumento da mortalidade e desenvolvimento de outras infeções, como osteomielite 

(Davis, Martinez, & Kirsner, 2006). A formação de biofilme é uma característica comum entre os isolados 

de S. aureus provenientes de infeções de pele e esta capacidade contribui para o caráter crónico e 
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recorrente das úlceras em pés de diabéticos (Kwiecinski, Kahlmeter, & Jin, 2015). A próprio diabetes 

aumenta a suscetibilidade do paciente a infeções relacionadas com biofilmes, uma vez que além de 

possuir problemas no sistema imune inato, as células de pacientes diabéticos são mais suscetíveis a 

adesão de microrganismos (Calvet e Yoshikawa, 2001; Peleg et al., 2007). No entanto, a natureza crónica 

das úlceras em pés de diabéticos não é apenas atribuída à suscetibilidade do hospedeiro, mas também 

a características fenotípicas da bactéria (Kwiecinski et al., 2015). 

S. aureus também é o agente infecioso mais comum em quadros de osteomielite (Brady et al., 2008). 

As bactérias podem entrar em contacto com o osso por diversas maneiras, como através de um trauma 

ou infeção subjacente (Lew & Waldvogel, 2004). Uma vez em contacto com o osso, as células bacterianas 

formam biofilmes, ocasionando danos ao tecido do hospedeiro (Archer et al., 2011). Contrariamente aos 

resultados encontrados no presente trabalho, os isolados provenientes de osteomielites têm sido 

reportados como bons produtores de biofilmes (Kahl & Becker, 2016; Kwiecinski et al., 2019), sendo 

inclusive reportados como melhores produtores de biofilme dos que os isolados provenientes de 

bacteremia (Kahl & Becker, 2016). Os resultados observados no presente trabalho são assim intrigantes, 

uma vez que a formação de biofilme faz parte da patogénese de osteomielites (Archer et al., 2011). No 

entanto, a capacidade de invadir osteoblastos e formar pequenas colónias variantes (Small-Colony 

Variants - SCVs) também é um mecanismo de patogenicidade importante no desenvolvimento de 

osteomielites (Garzoni & Kelley, 2009; Shi & Xianlong, 2012), o que pode justificar uma menor 

importância da capacidade de formação de biofilme para o desenvolvimento deste tipo de infeção. De 

forma geral, os resultados encontrados no presente trabalho indicam que há diferenças na capacidade 

de formação de biofilme in vitro. No entanto, não há uma completa compreensão se as estirpes melhores 

produtoras de biofilmes causam preferencialmente infeções associadas a biofilmes ou se a capacidade 

de produzir biofilme é aumentada enquanto as bactérias se adaptam ao novo ambiente durante o 

desenvolvimento da infeção (Kwiecinski et al., 2019).   

4.2.2 Análise da estrutura do biofilme por CLSM  

A utilização de CLSM em conjunto com as sondas fluorescentes DAPI e WGA-TRIC permitiu a observação 

da distribuição das células bacterianas e de polissacáridos presentes na MEP dos biofilmes. Na figura 5 

é possível visualizar a distribuição individual e simultânea (colocalização) de ácidos nucleicos e 

polissacáridos presentes no biofilme formado pela estirpe controlo.   
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Figura 5| Composição macromolecular da matriz do biofilme de Staphylococcus aureus ATCC 25923 

obtida por microscopia confocal. A coloração com DAPI (azul) permite a deteção de ácidos nucleicos e a 

visualização de células bacterianas. A coloração WGA-TRITC (vermelho) indica a presença do conteúdo de 

polissacáridos atribuído à produção de PIA. Análise de colocalização de ambas as sondas é indicada como 

MERGED. Os biofilmes foram observados com uma objetiva de 10 x.  

Após 24 h de incubação, os biofilmes de S. aureus são bastante heterogéneos, sendo formados por 

áreas de alta densidade (presença de aglomerados com várias camadas – Fig. 6A) e de baixa densidade 

(presença de microcolónias de apenas uma camada – Fig. 6B). Dada a heterogeneidade observada, foi 

priorizada a realização de uma análise qualitativa relativamente à estrutura dos biofilmes formados pelos 

isolados clínicos investigados no presente trabalho (Fig. 7). De uma forma geral, todos os isolados foram 

capazes de formar biofilmes com as mesmas estruturas da estirpe controlo, variando, no entanto, a 

distribuição entre zonas de alta e baixa densidade. 

 

Figura 6| Imagem representativa da composição macromolecular da matriz de biofilmes de 

Staphylococcus aureus obtida por CLSM. Matriz do biofilme do isolado proveniente de úlceras de pés de 

diabéticos (D15). A) regiões de alta densidade e B) regiões de baixa densidade. Imagens no eixo z foram 

conseguidas em intervalos de 2 μm. As regiões coradas com DAPI (azul) indicam a presença de ácidos nucleicos 

e as regiões coradas com WGA-TRITC (vermelho) indicam a presença de polissacáridos.  
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Figura 7|  Estrutura de biofilmes de isolados clínicos de SARM. Imagens representativas da colocalização 

de ácidos nucleicos e polissacáridos presentes em biofilmes de isolados clínicos provenientes de septicemias (S), 

úlceras de pés de diabético (D) e osteomielites (O), após coloração com DAPI e WGA-TRITC. Um eixo z é 

apresentado para cada biofilme. Os biofilmes foram observados com uma objetiva de 10 x. 

Os isolados D20, O11 e O19 foram aqueles que mostraram a presença de maiores regiões compostas 

por pequenos aglomerados dispersos e uma maior presença de microcolónias. Curiosamente, estes 

isolados tiveram uma menor capacidade de produção de biomassa comparativamente à estirpe controlo, 
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como é possível observar na secção anterior. Além disso, os resultados observados sugerem que os 

isolados clínicos provenientes de septicemias, de úlceras de pés de diabéticos e osteomielites possuem 

a capacidade de formar biofilmes com alto teor polissacáridos, uma vez que as células presentes no 

biofilme foram frequentemente circundadas por estas biomoléculas. Os polissacáridos presentes na MEP 

desempenham diversas funções como a de promover a adesão das células bacterianas a superfícies, 

atuar como barreira protetora contra as células do sistema imune e antibióticos, promover a retenção de 

água e realizar a desintoxicação de xenobióticos (Flemming & Wingender, 2010). Os resultados 

observados no presente estudo podem ser úteis para direcionar a investigação de compostos anti-

biofilmes (Rodríguez-Lázaro et al., 2018). No entanto, como os polissacáridos não são os únicos 

componentes presentes na MEP de biofilmes, novos estudos devem ser realizados para permitir a 

visualização de outros constituintes como proteínas e e-ADN. 

4.3 Avaliação da atividade antibacteriana do OE T. capitata em células planctónicas de 

SARM 

Nos últimos anos, o aumento da resistência aos antibióticos disponíveis para o tratamento de infeções 

resultantes da colonização por SARM levaram à busca de novas estratégias terapêuticas (Kaur & Chate, 

2015). Nesta procura, os produtos de origem vegetal têm vindo a receber especial atenção (Kavanaugh 

& Ribbeck, 2012; Sartoratto et al., 2004; Thielmann, Muranyi, & Kazman, 2019). O amplo espectro de 

atividades antimicrobianas dos OEs é reconhecido desde a antiguidade. No entanto, o aumento do 

interesse pelo “consumo verde” tem levado a um aumento do interesse científico por estes produtos 

(Burt, 2004). Para além disso, um provável baixo risco de desenvolvimento de resistência antimicrobiana 

tem sido associado aos OEs (Hammer, Carson, & Rileya, 2012). Diversos estudos têm demostrado que 

o OE de T. capitata possui um largo espectro de atividade antimicrobiana (Delgado-Adámez et al., 2017; 

Faleiro et al., 2005; Machado et al., 2017; Palmeira-De-Oliveira et al., 2012). Porém, o seu potencial 

antibacteriano contra isolados clínicos de SARM permanece pouco claro, razão pela qual foi investigado 

no presente estudo. Para isso, a atividade antibacteriana do OE de T. capitata foi avaliada contra células 

planctónicas de isolados de clínicos de SARM (Tab. 4).  

A determinação da CMI e da CML mostra uma forte atividade antibacteriana com valores de CIM e de 

CML entre 0,32 e 0,64 µL/mL. Constatam-se efeitos semelhantes do OE contra todos os isolados clínicos 

de SARM estudados, de forma independente ao tipo de infeção. Os valores de CMI e CML são 

apresentados como um intervalo de diluições, uma vez que nem sempre foi possível definir apenas um 

único valor. Foi possível observar ainda, que os valores de CML obtidos foram frequentemente o dobro 
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dos valores de CMI. Esta observação realça a importância da realização de ensaios para a determinação 

das concentrações letais, uma vez que a inspeção visual ou leituras de absorvâncias podem ser 

insuficientes para esta finalidade (Teixeira et al., 2012).  

Tabela 4| Determinação das concentração mínima inibitória (CMI) e concentração mínima letal (CML) do óleo 

essencial de Thymbra capitata L. contra isolados clínicos SARM provenientes de septicemias (S), úlceras de pés 

de diabético (D) e osteomielites (O). 
 

Isolados  Óleo essencial de Thymbra capitata  

CMI a CML a 
SA ATCC 25923 0,32 - 0,64 0,32 - 0,64 

S1 0,64 0,64 
S6 0,32 - 0,64 0,32 - 0,64 
S7 0,32 - 0,64 0,64 
S8 0,32 - 0,64 0,64 
S10 0,32 - 0,64 0,64 
S12 0,32 - 0,64 0,64 
D5 0,32 - 0,64 0,32 - 0,64 
D6 0,32 - 0,64 0,64 
D7 0,32 - 0,64 0,32 - 0,64 

D15 0,64 0,64 
D20 0,32 - 0,64 0,64 
D26 0,32 - 0,64 0,64 
O11 0,64 0,64 
O19 0,64 0,64 
O20 0,32 - 0,64 0,64 
O25 0,64 0,64 
O26 0,64 0,64 
O39 0,32 - 0,64 0,64 

Os resultados são provenientes de pelo menos três ensaios independentes; 
a Os valores de CMI e CML foram determinados pelo método de macrodialuição e são expressos em µL/mL. 

Os resultados encontrados no presente trabalho foram concordantes com estudos publicados 

anteriormente que mostram que o OE de T. capitata apresenta atividade antibacteriana contra bactérias 

gram-positivas (Casiglia, Bruno, Scandolera, Senatore, & Senatore, 2019). Os valores de CMI e CML 

foram semelhantes aos observados por Salgueiro e colaboradores (2004) contra Candida albicans, C. 

tropicalis, C. glabrata, Aspergillus fumigatus, confirmando, assim, o potencial do OE de T. capitata para 

diferentes microrganismos. Porém, Machado e colaboradores (2017) observaram uma concentração de 

CMI e CML 4 vezes inferior (0,16 µL/mL) para isolados de Gardnerella spp.  

O DMSO, uma molécula anfipática capaz de solubilizar substâncias polares e apolares e transpor 

barreiras hidrofóbicas, é amplamente utilizado para solubilizar drogas de aplicações terapêuticas (Costa 

et al., 2017; Timm, Saaby, Moesby, & Hansen, 2013). Por este motivo, o DMSO foi utilizado para 
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promover uma difusão mais uniforme do OE no meio de cultura. Não foi possível observar efeito inibitório 

da presença do DMSO no crescimento bacteriano após 24 h de incubação através do método de 

macrodiluição. De acordo com Basch e Gadebusch (1968), a CMI do DMSO para estirpes de S. aureus 

é de 8 - 30 % (v/v), portanto a concentração de 0,128 % (v/v) utilizada no presente estudo não tem efeito 

inibitório.  

Diversos OEs, como o de Melissa officinalis (erva-cidreira), Cinnamomum verum (canela), Cymbopogon 

flexuosus (capim limão), Backhousia citriodora (murta Limão) e Satureja montana (segurelha das 

montanhas), demonstraram efeito forte inibitório contra SARM, com zonas de inibição entre 60 e 83 mm 

num ensaio de difusão em disco (Chao et al., 2008). No trabalho realizado por Abed e colaboradores 

(2014), foi possível observar que o efeito inibitóro do OE de T. capitata variou entre moderado e forte 

com zonas de inibição entre 20 e 75 mm. No entanto, contrariamente as observações realizadas no 

presente trabalho, através do método de microdiluição os autores observaram valores de CMI de 0,32 a 

5 mg/mL. Uma comparação da eficiência entre os diferentes OEs analisados em diferentes estudos é 

por vezes difícil devido ao uso de diferentes métodos (Thielmann et al., 2019). Por esta razão, não é 

possível realizar uma comparação fiável dos resultados do potencial antibacteriano do OE de T. capitata 

observado com os resultados observados para diferentes OEs. 

A atividade dos OEs é justificada pelo tipo de componentes que o constituem. O OE de T. capitata é rico 

em polifenóis e monoterpenóides. Tem sido reportado na literatura que os compostos fenólicos são 

responsáveis pelas atividades antibacterianas dos OEs (Jaberian, Piri, & Nazari, 2013). O carvacrol, um 

monoterpeno fenólico abundante no OE de T. capitata, pode ser o principal responsável pela atividade 

antimicrobiana observada. Isto foi demonstrado no caso de biofilmes de Gardnerella vaginalis (Machado 

et al., 2017), um dos principais microorganismos associados aos biofilmes presentes em infeções de 

vaginose bacteriana (Rosca, Castro, Sousa, & Cerca, 2020). No entanto, os OEs são misturas complexas 

e a influência dos outros compostos não deve ser negligenciada (Delgado-Adámez et al., 2017). Por esse 

motivo, deve ter-se em consideração que a atividade biológica pode ser devida ao efeito sinérgico dos 

diferentes compostos presentes nos OEs ou, ainda, um efeito antagónico entre os diferentes 

componentes pode ser verificado, o que leva a uma menor atividade antibacteriana (Caesar & Cech, 

2019).   

De acordo com Candela e colaboradores (2019), o principal mecanismo de ação deste OE está 

relacionado com a sua capacidade de interagir com a membrana celular e causar alteração na estrutura 
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da bicamada lipídica. Apesar do carvacrol ser referido como o composto mais ativo do OE de T. capitata, 

um efeito sinérgico é atribuído à presença de p-cimeno e γ-terpineno. Estes compostos são responsáveis 

por causar desestabilização  da membrana e, assim, facilitar a penetração do carvacrol na célula (Arfa, 

Combes, Preziosi-Belloy, Gontard, & Chalier, 2006; Candela et al., 2019). Para além de se pensar que 

os OEs não promovem a aquisição de resistência, diversos autores relatam que o uso combinado com 

antibióticos pode ser uma estratégia interessante para a erradicação de infeções causadas por SARM 

(Aljaafari, Alhosani, Abushelaibi, Lai, & Erin Lim, 2020; Yap, Yiap, Ping, & Lim, 2014). Cabe destacar 

ainda que os OEs são produtos de obtenção relativamente fácil, apresentam baixa toxicidade em 

mamíferos e degradam-se rapidamente na água e no solo, tornando-os relativamente ecológicos 

(Kavanaugh & Ribbeck, 2012). No entanto, embora sejam amplamente conhecidos pelas suas 

propriedades terapêuticas, os OEs ainda não são largamente utilizados para o tratamento de infeções 

(Edwards-Jones, Buck, Shawcross, Dawson, & Dunn, 2004). 

4.4 Avaliação da atividade anti-biofilme do OE T. capitata contra isolados SARM 

Nos últimos anos, a importância clínica da capacidade de formação de biofilme por bactérias vem sendo 

reconhecida (Davies, 2003; Stewart & Franklin, 2008). A sensibilidade reduzida aos antibióticos das 

células bacterianas em biofilme contribui para o estabelecimento de inúmeras infeções crónicas e 

recalcitrantes (Stewart & Costerton, 2001). Para além disso, as células em biofilmes são mais resistentes 

e tolerantes aos antibióticos (Lebeaux et al., 2014). Por esse motivo, a busca de novos agentes 

antimicrobianos para o tratamento de infeções decorrentes do desenvolvimento de biofilmes é essencial 

(Marini et al., 2019). No entanto, o tratamento de infeções associadas a biofilmes depende dos relatórios 

laboratoriais de suscetibilidade aos antibióticos realizados com células planctónicas (Brady, Laverty, 

Gilpin, Kearney, & Tunney, 2017). Diversos estudos demonstram que a suscetibilidade das células em 

biofilme é diferente das células planctónicas (Brady et al., 2017; Cerca et al., 2005; Frank, Reichert, 

Piper, & Patel, 2007). Por este motivo, o efeito anti-biofilme do OE de T. capitata foi investigado 

selecionando-se dois isolados clínicos de cada infeção com diferentes perfis de suscetibilidade a 

antibióticos e diferentes capacidades de formação de biofilme.  

A redução da produção de biomassa após incubação com diferentes agentes antimicrobianos é 

apresentada na figura 8A. Embora não exista uma grande variabilidade em termos da CML do OE de T. 

capitata contra células planctónicas de SARM, o efeito na capacidade de redução da biomassa foi muito 

diverso. Notavelmente, a concentração de OE necessária para a erradicação das células planctónicas 
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(0,64 μL/mL) foi insuficiente para reduzir a biomassa de alguns isolados. O efeito do OE foi também 

comparado com o efeito de 2 antibióticos utilizados para tratar infeções por SARM, com distintos 

mecanismos de ação. De acordo com o esperado, o inibidor da síntese de ácidos nucleicos 

(ciprofloxacina) não apresentou um efeito significativo a nível da redução da biomassa para a maioria 

dos isolados, uma vez que a maioria dos isolados investigados são resistentes a este antibiótico. No 

entanto, apesar de maioria dos isolados terem sido considerados suscetíveis ao inibidor da síntese de 

proteínas (tetraciclina), foi possível observar que este antibiótico também não foi capaz de induzir uma 

grande redução da biomassa.  
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Figura 8 | Avaliação do potencial anti-biofilme do óleo essencial de T. capitata. Quantificação da (A) 

biomassa de biofilmes, (B) cultivabilidade celular e (C) atividade metabólica de isolados de SARM provenientes de 

septicemias (S), úlceras de pés de diabéticos (D) e osteomielites (O) após incubação com TSB 24 h (■), TSB 48 

h (■), ciprofloxacina (■), tetraciclina (■), TSB e DMSO (■) e OE (■). As concentrações utilizadas de cada 

antibiótico correspondem ao valor de Pico de Concentração Sérica (PCS), sendo 4,5 mg/L para ciprofloxacina e 

16,0 mg/L para tetraciclina. TSB 24 h indica a incubação por 24 h em TSB e TSB 48 h indica a incubação por 

48 h em TSB. A concentração de OE e DMSO utilizadas correspondem a 0,64 μL/mL. Os valores são apresentados 

como média de três ensaios independentes e as barras indicam desvio padrão. As diferenças significativas são 

representadas como: * P < 0,05; ** P < 0,01; *** P < 0,001.  



55 
 

Curiosamente, um dos isolados resistentes a ambos os antibióticos (D26) teve uma redução relativa da 

biomassa superior a muitos isolados que eram suscetíveis a este antibiótico, o que confirma que a 

tolerância dos biofilmes a antibióticos depende de mecanismos distintos dos mecanismos de ação 

clássicos, estudados em células planctónicas (Dufour et al., 2010; Sharma et al., 2019). Curiosamente, 

o efeito dos antibióticos e do OE na estirpe controlo foi significativamente superior ao dos isolados 

clínicos. Além disso, é possível observar que após 48 h de incubação em TSB e em TSB com DMSO 

houve uma redução da produção de biomassa. Esta observação pode indicar a existência de estímulos 

favoráveis à dispersão de biofilme como uma resposta as mudanças ambientais (Sauer et al., 2004). De 

forma geral, os resultados observados estão de acordo com o esperado, visto que as células em biofilmes 

são mais resistentes a fatores externos, como antibióticos, detergentes, exposição a raios UV, 

desidratação, salinidade e fagocitose (Watnick & Kolter, 2000). 

Os biofilmes são comunidades heterogéneas formadas por células bacterianas numa ampla variedade 

de estados fisiológicos, sendo composto por células metabolicamente ativas, células dormentes e células 

viáveis mas não cultiváveis (Ayrapetyan, Williams, & Oliver, 2018; Stewart & Franklin, 2008). Por isso, é 

importante ter em consideração que a utilização de apenas um método para determinação do efeito de 

diferentes agentes antimicrobianos pode ser insuficiente. A coloração com CV é um ensaio rápido e 

barato para analisar a capacidade de produção de biofilmes. Por ser um corante básico, o CV liga-se as 

moléculas de carga negativa como os polissacáridos da MEP e ao ADN (Brady et al., 2017; Li, Yan, & 

Xu, 2003). Esta técnica pode, até certo ponto, inferir a viabilidade celular, uma vez que a maioria das 

células aderidas em biofilme se libertam durante a morte celular (Peeters et al., 2008). No entanto, como 

todas as células coram, mesmo as mortas, devem combinar-se diferentes métodos para avaliar este 

efeito antimicrobiano contra os biofilmes (Azeredo et al., 2017; Pitts, Hamilton, Zelver, & Stewart, 2003). 

Contrariamente ao observado a nível de produção de biomassa, todos os isolados testados apresentaram 

uma redução significativa da cultivabilidade celular após incubação com o OE, reduzindo a cultivabilidade 

em cerca de 2 log10 UFC/mL (99 % de redução) (Fig. 8B). De modo semelhante ao observado a nível da 

produção de biomassa, o antibiótico ciprofloxacina não reduziu a cultivabilidade celular na maioria dos 

isolados investigados. Por outro lado, a tetraciclina apresentou uma significativa capacidade de redução 

da cultivabilidade celular para isolados previamente considerados suscetíveis através do ensaio de 

difusão em disco. A diferença observada em termos de formação de biomassa e cultivabilidade  não foi 

surpreendente, tendo sido já reportado anteriormente em outros estudos (Azeredo et al., 2017; Chavez-

Dozal, Nourabadi, Erken, McDougald, & Nishiguchi, 2016).  
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Na figura 8C pode observar-se a redução média da atividade metabólica de biofilmes de SARM após 

exposição a diferentes agentes antimicrobianos. Os resultados encontrados foram muito semelhantes 

aos observados a nível da cultivabilidade celular no que se refere ao potencial do OE de T. capitata. No 

entanto, é possível observar que tanto a ciprofloxacina quanto a troca do meio de cultura por meio fresco 

podem contribuir para o aumento da atividade metabólica do biofilme. Os procedimentos de substituição 

de meio cultura em sistemas fed-batch tanto contribuem para o desprendimento de células do biofilme 

devido às forças de cisalhamento (França, Carvalhais, Vilanova, Pier, & Cerca, 2016) como também 

fornecem mais nutrientes as células (Cerca, Pier, Vilanova, Oliveira, & Azeredo, 2004), o que pode 

culminar no aumento da atividade metabólica. No entanto, tem sido reportado que a atividade metabólica 

não é afetada apenas pelo número de células viáveis (Kuhn, Balkis, Chandra, Mukherjee, & Ghannoum, 

2003) e que a presença de certos produtos químicos pode causar uma redução abiótica de XTT (Al-Bakri 

& Afifi, 2007). Deste modo, os resultados observados no presente trabalho podem indicar que condições 

de stresse e um maior suprimento de nutrientes podem aumentar a atividade metabólica das células de 

SARM em biofime, mas novos estudos devem ser realizados neste sentido.   

Tem sido reportado que o uso de antibióticos parece não erradicar os biofilmes em muitos dos casos de 

infeções, mas apenas o suprime temporariamente até que as condições do meio ambiente voltem a estar 

favoráveis (Verderosa, Totsika, & Fairfull-Smith, 2019). Nos últimos anos, há uma tendência crescente 

de busca por estratégias terapêuticas para o tratamento do biofilme e os OEs são consideradas fontes 

potenciais de novos fármacos quimioterapêuticos devido ao seu potencial antibacteriano e baixa 

toxicidade (Algburi, Comito, Kashtanov, Dicks, & Chikindas, 2017; Anand, Jacobo-Herrera, Altemimi, & 

Lakhssassi, 2019). Os resultados encontrados no presente estudo demonstram que o OE de T. capitata 

é um forte candidato para o tratamento de biofilmes decorrentes de infeções causadas por SARM. Para 

além disso, a incapacidade do antibiótico de penetrar nos biofilmes é um fator que geralmente influencia 

na resistência aos antibióticos, uma vez que reduz a capacidade do antibiótico interagir com as bactérias 

do biofilme (Davies, 2003). Dado que os OEs podem penetrar e danificar biofilmes (Nuryastuti et al., 

2009), este produto natural pode servir para facilitar a entrada de antibióticos nos biofilmes. Além disso, 

por ser um produto de baixo custo, o uso de combinações de OEs com antibióticos pode reduzir 

significativamente o custo das terapias (Nuryastuti et al., 2009). 
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5. CONCLUSÕES E PERSPETIVAS FUTURAS 

 

5.1 Principais conclusões 

O potencial antimicrobiano do OE de T. capitata tem vindo a ser alvo de vários estudos, mas as 

informações sobre o seu efeito em isolados de SARM são limitadas. No presente trabalho, foi 

demonstrado que o OE de T. capitata tem atividade antimicrobiana tanto em células planctónicas quanto 

em biofilmes de isolados SARM provenientes de septicemias, úlceras de pés de diabéticos e 

osteomielites. Foi possível observar ainda que a suscetibilidade ao OE pode ser independente do perfil 

de suscetibilidade a antibióticos, indicando o seu uso potencial como agente antibacteriano para o 

tratamento de infeções resultantes da colonização por bactérias resistentes a antibióticos. No entanto, a 

concentração de OE suficiente para erradicar as células planctónicas não foi suficiente para erradicar as 

células em biofilmes. O presente estudo mostrou o promissor potencial anti-biofilme do OE de T. capitata, 

porém novos estudos devem ser realizados para permitir uma compreensão mais profunda do potencial 

antibacteriano deste OE.  

5.2 Perspetivas futuras 

O presente trabalho destacou o potencial antimicrobiano do OE de T. capitata contra isolados clínicos de 

SARM, porém algumas limitações podem ser destacadas. Uma vez que o principal mecanismo de ação 

dos OEs está relacionado com danos na membrana celular, é pouco provável que os OEs sejam 

seletivamente citotóxicos como os antibióticos (Owen & Laird, 2018). Por esta razão, o desenvolvimento 

de nanoencapsulados com o EO de T. capitata podem representar uma abordagem eficiente para 

combater bactérias de SARM dentro de biofilmes (Khezri, Farahpour, & Mounesi Rad, 2019).  

Atualmente, certos OEs e alguns de seus compostos são classificados como geralmente reconhecidos 

como seguros (GRAS, do inglês generally recognized as safe) pela Food and Drug Administration (FDA). 

No entanto, existem ainda poucos estudos que analisam a citotoxicidade dos OEs em diferentes contextos 

clínicos (Owen & Laird, 2018). Cabe referir que tem sido reportado que alguns OEs são citotóxicos para 

células procarióticas às concentrações com atividade antimicrobiana, mas as informações disponíveis 

ainda permanecem ambíguas (Llana-Ruiz-Cabello et al., 2015). Por esse motivo, é interessante investigar 

o potencial mutagénico e genotóxico do OE de T. capitata contra linhagens celulares humanas.  

Alguns estudos têm apontado a utilização simultânea de OEs e antibióticos como uma solução para 

potenciar a atividade dos antibióticos atualmente em uso (Langeveld et al., 2014; Magi et al., 2015; Yap 
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et al., 2014). Tem ainda sido citado na literatura que as formulações contendo OEs e antibióticos podem 

permitir uma ressensibilização ao antibiótico em isolados previamente considerados resistentes (Schelz, 

Molnar, & Hohmann, 2006; Yap, Lim, Hu, & Yiap, 2013). No entanto, os efeitos sinérgicos não são 

comumente explorados para além de uma identificação preliminar da atividade antibacteriana, além de 

que os mecanismos de ação envolvidos são raramente explorados. Por esse motivo, para que seja 

possível o desenvolvimento de novas formulações antibacterianas, em trabalhos futuros deve explorar-se 

o potencial antimicrobiano de combinações entre OE de T. capitata com diferentes antibióticos, bem 

como investigar os mecanismos de ação envolvidos.  

Cabe ainda destacar que, apesar do OE de T. capitata possuir uma homogeneidade química 

caracterizada por altas quantidades de carvacrol, ρ-cymene e γ-terpinene (Delgado-Adámez et al., 2017), 

a existência de variabilidade química na composição de OEs de diferentes lotes pode resultar numa 

alteração do seu potencial antimicrobiano (Figueiredo et al., 2008; Tommasi et al., 2007). Por esta razão, 

a utilização dos compostos purificados provenientes do OE vem sendo apontada como uma alternativa 

para esta limitação (Machado et al., 2017; Palmeira-De-Oliveira et al., 2012). Por esse motivo, a 

realização de estudos que busquem comparar o potencial antimicrobiano do OE de T. capitata com o 

potencial antimicrobiano dos seus componentes poderá superar os problemas relacionados com a 

variabilidade química dos OEs, garantindo uma maior reprodutibilidade dos efeitos antibacterianos 

observados.  
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7. ANEXO 
 

Anexo 1 | Padrão de suscetibilidade aos antibióticos de isolados clínicos de SARM provenientes de septicemias 

(S), úlceras de pés de diabéticos (D) e osteomielites (O)a. 

 

Isolados 

Antibióticosb 

PEN FOX TET STX CIP ERY DA CN OX FD TOB KAN LZN C MUP 

S1 R R S S R S S S R S S S S S S 
S6 R R S S R R R S R S S S S S S 
S7 R S S S R S S S R S S S S S S 
S8 R R S S R R S S R S S S S S S 
S10 R R S S R R S S R R S S S S S 
S12 R R S S R S S S R S S S S S S 
D5 R R S S S S S S S S S S R S S 
D6 R R S S S S R S S S S S S S S 
D7 R R S S R S S S S S S S S S S 

D15 R R S S R R S S S S S S S S S 
D20 R R R R R R R R S R R R R S S 
D26 R R R R R R R R S R R R R S S 
O11 R R S S R S S S R S S S S S S 
O19 R R R S S R R S R S S S S S S 
O20 R R R S R R R S R R S S S S S 
O25 R R S S R R S S R S S S S S S 
O26 R R S S S S S S R R S S S S S 
O39 R R S S R S S S R S S S S S S 

a O perfil de suscetibilidade foi realizado pelo grupo de investigação MicroART- UTAD utilizando o método de difusão 
em disco, de acordo com as recomendações do CLSI. 
bR: resistente, S: sensível, PEN: penicilina, FOX: cefoxitina, TET: tetraciclina, STX: Trimetoprim-sulfametoxazol, 
CIP: ciprofloxacina, ERY: eritromicina, DA: clindamicina, CN: gentamicina, OX: oxacilina, FD: ácido fusídico, TOB: 
tobramicina, KAN: kanamicina, LNZ: linezolida, C: cloranfenicol, MUP: mupirocina.  

 


